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Le virus de la stomatite vésiculaire (VSV) et le virus de la rage (RV) appartiennent à la famille des 
Rhabdoviridae et sont les représentants prototypiques respectifs des genres Vesiculovirus et 
Lyssavirus. Ces virus sont enveloppés, et leur génome est composé d’une molécule d’ARN de polarité 
négative qui encode successivement cinq protéines virales dont la nucléoprotéine (N) et la 
phosphoprotéine (P), qui forment, avec l’ARN polymérase ARN dépendante virale (L), le complexe 
de transcription et de réplication des Rhabdoviridae. L’objectif de mon travail de thèse consistait à 
obtenir des informations structurales concernant la phosphoprotéine et plusieurs de ses fragments, à 
l’état libre en solution, ou en complexe avec N, et ce afin de mieux comprendre les mécanismes 
impliqués dans la multiplication virale. La protéine P interagit avec N en formant deux types de 
complexes distincts : le complexe N-ARN-P, résultant de l’association de P avec les complexes N-
ARN, qui constituent la matrice utilisée pour la transcription et la réplication virale,  et le complexe 
N
0
-P, qui correspond à la fixation par P d’une molécule de nucléoprotéine N0 monomérique, 
empêchant ainsi la fixation non spécifique de N à l’ARN et permettant l’encapsidation des génomes et 
anti-génomes néo-synthétisés lors de la réplication virale. Les travaux réalisés ont permis de mettre en 
évidence la nature modulaire des dimères de phosphoprotéine, et de caractériser la région N-terminale 
intrinsèquement désordonnée de P (PNTD) impliquée dans la fixation à N
0
. Nous avons montré que le 
domaine C-terminal impliqué dans la fixation à N-ARN (PCTD) constituait un module structural 
indépendant, et modélisé à l’échelle atomique la structure multi-domaine partiellement désordonnée de 
P en solution. Nous avons également construit un modèle atomique in silico de l’interaction entre N-
ARN et P, validé expérimentalement, et enfin résolus par diffraction des rayons X la structure du 
complexe N
0
-PNTD à l’état cristallin. Les travaux présentés concernant la structure de la 
phosphoprotéine libre ou en complexe avec la nucléoprotéine permettent de mieux comprendre le rôle 
de P dans le complexe de réplication, et soulignent l’importance du désordre moléculaire et des 
changements conformationnels dans les processus de reconnaissance moléculaire impliquant N et P. 
Les modèles structuraux des complexes N-ARN-P et N
0
-P constituent par ailleurs des nouvelles cibles 




Vesicular Stomatitis Virus (VSV) and Rabies Virus (RV) belong to the Rhabdoviridae family and are 
prototypic members of the genus Vesiculovirus and Lyssavirus, respectively. VSV and RV are 
envelopped, single stranded, negative sense RNA viruses, and their genome encode successively for 
five viral proteins including nucleoprotein (N) and phosphoprotein (P), which form, together with the 
viral RNA dependent RNA polymerase (L), the Rhabdoviridae transcription and replication complex. 
The aim of this work was to obtain structural information regarding the structure of phosphoprotein 
and of several of its fragments, free or in complex with N, in order to better understand the 
mechanisms involved in viral replication. The P protein interacts with N by forming two distinct types 
of complexes : the N-ARN-P complex results from the association of P with the N-RNA complex, 
which constitutes the active template for transcription and replication ; the N
0
-P complex arises from 
the attachment of P to a N
0
 molecule, thus preventing binding to non specific RNA and allowing for 
the specific encapsidation of newly synthesized genomes and antigenomes during viral replication. 
The data presented here reveals the modular organization of P dimers and highlights the intrinsically 
disordered character of its N-terminal region involved in N
0
 binding (PNTD). It is shown that the C-
terminal domain of P (PCTD) is an autonomous folding unit that can bind to N-RNA complexes. The 
atomic scale modeling of P in solution shows that the protein behaves as a partially disordered, highly 
flexible multidomain protein. Additionally, we constructed a structural model of the interaction 
between N-RNA and P in silico, which was validated experimentally, and we solved the crystal 
structure of the N
0
-PNTD complex using X-Ray diffraction. The work presented here concerning the 
structure of P, free or in complex with N enhances our understanding of the role of P in the viral 
replication complex, and emphasizes the importance of structural disorder and conformational changes 
in the molecular recognition processes involving N and P. The structural models for the N-ARN-P 
and N
0
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"A serious and good philosophical work could be written consisting entirely of jokes." 
(Ludwig Wittgenstein, Austrian Philosopher)  
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I. Introduction générale 
 
A.  Historique & Généralités 
 
 
Les premières observations des symptômes de la rage consignées par écrit proviennent 
du code Eshnunna, rédigé en Mésopotamie au XXIIIème siècle avant J.C. (Théodoridès 
1986):  
« Si un chien est fou et si les autorités ont porté ce fait à la connaissance de son propriétaire ; 
si ce dernier ne le garde pas chez lui, s’il mord un homme et provoque sa mort, il devra payer 
deux tiers d’un mina (40 shekels) d’argent. S’il mord un esclave et provoque sa mort, il paiera 
15 shekels d’argent. » 
Les premières vaccinations antirabiques furent pratiquées par Pierre Galtier sur des 
ruminants dès 1881 (Galtier 1881), et la première vaccination antirabique chez l’homme a été 
pratiquée il y a 125 ans en 1885 par Louis Pasteur (Pasteur 1886). Cependant, cette pathologie 
reste aujourd’hui un problème sérieux de santé publique dans de nombreux pays du monde et 
particulièrement dans les pays pauvres.  
En 1881, l’équipe de Louis Pasteur montre que le principal site de réplication du virus 
rabique est le système nerveux central et qu’il est plus facile de transmettre la rage par 
inoculation intracérébrale de substances virulentes. Ces découvertes lui permettent, en 
réalisant plusieurs passages en série du virus par inoculation intracérébrale sur le lapin, 
d’obtenir une souche virale fixe qui après atténuation par dessiccation sera utilisée en 1884 
dans la mise au point d’un protocole d'immunisation sur des chiens (Steele and Baer 1975). 
Pasteur l’essaie avec succès, pour la première fois, le 6 juillet 1885, sur un enfant de 9 ans, 
Joseph Meister, mordu 14 fois par un chien enragé et dont la mort semblait inévitable. Un an 
plus tard, Pasteur rapporte des résultats satisfaisants de traitements humains, réalisés après 
exposition, et propose alors la création d'un centre de vaccination : l'Institut Pasteur. 
Comme pour bien d'autres maladies dans le passé, les méthodes de protection contre la 
rage ont devancé la connaissance exacte de l'agent causal. Aujourd'hui, si la nature virale de la 
maladie ne fait plus aucun doute, à l'époque de Pasteur, la nature de l’agent infectieux faisait 
l’objet de nombreuses controverses. Les premiers « agents filtrables » ont été identifiés en 
1892 par Dmitri Iwanowski qui étudiait le virus de la mosaïque du tabac. Ces travaux ont été 
poursuivis par Martinus Beijerinck, qui en 1898 définit pour la première fois le « virus » 
comme une entité distincte (Beijerinck 1898). Pourtant, en 1903, Aldechi Négri qui a mis en 
évidence des corps d'inclusion - qui portent son nom - dans les préparations de tissus nerveux 
contaminés par la rage, croyait que l'agent responsable était un micro-organisme parasite de la 
famille des protozoaires (Negri 1903). Pasteur parlait d'un microbe minuscule différent des 
bactéries ordinaires et Babès pensait que des bactéries renfermaient l'agent causal sous forme 
d'un corps minuscule (Babes 1912). Les travaux du XXème siècle ont permis des avancées 
importantes sur la connaissance de l'agent rabique, de sa structure et du diagnostic de la 
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maladie. Sellers propose, en 1927, une méthode rapide de détection des corps de Négri 
(Young and Sellers 1927) et Webster et Clow sont les premiers, en 1936, à propager le virus 
sur culture cellulaire, permettant la mise au point d'un nouveau modèle d'étude expérimental. 
Ils ouvrent aussi la voie de la production d'un nouveau type de vaccin (Webster and Clow 
1936). 
Ce n’est pourtant qu’en 1957 que Lwoff donne une définition conceptuelle claire du 
virus (Lwoff 1957): 
- le virion ne possède qu’un seul type d’acide nucléique : soit ADN, soit ARN. 
- il se reproduit uniquement à partir de son matériel génétique. 
- il est incapable de croître et de se diviser seul. 
- son génome ne contient aucune information permettant la synthèse d’enzymes impliquées 
dans le métabolisme intermédiaire. 
- c’est un parasite absolu de la cellule hôte. 
Il faut attendre les années 1960 pour que le virus soit enfin observé en microscopie 
électronique (Atanasiu, Lepine et al. 1963) et 25 ans supplémentaires pour que la biologie 
moléculaire commence à élucider la structure de son patrimoine génétique (Tordo, Poch et al. 
1986; Tordo, Poch et al. 1986) et à en appréhender la diversité (Bourhy, Kissi et al. 1993). 
Aujourd’hui, la découverte de certaines familles de virus telles que les Retroviridae capables 
d’utiliser à la fois l’ADN et l’ARN ou encore la caractérisation des Mimivirus dont le génome 
encode 911 protéines (La Scola, Audic et al. 2003; Raoult, Audic et al. 2004; Renesto, 
Abergel et al. 2006), ont partiellement remis en cause certaines des affirmations de Lwoff, 
mais les virus restent cependant des parasites absolus de la cellule hôte.  
Même si l'histoire est riche en découvertes et avancées majeures, force est de constater 
que d’immenses progrès restent à faire. En matière de santé publique d’abord puisque la 
maladie perdure dans une grande partie du monde malgré l’existence d’un vaccin efficace. 
L’Organisation Mondiale de la Santé estime à 55000 le nombre de décès humains imputables 
à la rage chaque année dans le monde (WHO Fact sheet No.99), mais ces chiffres sont 
probablement très en dessous de la réalité (Cleaveland, Fevre et al. 2002; Knobel, Cleaveland 
et al. 2005). Même si l'incidence de la rage, humaine et animale, est bien plus importante dans 
les pays en voie de développement (Asie, Afrique), tous les pays peuvent être touchés par des 
cas sporadiques autochtones ou par des cas importés. Outre l’aspect humain, cette pathologie 
a aussi des répercussions économiques importantes : coût des traitements antirabiques post-
exposition, pertes de bétail considérables (plusieurs dizaines de milliers de bovins chaque 
année en Amérique latine).  En recherche fondamentale, les étapes clefs de la biologie virale 
demeurent largement incomprises, tant au niveau des mécanismes d’expression du virus qu’à 






Figure 1: Morphologie et dimensions relatives de différentes familles de virus comprenant des pathogènes 
humains ou animaux. Les virions sont dessinés à l’échelle, le génome ainsi qu’une coupe interne de leur 
structure est représentée pour certains, à l’exception des virions les plus petits pour lesquels seul la taille et la 
symétrie apparaissent. Les virus issus de familles marquées d’un astérisque n’infectent généralement pas 
l’homme (Büchen-Osmond 2003).   
 
De nos jours, les progrès dans le domaine de la biologie moléculaire et de la 
génétique, ainsi que l’apparition de la génétique inverse, ont permis un développement 
considérable de la recherche en virologie. L’étude des virus a été grandement facilitée par le 
développement de la cristallographie aux rayons X, avec l’étude de cristaux de protéines 
virales et de virus entiers, qui ont permis de mieux comprendre l’organisation et la fonction 
des protéines présentes au sein de la particule virale. On dénombre à l’heure actuelle plus de 4 
000 virus, capables d’infecter des organismes appartenant à tous les domaines du vivant, des 
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Archaebactéries aux Eucaryotes. Ils possèdent des génomes (ADN monocaténaire ou 
bicaténaire, circulaires ou linéaires, ARN monocaténaire (polarité négative ou positive) ou 
bicaténaire, linéaire ou segmenté) (classification de Baltimore) et des morphologies variées, 
qui prennent en compte la symétrie de la capside ou de la nucléocapside (icosaédrique par 
exemple pour l’adenovirus, ou hélicoïdale pour les nucléocapsides des virus à ARN négatif), 
et la présence ou l’absence d’enveloppe (Figure 1). Toutefois, il apparaît clairement 
aujourd’hui que la compréhension des processus de réplication requiert d’intégrer des 
approches biologiques, biochimiques, biophysiques, bioinformatiques et structurales. La 
notion de virus est à peine vieille d’un siècle et la virologie est un domaine de recherche qui 
suscite énormément d’intérêt dans la communauté scientifique, en raison de la variabilité des 
virus d’un point de vue structural, génomique et pathologique. L’étude des virus constitue 
également un outil pour comprendre les mécanismes moléculaires de la cellule. 
 
Les familles de virus représentées dans la Figure 1 incluent de nombreux  pathogènes 
humains responsables de problèmes majeurs de santé publique. Les plus célèbres 
comprennent le virus de la grippe (Orthomyxoviridae), le virus respiratoire syncytial humain 
et le virus de la rougeole (Paramyxoviridae), le virus Ebola (Filoviridae), les rotavirus mais 
aussi les adenovirus, les astrovirus et les enterovirus qui provoquent des maladies 
diarrhéiques, ainsi que le virus de l’immunodéficience humaine (Retroviridae). Alors que des 
vaccins efficaces existent contre plusieurs de ces virus, de nombreuses personnes, et plus 
particulièrement des enfants, continuent de mourir chaque année, par manque d’accès aux 
traitements préventifs ou curatifs. Aussi, on sait maintenant que certains cancers sont associés 
à la présence de virus, comme le cancer du col de l’utérus, qui est la deuxième cause de 
mortalité par cancer dans le monde chez la femme (environ 230 000 décès et 500 000 
nouveaux cas par an), et, qui dans plus de 95% des cas est lié à la persistance de 
papillomavirus (Papovaviridae), le lymphome de Burkitt associé au virus d’Epstein-Barr, ou 
encore le cancer du foie lié à la présence des virus des hépatites B (Hepadnaviridae) et C 
(Flaviviridae). 
 




 Family/genus Genome size (kb) Type virusa Hostsb 
Mononegavirales (nonsegmented)    
 Rhabdoviridae 11-15   
 Vesiculovirus  VSV Indiana  vertebrates/insects 
 Lyssavirus  Rabies virus vertebrates 
 Ephemerovirus  BEFV vertebrates 
 Novirhabdovirus  IHNV fish 
 Cytorhabdovirus  LNYV plants 
 Nucleorhabdovirus  PYDV plants 
 Filoviridae 19   
 Marburg-like viruses  Marburg virus vertebrates 
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 Ebola-like viruses  Zaire Ebola virus vertebrates 
 Paramyxoviridae 15-20   
 Respirovirus  Sendai vertebrates 
 Morbillivirus  Measles vertebrates 
 Rubulavirus  Mumps vertebrates 
 Henipavirus  Hendra vertebrates 
 Avulavirus  NDV birds 
 Pneumovirus  HRSV vertebrates 
 Metapneumovirus  TRTV Turkeys 
 Bornaviridae 9   
 Bornavirus  BDV vertebrates 
Segmented negative-strand RNA viruses    
 Orthomyxoviridae 13-15 in 6-8 segments   
 Influenzavirus A  Influenza A vertebrates 
 Influenzavirus B  Influenza B vertebrates 
 Influenzavirus C  Influenza C vertebrates 
 Thogoto-like viruses  Thogoto vertebrates/insects 
 Bunyaviridae 11-20 in 3 segments   
 Orthobunyavirus  Bunyamwera vertebrates 
 Hantavirus  Hantaan vertebrates 
 Nairovirus  Dugbe vertebrates 
 Phlebovirus  Rift Valley fever vertebrates 
 Tospovirus  TSWV Plants 
 Arenaviridae 10-14 in 2 segments   
 Arenavirus  LCMV vertebrates 
aAbbreviations: VSV Indiana, vesicular stomatitis virus Indiana serotype; BEFV, bovine ephemeral fever virus; IHNV, infectious hematopoietic 
 necrosis virus; LNYV, lettuce necrotic yellows virus; PYDV, potato yellow dwarf virus; NDV, Newcastle disease virus;  HRSV, human 
 respiratory syncytial virus; TRTV, turkey rhinotracheitis virus; BDV, Borna disease virus; TSWV, tomato spotted wilt virus;  
LCMV, lymphocytic choriomeningitis virus. 
b In all cases, vertebrates include humans as susceptible organisms. 
 
Tableau 1: Classification des différents virus appartenant à l’ordre des Mononegavirales.  
 
Les virus à ARN négatif sont des virus enveloppés, leur membrane dérivant de la membrane 
de la cellule hôte infectée, dont l’ARN viral génomique simple brin de polarité négative est 
complémentaire de l’ARN messager. Les virus à ARN négatif ont des morphologies variables 
(Figure 2) et infectent un large spectre d’hôtes allant des plantes aux invertébrés et aux 
mammifères. Ces virus possèdent un génome variant de 9 à 19 kb, codant entre 5 et 11 protéines 
seulement (Tableau 1) et ils sont à l’origine de nombreuses pathologies humaines. En effet, 
certains sont responsables d’infections respiratoires aigües (virus de la grippe, virus respiratoire 
syncytial humain), d’encéphalites graves (virus de la rage, virus Nipah), ou de fièvres 
hémorragiques (virus Ebola, Lassa, de la fièvre de Crimée Congo). On distingue les virus dont le 
génome est segmenté et ceux dont le génome est non-segmenté. Les premiers, divisés en trois 
familles, ont un génome constitué de plusieurs molécules ou « segments » d’ARN simple brin de 
polarité négative : 
 
- Arenaviridae (2 segments, virus Lassa) 
- Bunyaviridae (3 segments, virus de la fièvre de la vallée du Rift) 




Les virus dont le génome est non-segmenté sont regroupés dans l’ordre des Mononegavirales 
sous la forme de quatre familles : 
 
- Paramyxoviridae (virus de la rougeole, Sendai, Nipah, virus respiratoire syncytial) 
- Rhabdoviridae (virus de la rage, de la stomatite vésiculaire) 
- Filoviridae (virus Marburg, Ebola) 




Figure 2: Images en microscopie électronique de particules virales de virus à ARN négatif. Les images 
proviennent de la galerie d’images de l’ICTVdB (International Committee on Taxonomy of Viruses database, 
(Buchen-Osmond 2003)). Virus Lassa (Arenaviridae), virus de la grippe (A/Hong Kong/1/68), virus de la 
stomatite vésiculaire (VSV), virus Ebola (Zaire Ebola, image prise en octobre 1976), virus Borna: courtoisie du 
Dr. F. A. Murphy (School of Veterinary Medicine, University of California, Davis. Virus parainfluenza: 
courtoisie du Dr. Linda Stannard (Department of Medical Microbiology, University of Cape Town, South 
Africa). 
 
Les Mononegavirales regroupent un grand nombre de virus, certains connus depuis 
des siècles comme le virus de la rage, d’autres découverts plus récemment, les virus dits 
« émergents ». Ils s’adaptent rapidement à de nouveaux hôtes et sont responsables 
d’épidémies a forte mortalité, comme celle attribuée au virus Nipah en 1998 (Chua, Bellini et 
al. 2000; Chua, Lam et al. 2000). 
 
1 – Les Rhabdoviridae 
 
La famille des Rhabdoviridae comporte plus de 200 virus infectant des mammifères, 
des poissons, des crustacés, des insectes, des reptiles et des plantes. Parmi les cinq genres 
appartenant a cette famille, les genres Vesiculovirus, Lyssavirus et Ephemerovirus infectent 
des animaux alors que les genres Cytorhabdovirus et Nucleorhabdovirus infectent des 
végétaux. Il semblerait qu’un grand nombre d’entre eux soient véhiculés par des insectes 
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(Ammar and Hogenhout 2008; El-Desouky, Chi-Wei et al. 2009); (Hogenhout, Redinbaugh et 
al. 2003). Ainsi, différentes espèces de mouches sont impliquées dans la transmission inter-
espèces de certains Vesiculovirus, des moustiques transmettent le virus de la fièvre éphémère 
bovine, et des pucerons sont responsables de la transmission de Rhabdoviridae aux végétaux. 
Deux sérotypes majeurs de Vesiculovirus existent, les sérotypes Indiana et New Jersey. Ces 
virus infectent généralement le bétail et provoquent des lésions vésiculaires bénignes sur les 
organes externes des animaux, entraînant parfois d’importantes conséquences d’ordre 
économiques. Il existe d’autres Vesiculovirus capables de provoquer des lésions similaires 
chez les animaux et d’infecter l’homme : le virus Piry (isolé chez un opossum au Brésil) 
(Brun, Bao et al. 1995; Wilks and House 2009), le virus Chandipura (initialement isolé chez 
l’homme en Inde) (Rao, Basu et al. 2004) et le virus Isfahan (isolé à partir de mouches et 
d’hommes en Iran) (Tesh, Saidi et al. 1977; Tesh, Saidi et al. 1977; Marriott 2005; Wilks and 
House 2009). 
Le genre Lyssavirus est quant à lui divisé en sept génotypes (Tableau 2), sur la base 
d’analyses de séquence de la nucléoprotéine (Bourhy, Kissi et al. 1993; Badrane, Bahloul et 
al. 2001), mais aussi plus récemment sur la base d’analyses des génomes entiers (Delmas, 
Holmes et al. 2008). Le génotype 1 englobe toutes les souches de rage alors que les autres 
génotypes correspondent à des virus apparentés à la rage (Lagos Bat : génotype 2 ; Mokola : 
génotype 3 ; Duvenhage : génotype 4 ; EBVL1 (European Bat LyssaVirus 1) : génotype 5 ; 
EBLV2 : génotype 6 ; ABLV (Australian Bat LyssaVirus) : génotype 7). Tous les génotypes 
excepté le génotype 3, pour lequel l’espèce hôte reste encore inconnue (Sabeta, Markotter et 
al. 2007), ont des chiroptères comme réservoir naturel. Récemment, quatre génotypes 
additionnels, qui infectent des chauves-souris en Asie centrale et du sud-est, ont été ajoutés: 
virus Aravan, Khujand, Irkut et West Caucacian Bat (Kuzmin, Franka et al. 2008; Kuzmin, 
Niezgoda et al. 2008; Kuzmin, Wu et al. 2008). Un autre lyssavirus non classifié, le Shimoni 






Tableau 2: Classification 
des Lyssavirus. (d’après 
WHO Expert consultation 
on Rabies – WHO 
technical report series No. 








2 – Le virus de la rage 
 
 
La rage est une maladie très ancienne, décrite depuis l’Antiquité, dont l’origine 
infectieuse n’a été proposée qu’au début du XIXième siècle (Zinke 1804). Le terme « rage » 
dérive de la racine sanskrite rabh signifiant « agir violemment ». Le virus de la rage est le 
représentant canonique du genre Lyssavirus, et sert de modèle d’étude pour les autres 
membres de la famille des Rhabdoviridae. 
La rage est une zoonose virale affectant les mammifères terrestres et qui est très 
répandue dans le monde (plus de 2,5 milliards de personnes vivent dans des régions 
endémiques de rage) (Haupt 1999) (Figure 3). Il existe deux cycles épidémiologiques majeurs 




Figure 3: Répartition mondiale du virus de la rage (Schnell, McGettigan et al. 2010). A gauche, la 
distribution mondiale du virus classique (génotype 1) en 2007 est représentée en orange. Les régions comprenant 
uniquement des Lyssavirus appartenant aux génotypes 2 à 7 sont colorées en jaune, et les régions exemptes de 
lyssavirus sont en vert. A droite, Le nombre de morts imputables à la rage en 2004 en Asie.  
 
La rage terrestre (urbaine, des rues ou canine) est responsable de 90% des cas de rage 
dans le monde. Chez le renard, le chien et l’homme, la rage est un virus neurotrope qui 
provoque une infection du cerveau toujours mortelle lorsqu’elle est déclarée. La rage terrestre 
est transmise à l’homme principalement par les chiens qui constituent le vecteur principal du 
virus dans le monde. Chez l’homme, les contaminations rabiques sont le plus souvent dues à 
un contact (morsure) avec la salive de l’animal enragé, toutefois, le virus peut pénétrer 
l’organisme à la faveur de griffures, d’excoriations cutanées ou de léchage d’une plaie 
ouverte. En effet, le virus de la rage ne pénètre pas les téguments intacts, mais peut franchir 
les muqueuses saines. D’autres contaminations plus exceptionnelles ont été décrites, 
notamment liées à des greffes d’organes provenant de donneurs contaminés (Gode and Bhide 
1988) (Srinivasan, Burton et al. 2005). Pendant la période d’incubation, le virus se propage 
dans l’organisme en cheminant le long des neurones par voie axonale centripète 
(Tirawatnpong, Hemachudha et al. 1989; Mrak and Young 1994). Cette période a une durée 
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variable, dépendante de l’inoculum et de la distance entre le site de morsure et le système 
nerveux central (SNC) du sujet. Le virus remonte le long des nerfs périphériques puis de la 
moelle épinière pour finalement aboutir au cerveau. Dans une deuxième phase, le virus se 
répand par voie axonale centrifuge vers divers organes préférentiels tels que les reins, la 
cornée et les glandes salivaires. Chez les personnes décédées par suite d’une infection par le 
virus de la rage, de hauts titres viraux sont retrouvés dans ces organes ainsi que dans les 
muqueuses. Le virus de la rage possède une forte affinité pour les zones du cerveau 
impliquées dans le comportement, ce qui induit souvent un comportement agressif chez 
l’animal ou l’homme, permettant ainsi la transmission du virus. L’animal contaminé, devenu 
enragé, va lui-même disséminer le virus à un autre hôte par morsure (Bleck and Rupprecht 
2000). 
Deux formes cliniques de la rage existent chez l’homme (Hemachudha, Laothamatas 
et al. 2002). Sur le plan physiopathologique, les deux formes de la maladie se distinguent par 
une inflammation modérée associée à une invasion neuronale sévère et rapide observée pour 
la forme furieuse, alors que la forme paralytique est caractérisée par une propagation plus 
lente au sein des neurones du patient, couplée à une réponse inflammatoire plus intense 
(Laothamatas, Wacharapluesadee et al. 2008). La forme spastique dite rage furieuse 
représente 70 % des cas. Les symptômes incluent troubles du comportement, hyperactivité, 
hallucinations et hydrophobie (impliquant aérophobie, dysphagie et salivation abondante). La 
phase aigüe dure de 2 à 7 jours puis le patient entre dans un coma et meurt par paralysie du 
système cardiorespiratoire en environ une semaine. La forme paralytique dite rage muette 
représente 30 % des cas. Seul 50% des personnes infectées présentent les symptômes 
d’hydrophobie et d’aérophobie, mais des paresthésies apparaissent au niveau de la région de 
la morsure, suivies de paralysie puis de paraplégie ou quadriplégie. La mort se produit par 
paralysie respiratoire au bout de 14 jours. La rage transmise à l’homme par les chiroptères 
peut donner lieu à des symptômes correspondant à la fois aux formes furieuses et paralytiques 
(Roine, Hillrom et al. 1988). 
 
La rage sauvage (ou selvatique) des mammifères et des chiroptères touche de 
nombreuses espèces de chauve-souris (McColl, Tordo et al. 2000): par exemple, la grande 
chauve-souris marron (Eptesicus fuscus), la chauve-souris à tête d’argent (Lasionycteris 
noctivagans) et aussi la chauve-souris pipistrelle de l’est de l’Amérique (Pipistrellus 
subflavus). Certains chiroptères ainsi que d’autres mammifères sauvages (chacals, hyènes, 
mangoustes…), mais également des chiens Nigérians et Ethiopiens ayant faits l’objet de tests 
semblent être des porteurs asymptomatiques de la rage ainsi que d’autres lyssavirus (Warrell 
and Warrell 2004). Le virus chiroptérique est très rarement transmis aux humains, sauf lors de 
contact direct avec les animaux ou par contact avec des aérosols dans les grottes, où vivent les 
chauves-souris (Fooks, Brookes et al. 2003). Les espèces insectivores sont des vecteurs de 
rage dans toutes les régions du globe y compris dans les pays indemnes de rage terrestre tels 
que la Grande-Bretagne et l'Australie. En Amérique latine, ce sont surtout les chauves-souris 
hématophages (Desmodus Rotundus) (figure 4) qui transmettent la rage au bétail (Kobayashi, 
Sato et al. 2008). Les chiroptères, pouvant excréter le virus dans leur salive pendant de 
longues périodes sont des agents de contamination potentiellement redoutables et impossibles 
à vacciner.  
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Divers animaux sauvages constituent un réservoir permanent de la maladie. A leur 
contact, les animaux domestiques, les chiens errants voire l’homme peuvent être contaminés. 
Selon les régions du monde considérées, de nombreux vecteurs différents sont retrouvés, tels 
que le chacal et la mangouste en Afrique, la mangouste et le coyote en Amérique du Sud, le 
raton-laveur et la mouflette en Amérique du Nord, le renard au Moyen Orient, le loup en 
Europe occidentale, de l’Est et du Nord, le renard roux en Europe de l’Est et du Nord mais 
aussi le chien viverrin en Europe. Le virus est présent dans la salive des animaux infectés 3 a 
5 jours avant l’apparition des symptômes neurologiques. L’animal meurt dans les 15 jours qui 
suivent la déclaration de la maladie. Il est probable que des lyssavirus infectant les chauve-
souris soient entrés en contact avec les populations de renards roux eurasiens et aient établi un 
cycle réplicatif dans ce nouvel hôte par une série de mutations il y a plusieurs siècles, comme 
le suggèrent des analyses phylogénétiques réalisées sur la glycoprotéine de surface 
responsable de l’entrée du virus dans les cellules (Badrane and Tordo 2001). Une adaptation 
similaire pourraient avoir eu lieu aux Etats-Unis, où la rage terrestre affecte les ratons laveurs 
et les mouflettes (Rupprecht, Smith et al. 1995). 
 
 
Figure 4 : La chauve-souris vampire Desmodus Rotundus. A gauche, en dessin et à droite, en photo. 
 
Diagnostic de la rage 
Adelchi Negri fut le premier à identifier en 1903 la présence d’ultrastructures visibles 
dans le cytoplasme des cellules, correspondant à l’accumulation de protéines virales et que 
l’on a appelées les corps de Negri (Miyamoto and Matsumoto 1965). Cependant, la détection 
de ces structures n’est pas fiable a 100% et d’autres techniques de détection permettant un 
diagnostic efficace et rapide telles que l’immunofluorescence directe, la culture cellulaire, les 






Prévention, vaccination et traitement de la rage 
Il n’existe pas de traitement curatif de la rage. La vaccination représente donc la seule 
protection efficace contre le virus. Le vaccin original contre le virus de la rage fut développé 
par Louis Pasteur à partir de moelles épinières de lapin. Cependant, les vaccins préparés à 
partir de tissu cérébral, encore utilisés dans les pays en voie de développement, est faiblement 
immunogène et encéphalitogène du fait de la présence de myéline et d’impuretés dans les 
préparations (Bahri, Letaief et al. 1996; Shayam, Duggal et al. 2006). Aujourd’hui, des 
progrès considérables ont été réalisés dans la préparation des vaccins antirabiques. Ceux-ci 
sont mis au point en culture cellulaire (human diploid cell vaccine (HDCV), rabies vaccine 
absorbed (rhesus monkey cells) (RVA)) ou sur oeufs embryonnés de poussins (purified ckick 
embryo cell vaccine (PCEC)). Le vaccin est ensuite concentré puis inactivé. Le plus souvent 
l’injection est intramusculaire. La vaccination pré-exposition n’est utilisée que pour les 
personnes en contact avec le virus comme les vétérinaires, les fermiers et le personnel de 
laboratoire. Le traitement post-exposition consiste en une vaccination et une injection 
d’immunoglobuline antirabique (rabies immunoglobulin (RIG)) afin d’anticiper la réponse 
immunitaire de la personne infectée. Ce traitement reste cher mais efficace lorsque la maladie 
est traitée à temps. Cependant, il n’existe aucun médicament pour empêcher la multiplication 
virale et aucun traitement efficace une fois que les premiers symptômes sont apparus (Wilde 
1999). 
En Europe, la vaccination systématique (vaccination orale avec des vaccins atténués) 
des chiens puis des animaux sauvages (renards) a largement fait régresser la rage terrestre 
(Cliquet and Aubert 2004; Pastoret and Brochier 2009) Toutefois, en 2006, près de 8500 
consultations pour suspicion de rage ont été réalisées en France et le nombre de traitements 
post-exposition chez des voyageurs mordus en zone d'endémie a plus que doublé en 20 ans 
(Institut Pasteur, http://www.pasteur.fr/ip/easysite/go/03b-000016-07j/rage-en-france2007). 
Quelques cas de guérisons inattendues ont été décrits (Alvarez, Fajardo et al. 1994; 
Madhusudana, Nagaraj et al. 2002; Is 2005), notamment le cas de Jeanna Giese, adolescente 
de 15 ans vivant dans le Wisconsin (Etats-Unis) qui a survécu à une infection par un variant 
de la rage associé à la chauve-souris à tête d’argent (Lasionycteris noctivagans), grâce a un 
nouveau traitement (Willoughby Jr, Tieves et al. 2005). Les médecins l’ont plongée dans le 
coma (kétamine et midazolam) et lui ont administré des antiviraux (ribavirine et amantadine) 
et des interférons afin de stimuler son immunité innée. Même si la jeune fille a gardé des 
troubles de la parole et de la stature plusieurs mois après son hospitalisation, elle a survécu. 
Malheureusement, de nombreuses tentatives infructueuses de traitements de patients atteints 
par la rage et d’autres lyssavirus transmis par les chauve-souris ont montrés depuis lors la 
non-reproductibilité du « Milwaukee Protocol » (Hemachudha, Sunsaneewitayakul et al. 
2006; van Thiel, de Bie et al. 2009). 
D’après les données de l’Organisation Mondiale de la Santé (OMS), la rage reste un 
problème important de santé publique puisqu’elle cause plus de 50 000 décès par an dans le 
monde. Même si toutes les classes d’âge sont sensibles, les enfants de 5 à 15 ans sont 
particulièrement exposés, puisque plus de 50 % des sujets mordus par des chiens enragés sont 
des enfants, le plus souvent des garçons de moins de 10 ans. L’incidence de la rage, humaine 
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et animale, est bien plus importante dans les pays en voie de développement. L’Asie 
concentre la majorité de ces cas (Inde, Pakistan, Bengladesh et Birmanie), mais des centaines 
de personnes meurent aussi de la rage en Afrique (Ouganda, Togo, Ghana, Egypte, Maroc). 
Chaque année, 6 à 7 millions de personnes reçoivent un traitement post exposition. Quelques 
cas sont répertoriés en Amérique du sud, et des dizaines de cas sporadiques autochtones ou de 
cas importés sont signalés en Amérique du nord ou en Europe. 
Pour traiter la rage, Il semble essentiel de bloquer le virus avant qu’il ne puisse 
pénétrer dans le SNC ou de bloquer sa multiplication massive dans le cerveau. La 
connaissance des détails structuraux des processus de réplication de ces virus pourrait aider au 
développement de nouvelles cibles thérapeutiques et antivirales. 
Le virus de la rage comme outil pour l’étude du système nerveux central 
Le caractère neurotrope du virus rabique, ses capacités de transport rétrograde trans-
synaptique, la relative lenteur de sa progression au sein du système nerveux central combinés 
aux possibilités d’études histologiques basées sur l’immunomarquage fluorescent (Ugolini 
1995) en font un outil de choix pour diverses études neuroanatomiques, permettant 
notamment de mettre en évidence l’architecture des connections entre chaînes neuronales 
(Kelly and Strick 2000). Ces propriétés ont été utilisées avantageusement dans l’étude de 
certains processus neurologiques (Astic, Saucier et al. 1993; Tang, Rampin et al. 1999; Graf, 
Gerrits et al. 2002; Morcuende, Delgado-Garcia et al. 2002; Kelly and Strick 2004; 
Moschovakis, Gregoriou et al. 2004; Ruigrok, Pijpers et al. 2008; Ohara, Inoue et al. 2009). 
 
3 – Le virus de la stomatite vésiculaire (VSV)  
 
Cette maladie du bétail a été décrite aux Etats-Unis au XIX
ième
 siècle (Hanson 1952). 
Elle se localise principalement en Amérique du Nord et du Sud, toutefois, des épidémies de 
plus faible ampleur ont été décrites chez des chevaux en France et en Afrique du Sud à la fin 
du XIX
ième
 et au début du XX
ième
 siècle. Le virus a initialement été isolé par W. E. Cotton 
(Cotton 1927) et 1a morphologie a été établie par Chow et ses collaborateurs (Chow, Chow et 
al. 1954). 
Le virus de la stomatite vésiculaire (VSV) touche principalement le bétail, les 
chevaux, et les porcs, et cause une maladie bénigne qui se caractérise par l’apparition de 
fièvre, de salivation excessive et de lésions vésiculaires sur les gencives, la langue, la bouche, 
sur les pis (vaches laitières) et les sabots de ces animaux. Cette maladie a des symptômes 
similaires à ceux de la fièvre aphteuse (Picornaviridae, Aphtovirus) et de la maladie 
vésiculaire du porc (Picornaviridae, Enterovirus). Les animaux éprouvent des difficultés à se 
nourrir et se mouvoir entraînant une perte de poids et un arrêt de la lactation chez les vaches 
laitières. Cette maladie a des conséquences économiques importantes dans les grandes fermes 
américaines. La maladie est rarement fatale sauf chez les porcs. Les épidémies de stomatite 
vésiculaire apparaissent soudainement (approximativement en 2 semaines) et se propagent 
rapidement dans le troupeau, mais pas nécessairement aux fermes adjacentes. Les tentatives 
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de développement de vaccins à base d’ADN ou en utilisant la glycoprotéine du virus comme 
agent immunogène ont donné des résultats médiocres (Yilma, Breeze et al. 1985; Cantlon, 
Gordy et al. 2000). Récemment, un vaccin constitué de virus atténué, obtenu par altération du 
gradient d’expression  génique naturel du virus a été développé et testé sur des porcs avec des 
résultats satisfaisants (Flanagan, Zamparo et al. 2001).  
L’infection est transmise par voie cutanée ou par contact avec des muqueuses infectées 
et le virus est retrouvé dans les fluides des vésicules et dans l’épithélium. Il ne persiste pas 
après la guérison. Le virus n’est excrété ni dans les urines, ni dans les fèces, ni dans le lait. La 
diffusion par contact direct avec les fluides est possible, et le transfert des lésions des 
mamelons par le matériel de tirage de lait est occasionnellement signalé. Cependant, les 
études expérimentales n’ont pas pu démontrer une transmission directe d’animal à animal, et 
on a remarqué de nombreuses épidémies où la maladie ne se propageait pas aux animaux 
voisins dans une exploitation (Sellers and Maarouf 1990). La maladie chez les animaux est 
brève, avec une virémie transitoire et minimale. La transmission par des arthropodes piqueurs 
du bétail semble être la plus probable. De plus, de nombreux Vesiculovirus ont été isolés chez 
les moustiques, les mouches, les moucherons, les mites et les tiques (Johnson, Tesh et al. 
1969; Tesh, Chaniotis et al. 1972; Tesh, Boshell et al. 1987; Comer, Tesh et al. 1990). Il a été 
suggéré que certaines souches pouvaient être des souches de plantes, et que les animaux sont 
infectés directement, soit en mangeant les plantes infectées, soit en mangeant les insectes. Le 
virus peut parfois infecter les humains, causant généralement des symptômes de type grippaux 
et des lésions vésiculaires sur les lèvres et les mains (Johnson, Vogel et al. 1966), mais le plus 
souvent la maladie est asymptomatique. Au moins un cas humain d’encéphalite causée par le 
VSV a été documenté (Quiroz, Moreno et al. 1988). La période d’incubation est d’environ 9 
jours après l’exposition et les symptômes peuvent persister 3 à 4 jours. De façon 
occasionnelle, il peut y avoir des rechutes. Toutefois, les infections ont été observées chez des 
personnes en contact avec un haut titre viral (inhalation d’aérosols, ou contamination 
accidentelle des yeux) comme les vétérinaires, le personnel travaillant dans les fermes en 
contact avec les animaux infectés ou encore les laborantins. Cependant, dans certaines zones 
de l'Amérique Centrale et du Nord où le VSV est endémique, il a été montré que la majorité 
des résidents ont développé des anticorps anti-VSV (Tesh, Boshell et al. 1987).  
Aux Etats-Unis et en Amérique Centrale, ce sont principalement les sérotypes Indiana 
et New Jersey qui sont présents, alors qu’on trouve en Amérique du Sud, les souches Indiana 
Cocal et Alagoas. Les épidémies sont plus fréquentes dans les zones tropicales et 
subtropicales et apparaissent tous les ans ou tous les 2 à 3 ans, et les épidémies dans les zones 
tempérées apparaissent à des intervalles de 5 à 10 ans, pendant les mois d’été. Il existe une 
variation saisonnière pour la disparition de stomatite vésiculaire chez les animaux : elle 
disparaît à la fin de la saison des pluies dans les régions tropicales, et aux premières gelées 
dans les régions tempérées (Rodriguez 2002). 
Le VSV comme outil thérapeutique 
Le VSV constitue un excellent modèle pour la réplication et la transcription car c’est 
le virus le plus étudié de l’ordre des Mononegavirales. Il ne comporte que cinq gènes dont les 
signaux de régulation de l’expression sont plus simples que pour les autres virus de cet ordre. 
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Ce virus se multiplie facilement dans le cytoplasme de nombreuses souches cellulaires, et des 
tests de transcription et de réplication in vitro ont été établis. Il est aussi très largement utilisé 
comme outil de laboratoire pour étudier divers aspects de la biologie cellulaire, pour 
comprendre l’immunité innée et acquise. Depuis quelques années, son potentiel thérapeutique 
a été étudié: en effet, le VSV semble adapté comme agent de vaccination (Lichty, Power et al. 
2004; Ramsburg, Rose et al. 2004; Bukreyev, Skiadopoulos et al. 2006; Palin, Chattopadhyay 
et al. 2007; Schwartz, Buonocore et al. 2007; Liao, Publicover et al. 2008; Roediger, 
Kugathasan et al. 2008) mais aussi comme virus oncolytique (Ebert, Shinozaki et al. 2003; 
Ebert, Harbaran et al. 2004; Lichty, Stojdl et al. 2004; Edge, Falls et al. 2008; Ozduman, 
Wollmann et al. 2008; Shi, Tang et al. 2009). Toutefois, peu d’informations sont disponibles 
quant à l’effet de l’administration de ce virus à l’homme, et les types de tissus infectés ne sont 
pas clairement établis. 
 
II. La transcription et la réplication chez les Rhabdoviridae 
 
A.  Morphologie et composition des Rhabdoviridae 
 
 
Les Rhabdoviridae sont des virus enveloppés dont la membrane lipidique dérive de la 
membrane de la cellule hôte infectée. Le génome de ces virus est composé d’une molécule 
d’ARN simple brin de polarité négative (complémentaire de l’ARNm). La particule virale 
des Rhabdoviridae possède une forme caractéristique évoquant une balle de revolver (« bullet 
shape ») (Figure 5 et 6). L’une des extrémités du virus est plate alors que l’autre est en forme 
d’ogive. Le diamètre des particules virales avoisine les 75 nm et leur longueur varie entre 100 
et 300 nm (Howatson and Whitmore 1962). Ces virus sont composés à 74 % de protéines, 20 





Figure 5: Représentation schématique 
de la particule virale en forme de balle 
de revolver des Rhabdoviridae (Schnell, 
McGettigan et al. 2010). Les protéines P et 
L, qui se fixent sur la face interne de la 
nucléocapside virale, sont néanmoins 
représentées sur la partie extérieure pour 





Les virus de l’ordre des Mononegavirales partagent la même organisation structurale 
et génomique, ainsi que des modes de réplication et de transcription similaires (Knipe 2006). 
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Il existe en tout cinq protéines virales majeures. La glycoprotéine (G) est enchâssée dans la 
membrane lipidique (David 1973) et forme des spicules trimeriques que l’on peut observer en 
microscopie électronique (Doms, Keller et al. 1987; Gaudin, Ruigrok et al. 1992). La 
protéine matrice (M) stabilise la forme condensée de la nucléocapside. La structure interne 
de la particule virale est constituée de trois protéines virales qui s’associent a l’ARN 
génomique afin de former un complexe hélicoïdal nommé nucléocapside, l’unité infectieuse 
du virus. L’ARN viral n’est jamais nu, ni dans les particules virales ni dans les cellules 
infectées, mais il est étroitement associé avec la nucléoprotéine (N) (Albertini, Wernimont et 
al. 2006; Green, Zhang et al. 2006). Le complexe nucléoprotéine-ARN sert de matrice pour la 
réplication et la transcription (Arnheiter, Davis et al. 1985). En effet, il a été montré que lors 
de l’infection, après l’entrée du virus dans la cellule, la synthèse des ARNm n’est possible 
qu’à partir de cette matrice nucléoprotéine-ARN viral. Deux protéines encodées par le 
génome viral sont nécessaires pour synthétiser l’ARN viral de façon efficace et régulée 
(Emerson and Yu 1975; Pattnaik and Wertz 1990): l’ARN polymérase ARN dépendante 
virale (L) qui possède les activités de transcriptase et réplicase, responsable de la synthèse 
des ARNs pendant le cycle viral, et son cofacteur, la phosphoprotéine (P), essentielle pour la 






Figure 6: Architecture du virion de VSV (Ge, 
Tsao et al. 2010). A gauche, moyennes de 
classes 2D représentatives de l’extrémité 
conique, du tronc et de la base du virion. A 
droite, modèle de l’extrémité conique et du tronc 
obtenu par reconstruction en cryo-microscopie 
électronique. La protéine N est représentée en 
vert, M en bleu, et les faces internes (2) et 
externes (1) de la membrane sont en violet et en 
rose, respectivement. En insert, illustration de la 
base du virion. Le "X" marque l’absence d’un 
tour d’hélice de M sous le dernier tour de 







Récemment, la structure quasi-atomique des virions de VSV a été résolue par cryo-
microscopie électronique (Ge, Tsao et al. 2010), révélant l’architecture fine du virion et 
l’agencement relatif des protéines N, M, et de la membrane lipidique au sein des particules 
virales (Figure 6). Malheureusement, les protéines G présentes à la surface du virion, ainsi 
que les protéines P et L associées aux nucléocapsides n’ont pas pu être reconstruites car elles 




B.  Génome des Rhabdoviridae 
 
Le génome des Rhabdoviridae est constitué d’un unique brin d’ARN de polarité 
négative (Figure 7). Cet ARN viral code au minimum pour cinq protéines virales qui sont 
communes à tous les Rhabdoviridae, et dont les gènes sont organisés de façon similaire le 
long de la molécule d’ARN génomique (Figure 7). On trouve ainsi successivement les gènes 
codant pour la nucléoprotéine (N), la phosphoprotéine (P), la protéine matrice (M), la 
glycoprotéine (G) et l’ARN polymérase ARN-dépendante (L) (Tordo, Poch et al. 1986). La 
taille du génome est comprise entre 11 et 15 kb pour les Rhabdoviridae: 11 161 nucleotides 
(nt) pour le VSV, et 11 932 nt pour RV. Il existe des séquences spécifiques à l’extrémité 3’ du 
génome (région leader) et à l’extrémité 5’ (région trailer) (Blumberg, Leppert et al. 1981; 
Keene, Thornton et al. 1981; Blumberg, Giorgi et al. 1983). 
 
 
Figure 7 : Organisation schématique du génome des Rhabdoviridae, notamment du virus de la rage (RV) 
(Lyssavirus) et du virus de la stomatite vésiculaire (VSV) (Vesiculovirus). La longueur des séquences leader et 
trailer sont indiquées en nombre de nucléotides. La position de chaque gène est précisée. La localisation du 
pseudogène ψ est indiquée : cette séquence est variable suivant les souches de Lyssavirus. 
 
Les gènes viraux sont séparés par des régions intergéniques de tailles variables pour 
RV, mais réduites à 2 nt pour VSV (Rose and Iverson 1979). Pour RV, les régions 
intergéniques entre les gènes N/P, P/M et M/G sont généralement courtes (2 à 5 nt) et 
conservées, par contre la région intergénique entre les gènes G et L est plus longue (423 nt) et 
de longueur variable chez les différentes souches de virus rabique. Cette séquence 
supplémentaire présente chez certains Rhabdoviridae dont le virus de la rage est nommée 
pseudogène ψ (Tordo, Poch et al. 1986). Chez les Novirhabdovirus, notamment chez le virus 
de la nécrose hématopoïétique infectieuse (IHNV, virus infectant les poissons), cette région 
constitue un sixième gène, codant pour une protéine NV (Non-Virion). Cette protéine de petite 
taille (12 kDa) est exprimée dans les cellules infectées (Kurath, Ahern et al. 1985; Kurath and 
Leong 1985) et constitue un facteur de virulence (Thoulouze, Bouguyon et al. 2004). Les 
mécanismes de l’expression du génome viral des Mononegavirales ont été largement explorés 
sur le modèle du virus de la stomatite vésiculaire mais aussi sur le virus Sendai 
(Paramyxoviridae) (Banerjee 1987; Tordo, Poch et al. 1988; Vidal and Kolakofsky 1989; 
Banerjee and Barik 1992; Tordo and Kouknetzoff 1993; Barr, Whelan et al. 2002; 
Kolakofsky, Le Mercier et al. 2004; Whelan, Barr et al. 2004; Grdzelishvili, Smallwood et al. 




C.  Le cycle viral 
 
Les Rhabdoviridae ont un cycle viral exclusivement cytoplasmique, à l’exception des 
Nucleorhabdovirus dont le cycle viral présente une phase nucléaire (Martins, Johnson et al. 
1998; Goodin, Austin et al. 2001; Goodin, Yelton et al. 2005; Deng, Bragg et al. 2007; 
Cisneros, Tsai et al. 2008; Bandyopadhyay, Kopperud et al. 2010). Certaines protéines virales 
pénètrent cependant dans le noyau pour interagir avec les partenaires cellulaires, et 
notamment inhiber la réponse immunitaire de la cellule hôte comme cela a été montré pour le 
virus de la rage (Blondel, Regad et al. 2002; Pasdeloup, Poisson et al. 2005; Chelbi-Alix, 
Vidy et al. 2006; Vidy, El Bougrini et al. 2007). Le cycle viral se décompose en trois étapes 
principales (Figure 8): l’entrée du virus (adhésion, endocytose, fusion membranaire et 
libération des nucléocapsides dans le cytoplasme), la multiplication du virus (transcription, 
traduction, réplication), et enfin l’assemblage et le bourgeonnement des nouveaux virions. 
Entrée du virus 
Le cycle viral débute par l’adhésion du virus à la membrane plasmique cellulaire 
médiée par les spicules de glycoprotéines présentes à la surface de la particule virale (Matlin, 
Reggio et al. 1982; Sun, Roth et al. 2010). Pour le virus de la rage comme pour le VSV, le 
tropisme cellulaire est large, permettant l’infection de nombreux types cellulaires, et donc de 
nombreux tissus (Reagan and Wunner 1985; Lichty, Power et al. 2004). Les récepteurs 
cellulaires impliqués dans l’internalisation du virus de la rage ne sont pas clairement définis, 
mais il semblerait que plusieurs récepteurs de type protéiques, lipidiques, ou glycosidiques 
soient impliqués (Superti, Seganti et al. 1984; Wunner, Reagan et al. 1984; Burrage, Tignor et 
al. 1985; Reagan and Wunner 1985; Conti, Superti et al. 1986; Seganti, Superti et al. 1986; 
Superti, Girmenta et al. 1986; Superti, Hauttecoeur et al. 1986; Lentz, Hawrot et al. 1987; 
Baer, Shaddock et al. 1990; Broughan and Wunner 1995; Gastka, Horvath et al. 1996; 
Thoulouze, Lafage et al. 1998; Tuffereau, Benejean et al. 1998; Tuffereau, Desmezieres et al. 
2001). Pour VSV, il a été montré que l’endocytose était un processus clathrine- et dynamine-2 
dépendant (Cureton, Massol et al. 2009), d’une durée inférieure à 3 minutes (Sun, Yau et al. 
2005; Johannsdottir, Mancini et al. 2009), et probablement médié par l’interaction de la 
protéine G avec des lipides membranaires cellulaires (Carneiro, Bianconi et al. 2002; 
Carneiro, Lapido-Loureiro et al. 2006). Le processus de fusion membranaire entre les 
membranes cellulaires endosomales et virales est déclenché par l’acidification de l’endosome 
(White, Matlin et al. 1981; Gaudin 2000; Carneiro, Ferradosa et al. 2001; Roche and Gaudin 
2004), libérant ainsi le complexe ribonucléoprotéique dans le cytoplasme de la cellule hôte. 
Chez VSV, les données les plus récentes montrent que la libération des RNPs s’accompagne 
de l’import nucléaire d’une fraction des protéines de matrice M, alors que la majeure partie 
des protéines M présentes au sein du virion reste liée à la membrane endosomale (Mire, Dube 
et al. 2009; Mire, White et al. 2010). Par ailleurs, la demi-vie du processus d’entrée et de 
libération des RNPs virales dans le cytoplasme a été estimée à 28 minutes, sur base d’analyses 
cinétiques in vivo de virions de VSV par imagerie de fluorescence (Das, Panda et al. 2009). 
Les données disponibles concernant le virus de la rage sont plus limitées, cependant la phase 
de latence de l’infection rabique est de l’ordre de quelques jours à plusieurs semaines, en 
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raison du lent processus de transport intracellulaire des virions jusqu’au système nerveux 
central (Klingen, Conzelmann et al. 2008).   
Multiplication du virus 
L’étape suivante est la transcription. L’ARN viral est transcrit en ARN messagers 
(ARNms) coiffés et polyadénylés par le complexe ARN polymérase ARN-dépendante– 
phosphoprotéine (Emerson and Yu 1975; Abraham and Banerjee 1976; Banerjee, Abraham et 
al. 1977).  
Ces ARNms sont ensuite traduits en protéines virales par la machinerie cellulaire 
hôte. Les ARNms codant pour N, M, G et L sont traduits en protéines. Cependant, le gène 
codant pour la phosphoprotéine P chez le VSV peut être lu selon un cadre de lecture alternatif, 
permettant la traduction d’une protéine supplémentaire (Spiropoulou and Nichol 1993), un 
phénomène également bien documenté chez les Paramyxoviridae (Elliott, Yeo et al. 1990; 
Berg, Hjertner et al. 1992; Kurotani, Kiyotani et al. 1998). Chez le virus de la rage, l’initiation 
de la traduction est possible à différents loci sur l’ARNm encodant la protéine P, entraînant la 
production de plusieurs formes tronquées de la protéine (Chenik, Chebli et al. 1995).  
Lorsque la quantité de protéines virales néo-synthétisées atteint un niveau suffisant, la 
polymérase virale entre en mode réplicatif. Chez VSV, il a été montré que les complexes 
protéiques contenant la protéine L et impliqués dans la transcription et la réplication étaient 
distincts (Qanungo, Shaji et al. 2004). Cependant, le mécanisme gouvernant le 
« switch »  transcription/réplication n’est pas clairement défini (Perlman and Huang 1973; 
Perrault, Clinton et al. 1983; Barik and Banerjee 1992; Wertz, Whelan et al. 1994; Das, 
Pattnaik et al. 1997; Gupta and Banerjee 1997; Li and Pattnaik 1999; Whelan and Wertz 
1999). En mode réplicatif, le complexe réplicase ignore les signaux de début et de fin de gène 
et synthétise une molécule d’ARN positif, l’antigénome, qui servira de matrice pour la 
synthèse de nouveaux génomes viraux. Ceux-ci peuvent alors servir soit de matrice pour la 
synthèse des ARNm viraux (transcription secondaire) soit pour la synthèse de nouveaux 
génomes viraux (réplication) (Banerjee 1987). Dès le début de leur synthèse, les génomes et 
antigénomes viraux sont encapsidés par la nucléoprotéine néo-synthétisée, qui joue un rôle 
structural critique (Patton, Davis et al. 1984; Moyer, Smallwood-Kentro et al. 1991). 
Assemblage et bourgeonnement des particules virales 
Pour l’assemblage des nouvelles particules virales, les ARN viraux néoformés 
associés à la nucléoprotéine, à la phosphoprotéine et à la polymérase virale sont exportés vers 
la membrane plasmique (David 1973; Hunt and Summers 1976). Les glycoprotéines sont 
transportées via l’appareil de Golgi (Bergmann, Tokuyasu et al. 1981; Strous, Willemsen et 
al. 1983; Lotti, Torrisi et al. 1992). Chez le virus de la rage, la protéine matrice se place sur la 
face interne de la membrane plasmique où elle interagit avec les queues cytoplasmiques des 
spicules de glycoprotéines (Mebatsion, Weiland et al. 1999). Pour le VSV, il a été montré que 
la queue cytoplasmique de la protéine G était nécessaire pour le bourgeonnement (Whitt, 
Chong et al. 1989), mais qu’il était possible de modifier extensivement sa séquence, suggérant 
l’absence d’interaction spécifique (Schnell, Buonocore et al. 1998). En effet, il semble que le 
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VSV constitue un système adapté pour l’expression d’antigènes de surface étrangers (Schnell, 
Buonocore et al. 1996; Kretzschmar, Buonocore et al. 1997; Geisbert, Jones et al. 2005), une 
propriété qui a été utilisée avantageusement dans la conception de nouveaux vaccins 
(Haglund, Leiner et al. 2002; Garbutt, Liebscher et al. 2004; Iyer, Pahar et al. 2009). Par 
ailleurs, la protéine M interagit également avec les nucléocapsides dont elle stabilise la 
condensation en hélice (Newcomb and Brown 1981; Mebatsion, Weiland et al. 1999; Ge, 
Tsao et al. 2010). De nouvelles particules virales compactes sont formées et bourgeonnent 
hors de la cellule hôte, à l’aide de protéines cellulaires (Harty, Paragas et al. 1999; Harty, 





Figure 8 ‐ Les trois phases du 
cycle viral des Rhabdoviridae 
(Schnell, McGettigan et al. 2010). 
La première phase comporte la 
fixation au(x) récepteur(s) et 
l’internalisation du virion par la 
cellule hôte (1), suivie de la fusion 
des membranes virales et 
endosomales et de la libération 
dans le cytoplasme du matériel 
viral (2) (étape 1). Dans la seconde 
phase, les composants du virion 
sont produits (transcription, 
réplication et synthèse 
protéique (3) ; étape 2). La 
dernière phase du cycle viral 
consiste en l’assemblage des 
composants du virion et leur 
bourgeonnement hors de la cellule 
hôte (4) (étape 3). Les virions 
peuvent alors débuter un nouveau 











1 – La transcription virale 
 
Pour tous les virus à ARN négatif, la transcription constitue la première étape après 
l’entrée du virion dans la cellule hôte. Cette étape obligatoire précède la réplication virale et 
s’effectue de manière séquentielle (Abraham and Banerjee 1976; Ball and White 1976; 
Banerjee, Abraham et al. 1977). Sur la base des données obtenues chez le VSV, le 
déroulement de la transcription suit vraisemblablement le modèle dit du « start-stop » 
(Emerson 1982; Iverson and Rose 1982; Schnell, Buonocore et al. 1996; Stillman and Whitt 
1998) (Figure 9). La transcription du génome viral est initiée au niveau d’un site unique 
d’entrée pour la polymérase virale situé a l’extrémité 3’ du génome viral et l’accès au gène 
suivant dépend du signal de terminaison du précédent (Emerson 1982; Whelan and Wertz 
2002). La transcription débute par la synthèse d’un ARN court de 48 nt pour le VSV et de 58 
nt pour RV, appelé ARN leader (Colonno, Abraham et al. 1976; Colonno and Banerjee 1977; 
Colonno and Banerjee 1978; Tordo, Poch et al. 1986; Tordo and Kouknetzoff 1993), qui n’est 
ni coiffé ni polyadénylé et n’est donc pas traduit. Il a été montré que les nucléotides 19-29 et 
34-46 situé dans cette région leader sont essentiels pour la transcription (Keene, Thornton et 
al. 1981; Whelan and Wertz 1999). Après la libération de l’ARN leader, la synthèse du 
premier ARNm, celui codant pour la protéine N, est initiée. La polymérase virale coiffe 
l’ARNm naissant dès l’initiation de la transcription. L’addition de la coiffe sur les ARNm 
viraux naissants s’effectue par un mécanisme propre aux Rhabdoviridae, identifié chez le 
VSV et qui a été extensivement étudié (Abraham, Rhodes et al. 1975; Moyer, Abraham et al. 
1975; Testa and Banerjee 1977; Horikami and Moyer 1982; Barr, Whelan et al. 1997; 
Stillman and Whitt 1999; Gupta, Mathur et al. 2002; Grdzelishvili, Smallwood et al. 2005; Li, 
Fontaine-Rodriguez et al. 2005; Li, Wang et al. 2006; Li, Chorba et al. 2007; Ogino and 
Banerjee 2007; Li, Rahmeh et al. 2009; Rahmeh, Li et al. 2009; Ogino, Yadav et al. 2010). A 
la fin du gène codant pour la protéine N, la transcriptase atteint une séquence conservée : 
AUACUUUUUUU (AUACU7), où elle commence à glisser de la matrice nucléotidique et 
produit une queue polyA à l’extrémité 3’ de l’ARNm N. La polymérase va s’arrêter sur cette 
séquence consensus de terminaison AUAC et créer la polyA grâce à la répétition U7 (Barr, 
Whelan et al. 1997). L’ARNm N mature, coiffé et polyadénylé est libéré. La transcriptase 
passe alors la région intergénique, et initie la transcription du deuxième ARNm, celui de P 
grâce à une séquence d’initiation conservée : UUGURRNGA (Iverson and Rose 1981). Ce 
processus est poursuivi pour les gènes suivants conduisant à la production de cinq ARNm 
coiffés et polyadénylés qui sont toujours produits dans un ordre séquentiel strict (Abraham 
and Banerjee 1976). La polymérase termine la synthèse  environ 50 nt avant l’extrémite 5’ du 
génome viral. L’atténuation qui se produit à chaque région intergénique crée ainsi un gradient 
d’ARNm produits (Iverson and Rose 1981; Finke, Cox et al. 2000). La transcription des gènes 
viraux est décroissante en fonction de leur position dans le génome. 
En conséquence, la position relative des gènes permet de réguler la synthèse des 
protéines virales. Le gène de la nucléoprotéine est le plus proche du promoteur, assurant ainsi 
la synthèse de N en quantité suffisante pour l’encapsidation du génome viral. A l’inverse, le 
gène codant pour l’ARN polymérase ARN dépendante (L), nécessaire en quantités 
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catalytiques est situé en position distale (Abraham and Banerjee 1976). Des mesures 
cinétiques de l’activité transcriptionnelle chez le VSV ont montré que la polymérase réalise 
des pauses de 2,5 à 5,7 min au niveau de ces régions intergéniques (Iverson and Rose 1981). 
Ces pauses se déroulent lors des étapes de polyadénylation et d’addition de la coiffe sur les 
ARNm viraux, entraînant une transcription discontinue du génome. Dans 30% des cas, la 
transcription ne redémarre pas au niveau de ces régions intergéniques. Ce type de régulation 
est une caractéristique des Mononegavirales. La modification de l’ordre des gènes permet 
d’obtenir des virus viables, mais le rendement obtenu pour la multiplication de ces virus en 
culture cellulaire est beaucoup plus faible (Wertz, Perepelitsa et al. 1998; Finke, Cox et al. 
2000). 
 
Figure 9: Représentation schématique de la transcription  chez les Rhabdoviridae (Schnell, McGettigan et 
al. 2010).  Le génome de polarité négative encapsidé par la nucléoprotéine  (orange) sert de matrice pour la 
transcription par la polymérase. La transcription commence par la synthèse d’un ARN leader non-coiffé (leRNA) 
à l’extrémité 3′ de l’ARN génomique, suivi par la transcription des ARNm coiffés en 5’ (C) et polyadénylés en 
3’ (A) codant pour les protéines virales (vert). La polymérase s’arrête à la séquence signal (U/ACUUUUUUU), 
ignore la région intergénique de 2–24 nucléotides et reprend la transcription au niveau de la séquence signal 
(UUGURRNGA). Au cours de la transcription, l’ARN leader et les ARNm viraux codant pour les protéines 
virales s’accumulent suivant un gradient de concentration décroissant (bleu). 
 
2 – La réplication virale 
 
La réplication de l’ARN négatif nécessite la production d’une copie complémentaire 
du génome, appelée antigénome ou ARN complémentaire viral (ARNcv), qui est distinct des 
ARNm. L’ARN génomique, tout comme l’ARN antigénomique, est produit sous la forme 
d’un complexe ribonucléoprotéique. La polymérisation de l’ARN est associée à 
l’encapsidation. La réplication ne peut avoir lieu que lorsque la synthèse des nouvelles 
protéines virales est suffisante (Ball 2007). Au cours de la réplication, la séquence leader est 
encapsidée en premier (Blumberg, Giorgi et al. 1983; Tordo, Poch et al. 1986), et certaines 
données suggèrent que l’ARN leader contiendrait des signaux pour l’encapsidation (Yang, 
Hooper et al. 1998; Yang, Koprowski et al. 1999). Il a été montré que chez le VSV, l’ARN 
leader s’accumulait dans les noyaux des cellules infectées, inhibant la transcription de la 
cellule hôte (Kurilla, Piwnica-Worms et al. 1982). Cette propriété de l’ARN leader pourrait 
jouer un rôle dans le «switch » transcription/réplication du virus, dont le mécanisme précis 
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demeure à l’heure actuelle mal compris (Perlman and Huang 1973; Perrault, Clinton et al. 
1983; Barik and Banerjee 1992; Wertz, Whelan et al. 1994; Das, Pattnaik et al. 1997; Gupta 
and Banerjee 1997; Li and Pattnaik 1999; Whelan and Wertz 1999). Cependant, les 
différentes études disponibles indiquent que le basculement entre les deux activités pourrait 
être régulé notamment par la quantité de nucléoprotéine déjà produite au cours du cycle virale 
(Arnheiter, Davis et al. 1985) et la quantité de complexe N-P présente (Gupta and Banerjee 
1997),  par des phosphorylations au niveau de la protéine P (Barik and Banerjee 1992; Barik 
and Banerjee 1992; Takacs, Barik et al. 1992), par l’étendue de la complémentarité des 
extrémités 5’ et 3’ de l’ARN génomique (Wertz, Whelan et al. 1994), ou encore par la 
présence de signaux spécifiques au niveau des régions leader (Li and Pattnaik 1999) et trailer 
(Whelan and Wertz 1999). 
Dans le mode réplicatif, la polymérase virale ignore tous les sites d’initiation, de 
terminaison et de polyadénylation pour la synthèse des ARNm présents dans le génome viral. 
Les séquences présentes aux extrémités 3’ et 5’ de l’ARN viral génomique étant partiellement 
complémentaires (Wertz, Whelan et al. 1994), la polymérase virale peut amorcer la synthèse 
au niveau de plusieurs promoteurs : 
- au niveau de la région leader, pour la transcription et la réplication, 
- au niveau de l’anti-trailer de l’antigénome pour la réplication du brin positif. La séquence 
trailer de 69 nt et 64 nt respectivement chez RV et VSV, constitue à son tour un signal 
d’encapsidation par la nucléoprotéine (Bourhy, Tordo et al. 1989) lorsque la polymérase 
virale copie l’antigénome de façon processive. 
La réplication se fait de manière asymétrique, et produit 10 fois plus de génomes que 
d’antigénomes (Whelan and Wertz 2002). En effet, la région leader est un promoteur moins 
fort que le promoteur situé sur la région anti-trailer (Whelan and Wertz 1999; Whelan and 
Wertz 1999). L’ARN antigénomique peut alors être répliqué par la polymérase virale pour 
produire plus de copies génomiques. Le nouvel ARN génomique peut être utilisé pour 
augmenter la transcription et la réplication de l’ARN viral ou plus tard dans l’infection pour 
produire de nouveaux virions. 
 
D.  Structures et fonctions des protéines virales 
 
1 – Protéines associées à l’enveloppe virale 
 
L’enveloppe virale est constituée à 50% en masse de lipides et à 50% de protéines 
(Pal, Barenholz et al. 1987; Stephens and Compans 1988). La composition lipidique de la 
membrane virale est relativement proche de la membrane cellulaire dont elle dérive 
(Kalvodova, Sampaio et al. 2009), mais elle montre cependant un enrichissement en 
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cholestérol (Luan, Yang et al. 1995). Cet enrichissement peut s’expliquer par un 
bourgeonnement du virus à partir de microdomaines lipidiques particuliers (Swinteck and 
Lyles 2008), tels que les radeaux lipidiques (rafts) (Pike 2009). Deux protéines virales sont 
impliquées dans la formation de l’enveloppe virale : la protéine de matrice (M), localisée à 
l’intérieur de la particule virale et la glycoprotéine (G), ancrée dans la membrane virale. 
 
 La glycoprotéine (G) 
 
La glycoprotéine est l’unique protéine membranaire intrinsèque des Vesiculovirus et 
Lyssavirus. Elle forme des spicules trimériques (Doms, Keller et al. 1987) visibles à la surface 
du virus par microscopie électronique (Gaudin, Ruigrok et al. 1992). La glycoprotéine joue de 
nombreuses fonctions au cours du cycle viral. Lors de l’entrée du virus dans la cellule hôte, 
elle assure les fonctions de reconnaissance du récepteur du virus, puis elle catalyse la fusion 
des membranes virales et cellulaires (Gaudin, Tuffereau et al. 1999; Gaudin 2000), permettant 
ainsi la libération du génome viral dans le cytoplasme de la cellule infectée. Chez le virus de 
la rage, il a été montré que la protéine G joue un rôle essentiel lors de l’assemblage des 
virions néo-synthétisés, en interagissant spécifiquement avec la protéine de matrice (M) 
(Mebatsion, Konig et al. 1996; Mebatsion, Weiland et al. 1999). La glycoprotéine porte des 
sites antigéniques responsables de la réponse immunitaire, capable d’induire la production 
d’anticorps (Benmansour, Leblois et al. 1991). 
La nature des récepteurs impliqués dans la reconnaissance de la glycoprotéine G par la 
cellule hôte a fait l’objet de nombreuses études, notamment chez le virus de la rage, et 
constitue encore un sujet de débat à l’heure actuelle (Superti, Seganti et al. 1984; Wunner, 
Reagan et al. 1984; Burrage, Tignor et al. 1985; Reagan and Wunner 1985; Conti, Superti et 
al. 1986; Seganti, Superti et al. 1986; Superti, Girmenta et al. 1986; Superti, Hauttecoeur et al. 
1986; Lentz, Hawrot et al. 1987; Baer, Shaddock et al. 1990; Broughan and Wunner 1995; 
Gastka, Horvath et al. 1996; Thoulouze, Lafage et al. 1998; Tuffereau, Benejean et al. 1998; 
Tuffereau, Desmezieres et al. 2001). Même si ces études ne définissent pas clairement la 
nature des récepteurs impliqués dans l’internalisation des particules virales, elles suggèrent 
que plusieurs récepteurs jouent probablement un rôle. Chez le VSV, la phosphatidylsérine a 
été proposée comme récepteur médiant la fixation du virus (Schlegel, Tralka et al. 1983). Bien 
que l’interaction de la protéine G du VSV à la surface des cellules semble relativement peu 
spécifique (Carneiro, Bianconi et al. 2002), des données récentes suggèrent que la présence de 
phosphatidylsérine augmente l’affinité pour la membrane cellulaire (Carneiro, Lapido-
Loureiro et al. 2006).  
La protéine G est synthétisée sous la forme d’un précurseur de 511 acides aminés (aa) 
chez VSV et 524 chez RV. Ce précurseur possède des aa en N-terminal qui constituent un 
peptide signal (16 pour VSV et 19 pour RV) pour l’insertion de la protéine dans le reticulum 
endoplasmique rugueux (RER) (figure 8) pendant la traduction. Ce peptide signal est clivé par 
la signalase dans le RER et la glycoprotéine acquiert sa longueur définitive de 495 aa chez 
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VSV et 505 aa chez RV. Par ailleurs, la protéine G subit de multiples glycosylations à 
l’intérieur de l’appareil de Golgi (McSharry and Wagner 1971; Schmidt and Schlesinger 
1979; Rose, Adams et al. 1984). La protéine G mature est composée de trois domaines : 
- La partie N-terminale de la protéine G constitue l’ectodomaine, exposé à la surface de la 
particule virale. Cet ectodomaine contient les sites de glycosylation et les déterminants 
antigéniques. 
- Le domaine transmembranaire, majoritairement composé d’acides aminés hydrophobes, est 
replié en hélice α (aa 449 à 470 chez VSV, aa 440 à 460 chez RV). 
- L’extrémité C-terminale de la protéine, qui constitue un segment cytoplasmique 
hydrophobe, peut interagir avec les autres protéines virales internes. 
La glycoprotéine est responsable de la fusion de la membrane du virus avec celle de 
l’endosome. Le processus de fusion pH-dépendant a été étudié en détail chez le virus de la 
rage (Gaudin, Tuffereau et al. 1991; Gaudin, Ruigrok et al. 1993; Gaudin, Raux et al. 1996; 
Gaudin, Tuffereau et al. 1999; Gaudin 2000; Desmezieres, Maillard et al. 2003; Roche and 
Gaudin 2004) comme chez le VSV (Matlin, Reggio et al. 1982; Crimmins, Mehard et al. 
1983; Carneiro, Ferradosa et al. 2001; Carneiro, Stauffer et al. 2003; Roche, Albertini et al. 
2008; Sun, Roth et al. 2010). 
 
 
Figure 10: Structures 
trimériques de l’ectodomaine de 
la glycoprotéine du VSV dans 
ses conformations pré- et post-
fusions (code pdb : 2j6j, résidus 
1–413 et code pdb : 2cmz, résidus 
1–410, respectivement). La 
glycoprotéine est coloré en 
fonction de ces domaines : 
domaine I (DI) : rouge ; domaine 
II (DII) : bleu ; domaine III (DIII) 
: orange et domaine IV (DIV) : 
jaune ; les boucles responsables 
de la fusion en vert, les zones 
visibles du domaine C‐terminal en 








A la surface du virion, la protéine G est présente sous trois états conformationnels 
différents (Gaudin, Tuffereau et al. 1991; Gaudin, Ruigrok et al. 1993; Gaudin, Tuffereau et 
al. 1995; Roche and Gaudin 2002). L’état natif (N) est détecté à la surface des particules 
virales lorsque le pH est supérieur à 7. L’état actif (A) est présent immédiatement après 
l’acidification, et permet à la glycoprotéine de s’ancrer dans la membrane cible et d’amorcer 
la fusion (Durrer, Gaudin et al. 1995; Gaudin, Tuffereau et al. 1995). Après une incubation 
prolongée à pH acide (pH < 6,4), la protéine G est dans une conformation inactive pour la 
fusion (I) qui est antigéniquement distincte de l’état N (Gaudin, Tuffereau et al. 1995). Des 
résultats similaires ont été obtenus pour la protéine G du VSV (Clague, Schoch et al. 1990; 
Pak, Puri et al. 1997; Carneiro, Stauffer et al. 2003). Ces résultats indiquent que pour les 
Rhabdoviridae, la séquence des évènements aboutissant à la fusion membranaire est similaire 
à ce qui a été observé chez d’autres virus enveloppés (Hughson 1997; Weissenhorn, Dessen et 
al. 1999; Roche and Gaudin 2002; Roche, Albertini et al. 2008; White, Kielian et al. 2009).  
Récemment, les structures cristallographiques de la glycoprotéine de VSV dans ses 
conformations pré- (Roche, Rey et al. 2007) (code pdb : 2j6j) et post-fusion (Roche, 
Bressanelli et al. 2006) (code pdb : 2cmz) ont été résolues, révélant d’importants changements 
conformationnels (Figure 10). 
La structure atomique de la conformation post-fusion révèle que la protéine G du VSV 
est homologue à la glycoprotéine B du virus Herpes Simplex (Herpesviridae, virus à ADN) 
(Heldwein, Lou et al. 2006), et qu’elle combine des caractéristiques des protéines de fusions 
de classe I et de classe II. La structure post-fusion présente une conformation en feuillets β 
caractéristique des protéines de fusion de classe II, alors que le domaine de trimérisation 
possède une organisation en hélices α observée chez les protéines de fusion de classe I 
(Roche, Albertini et al. 2008). 
 
 La protéine matrice (M) 
 
Les protéines de matrice (M) des membres de la famille des Rhabdoviridae sont des 
protéines multifonctionnelles essentielles à l’assemblage et au bourgeonnement viral (Chong 
and Rose 1993; Finke and Conzelmann 2003). Elle stabilise la condensation hélicoïdale de la 
nucléocapside (Newcomb and Brown 1981). Elle est composée de 202 acides aminés (aa) 
pour le virus de la rage, 229 aa pour le VSV. Chez le VSV comme chez le virus de la rage, la 
protéine M subit diverses modifications post-traductionnelles qui semblent moduler sa 
fonction (Gaudin, Tuffereau et al. 1991; Kaptur, McKenzie et al. 1995; Harty, Brown et al. 
2001). La protéine M est impliquée dans le contrôle du « switch » transcription/réplication 
(Finke, Mueller-Waldeck et al. 2003), et interfère avec les mécanismes de transcription et de 
traduction de la cellule hôte (Black and Lyles 1992; Ferran and Lucas-Lenard 1997; Her, 
Lund et al. 1997; Ahmed and Lyles 1998; Petersen, Her et al. 2000; von Kobbe, van Deursen 
et al. 2000; Glodowski, Petersen et al. 2002; Finke and Conzelmann 2003; Connor, McKenzie 
et al. 2006; Komarova, Real et al. 2007). L’extrémité N-terminale de la protéine M contient 
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plusieurs motifs « tardifs » riches en proline qui jouent un rôle essentiel dans le 
bourgeonnement viral (Harty, Paragas et al. 1999; Jayakar, Murti et al. 2000; Irie, Licata et al. 
2004; Irie, Carnero et al. 2007; Wirblich, Tan et al. 2008). Des motifs similaires ont 
également été identifiés chez de nombreux autres virus (Dilley, Gregory et al. 2010; Liu, 
Cocka et al. 2010).  
Pour le VSV, il a été proposé que la protéine M formerait des structures en forme de 
cigare autour desquelles la nucléocapside s’enrouleraient (Barge, Gaudin et al. 1993). La 
protéine M possède une forte tendance à l’oligomérisation, et forme des structures 
polymériques dans certaines conditions (McCreedy, McKinnon et al. 1990; Barge, Gagnon et 
al. 1996). Ces polymères ont une forme allongée caractéristiques, rappelant ces structures « en 
cigare » autour desquelles s’organise la nucléocapside virale (Barge, Gaudin et al. 1993). Il a 
été proposé que la polymérisation de la protéine M serait directement impliquée dans la 
compaction de la nucléocapside virale (Gaudin, Barge et al. 1995).   
 
Figure 11: Structures atomiques des protéines matrices de différents virus à ARN négatif (Assenberg, 
Delmas et al. 2010). Les structures des protéines matrice des virus Ebola (VP40, Filoviridae), Borna 
(Bornaviridae), VSV et Lagos Bat (Rhabdoviridae) sont représentées en cartoon et colorées du bleu (N-
terminus) au rouge (C-terminus). Pour le VSV et Lagos Bat, les résidus localisés dans la région N-terminale et 
impliqués dans la polymérisation de la protéine sont indiqués en bâtonnets roses. 
 
Pour le VSV et le virus Sendai (Paramyxoviridae), il a été montré que la protéine 
matrice interagissait en même temps avec la membrane et la nucléocapside (Chong and Rose 
1993; Stricker, Mottet et al. 1994). La reconstruction tridimensionnelle de virions entiers 
obtenue récemment par cryo-microscopie électronique (Figure 6) fournit une représentation 
plus détaillée de cette double interaction (Ge, Tsao et al. 2010). 
Les structures atomiques de plusieurs protéines matrices sont connues chez différents 
virus à ARN négatif (Figure 11): le VSV (Gaudier, Gaudin et al. 2002), le virus de la grippe 
(Sha and Luo 1997), le virus Ebola (Dessen, Volchkov et al. 2000), le virus Lagos Bat 
(Graham, Assenberg et al. 2008), et le virus de la maladie de Borna (Neumann, Lieber et al. 
2009). La comparaison des structures cristallographiques des virus Lagos Bat et VSV révèle 
une organisation structurale de la protéine M qui semble conservée entre les Lyssavirus et les 
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Vesiculovirus, et ce malgré l’absence d’identité au niveau des séquences primaires (< 10%). 
Cependant, ces structures sont très différentes de celles des protéines matrice des virus 
appartenant aux familles Filoviridae et Bornaviridae, suggérant que ces protéines aux 
fonctions similaires sont apparues indépendamment au cours de l’évolution (Timmins, 
Ruigrok et al. 2004).  
 
2 – Protéines impliquées dans la multiplication du virus et la synthèse d’ARN 
 
 L’ARN polymérase ARN-dépendante (L) 
 
Les premières ARN polymérases virales à avoir été caractérisées sont l’ARN 
polymérase ADN - dépendante du bactériophage T7 (Jones and Berg 1966; Summers and 
Siegel 1970; Chamberlin and Ring 1973), l’ARN polymérase ADN - dépendante du virus de 
la vaccine (Munyon, Paoletti et al. 1967) et l’ARN polymérase ARN-dépendante des virus de 
la famille des Reoviridae (Shatkin and Sipe 1968; Kalmakoff, Lewandowski et al. 1969; 
Lewandowski, Kalmakoff et al. 1969). L’activité ARN polymérase ARN - dépendante (L) du 
virus de la stomatite vésiculaire (VSV) fut mise en évidence peu de temps après à partir de 
virions purifiés (Baltimore, Huang et al. 1970). Chez les Rhabdoviridae, le nombre de 
molécules de protéine L par virion est faible, estimé à environ 50 molécules (Thomas, 
Newcomb et al. 1985), qui sont associées au complexe nucléoprotéine - ARN –
Phosphoprotéine (Bishop and Roy 1972; Emerson and Wagner 1972; Emerson and Yu 1975). 
La polymérase est une protéine de 2142 aa chez le virus de la rage (Tordo, Poch et al. 1988) et 
de 2109 aa chez le VSV (Schubert, Harmison et al. 1984). Son gène représente ainsi 60% du 
génome viral (Figure 7). Cette protéine est la plus fortement conservée au sein des 
Rhabdoviridae, et même au sein de l’ordre des Mononegavirales (Tordo, Poch et al. 1988). 
L’ARN polymérase ARN-dépendante (L) constitue la sous-unité principale du 
complexe enzymatique chez les Mononegavirales. Associée à son cofacteur, la 
phosphoprotéine (P), la polymérase assure à la fois les activités de transcription et réplication 
du génome viral, en utilisant exclusivement la matrice nucléoprotéine-ARN viral (Bishop and 
Roy 1972; Emerson and Wagner 1972; Emerson and Yu 1975). Elle est également 
responsable de la synthèse de la coiffe et de la polyadénylation des ARNm viraux (Banerjee, 
Moyer et al. 1974; Abraham, Rhodes et al. 1975; Moyer, Abraham et al. 1975; Testa and 
Banerjee 1977; Horikami and Moyer 1982; Barr, Whelan et al. 1997; Stillman and Whitt 
1999; Gupta, Mathur et al. 2002; Grdzelishvili, Smallwood et al. 2005; Li, Fontaine-
Rodriguez et al. 2005; Li, Wang et al. 2006; Li, Chorba et al. 2007; Ogino and Banerjee 2007; 





Figure 12 : Régions conservées de la polymérase (L) du VSV (Galloway, Richardson et al. 2008). Les 
domaines I-VI sont représentés en orange et leurs séquences sont indiquées d’après (Poch, Blumberg et al. 
1990). 
 
Six domaines particulièrement conservés ont été identifiés (Tordo, Poch et al. 1988; 
Poch, Sauvaget et al. 1989; Poch, Blumberg et al. 1990), ce qui a permis de repérer les sites 
probables d’interaction avec les matrices de réplication (Chenik, Schnell et al. 1998) et les 
nucléotides (Sleat and Banerjee 1993). Des analyses par mutagénèse tronquationnelle de la 
protéine L chez le virus de la rage et chez VSV ont en effet suggéré que le site d’interaction 
de l’ARN polymérase ARN-dépendante avec la phosphoprotéine (P) se situait dans la région 
C-terminale (Canter and Perrault 1996; Chenik, Schnell et al. 1998). Pour le virus Sendai, 
membre de la famille des Paramyxoviridae, la phosphoprotéine semble au contraire se fixer 
au niveau de la partie N-terminale (Holmes and Moyer 2002). 
Peu d’informations structurales sont disponibles concernant les polymérases des virus 
à ARN négatif. Cependant, ces polymérases possèdent une certaine similarité de séquence 
avec les polymérases virales des virus à ARN positif, pour lesquels plusieurs structures sont 
connues, notamment celle du virus de l’hépatite C (Ago, Adachi et al. 1999; Lesburg, Cable et 
al. 1999) ou encore du virus de la Dengue (Yap, Xu et al. 2007) ou le virus West Nile (Yap, 
Xu et al. 2007)(Flaviviridae). Il semble que certaines de ces données structurales puissent 
s’appliquer aux polymérases des virus à ARN négatifs (Kolakofsky, Le Mercier et al. 2004). 
Par ailleurs, des informations structurales sont disponibles concernant la polymérase du virus 
de la grippe (Orthomyxoviridae, virus à ARN négatif segmenté) (Area, Martin-Benito et al. 
2004; Torreira, Schoehn et al. 2007; He, Zhou et al. 2008; Dias, Bouvier et al. 2009). 
Récemment, un modèle structural par homologie a été obtenu in silico pour le domaine VI de 
la polymérase du VSV, responsable de l’activité 2’-O-ribose méthyltransférase, ce qui a 
permis une analyse à posteriori de certaines données de mutagénèse (Galloway, Richardson et 
al. 2008). 
Additionnellement, des études réalisées sur le VSV suggèrent que les complexes 
transcriptases et réplicases, contenant tous deux la protéine L, sont distincts (Das, Pattnaik et 
al. 1997; Gupta, Shaji et al. 2003; Qanungo, Shaji et al. 2004), probablement en raison de 
l’association différentielle de multiples partenaires cellulaires dans ces deux complexes (Das, 





 La nucléoprotéine (N)  
 
La nucléoprotéine (N) est la gardienne du génome. Sa fonction première est 
d’encapsider le génome et l’antigénome viral, lui conférant ainsi une grande stabilité et une 
totale résistance aux ribonucléases (Simpson and Hauser 1966; Wagner, Schnaitman et al. 
1969; Huang, Baltimore et al. 1970; Kiley and Wagner 1972; Soria, Little et al. 1974; Condra 
and Lazzarini 1980; Wagner and Rose 1996).  
Dans les cellules infectées, on retrouve la nucléoprotéine sous deux formes :  
- Sous sa forme monomérique, également appelée forme soluble, 
la nucléoprotéine forme un complexe de stœchiométrie 1 : 2 
avec la phosphoprotéine. Ce complexe est appelé N
0
-P, le signe 
« 
0
  » indiquant que la nucléoprotéine est libre d’ARN. 
- Sous sa forme oligomérique, liée à l’ARN et formant la matrice 
ribonucléoprotéique utilisée pour la transcription et la 
réplication virale, et appelée nucléocapside ou complexe N-
ARN.  
La nucléoprotéine du virus de la rage est par ailleurs phosphorylée au niveau de la 
sérine 389 par la caséine kinase II (Wu, Lei et al. 2003), une kinase cellulaire ubiquitaire, 
lorsqu’elle est présente sous la forme de complexes N-ARN (Kawai, Toriumi et al. 1999). Ce 
phénomène de régulation par phosphorylation de la protéine N, qui module l’affinité du 
complexe N-ARN pour la phosphoprotéine (Toriumi, Honda et al. 2002; Toriumi and Kawai 
2004), ne semble pas exister chez VSV. 
 




-P se forme transitoirement au cours du cycle viral, et joue un rôle 
critique lors de la transcription et de la réplication virale. La formation du complexe permet 
notamment d’empêcher la fixation non-spécifique de la protéine N à l’ARN lors de la 
transcription, alors que sa dissociation est nécessaire lors de la réplication afin d’encapsider 
les génomes et antigénomes néo-synthétisés. Lorsque l’on co-exprime dans un système de 
production recombinante la nucléoprotéine et la phosphoprotéine, une fraction de la 
nucléoprotéine forme un complexe N
0
-P, où la nucléoprotéine est présente sous forme soluble 
et monomérique (Mavrakis, Iseni et al. 2003). L’ultracentrifugation analytique, la 
spectrométrie de masse et la microscopie électronique ont montré que ce complexe, pour le 
virus de la rage, était composé d’une nucléoprotéine associée à deux phosphoprotéines 
(Figure 13) (Mavrakis, Iseni et al. 2003). La nucléoprotéine de ce complexe soluble n’est pas 
phosphorylée au niveau de la sérine 389 (Kawai, Toriumi et al. 1999). En effet, la 
nucléoprotéine néo-synthétisée semble ne pas être immédiatement phosphorylée, mais elle 
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s’associe à la phosphoprotéine. Ce complexe N0-P participe ensuite à la formation de 
complexes N-ARN.  
Il semblerait que cette nucléoprotéine non phosphorylée fixe plus efficacement la 
matrice ARN (Yang, Hooper et al. 1998; Yang, Koprowski et al. 1999), et que sa 
phosphorylation ait lieu pendant ou après l’encapsidation (Toriumi, Honda et al. 2002). Pour 
le VSV, le complexe N
0
-P soluble recombinant inhibe la transcription in vitro (Gupta and 
Banerjee 1997). Cependant, l’addition de complexe N0-P provenant de cellules infectées à un 
système de transcription in vitro résulte en la synthèse du génome, laissant supposer que le 
complexe joue un rôle dans la régulation du basculement entre les activités de transcription et 
de réplication (Gupta and Banerjee 1997). 
 
 
Figure 13: Images de microscopie électronique du complexe NHis
0
-P2 en coloration négative. Dix moyennes 
de classes d’images sont représentées (correspondant chacune à la moyennation d’environ 20 images brutes). 
Une représentation en lignes de niveau est dessinée au dessus de chaque classe d’images montrant plus 
clairement l’exclusion du colorant par le complexe. Dans la partie supérieure, les images montrent une unique 
extension de la densité partant de la nucléoprotéine, alors que les images de la partie inférieure affichent une 
double extension de la densité radiant de la nucléoprotéine. La barre d’échelle représente 10nm (Mavrakis, Iseni 












Au cours de la réplication virale, la nucléoprotéine s’associe à l’ARN viral pour 
former la nucléocapside, protégeant ainsi l’ARN viral des ribonucléases (RNases) tout en 
empêchant la formation de structures secondaires et l’hybridation des génomes et 
antigénomes viraux. Les nucléocapsides des virus à ARN négatifs possèdent une symétrie 
hélicoïdale (Compans and Choppin 1967; Sokol, Schlumberger et al. 1969; Egelman, Wu et 
al. 1989; Bhella, Ralph et al. 2002; Bhella, Ralph et al. 2004). Néanmoins, les paramètres 
hélicoïdaux, ainsi que la régularité des structures formées varient fortement en fonction des 
conditions expérimentales et du virus considéré, comme le montrent les clichés de 
microscopie électronique (figure 14).  
 
 
Figure 14: Images de microscopie électronique en coloration négative de quelques nucléocapsides de 
Mononegavirales (Albertini, Schoehn et al. 2005). (a) Nucléocapsides recombinantes du virus de la rougeole 
(Paramyxoviridae). (b) Nucléocapsides virales du virus de la rage (Rhabdoviridae). (c) Nucléocapsides 
recombinantes du virus de Marburg (Filoviridae). (d) Nucléocapsides recombinantes du virus Nipah 
(Henipahviridae). 
 
L’interaction des nucléoprotéines avec l’ARN est forte : il a notamment été montré que les 
nucléocapsides de  Paramyxoviridae et de Rhabdoviridae sont très stables, et peuvent résister 
à de hautes concentrations salines et à une force de gravité importante (Simpson and Hauser 
1966; Soria, Little et al. 1974; Condra and Lazzarini 1980; Heggeness, Scheid et al. 1980; 
Blumberg, Giorgi et al. 1984). Ainsi, les nucléocapsides résistent aux centrifugations en 
gradient de chlorure de césium (CsCl) en conditions hautement dénaturantes (8M d’urée) 
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(Iseni, Barge et al. 1998). Les changements importants de ces nucléocapsides en réponse à la 
force ionique indiquent la plasticité de cette structure hélicoïdale. Ces changements pourraient 
être importants lors de la transcription et de la réplication virale, ou lors du bourgeonnement, 
un processus dans lequel l’enroulement et la flexibilité de ces nucléocapsides changeraient 
pour adopter la structure hautement organisée présente à l’intérieur du virion (Figure 6) (Ge, 
Tsao et al. 2010). L’expression de la nucléoprotéine des Mononegavirales dans différents 
systèmes (eucaryotes ou procaryotes) produit des complexes dont la morphologie et les 
propriétés biochimiques sont identiques à celles des nucléocapsides virales (Iseni, Barge et al. 
1998).  
 
Figure 15: Organisation structurale de la nucléocapside au sein des virions du Virus de la Stomatite 
Vésiculaire (VSV) (Ge, Tsao et al. 2010). A gauche, la densité électronique de cryo-microscopie correspondant 
à la nucléocapside extraite du tronc de la particule virale est représentée  en vert (seuil 1.0 σ). Au centre, et en 
vue magnifiée à droite, le modèle pseudo-atomique généré par docking flexible du monomère cristallographique 
(code pdb : 2GIC) dans la densité expérimentale. La nucléoprotéine est représentée en cartoons jaunes et l’ARN 
est en magenta. 
 
Des reconstructions hélicoïdales effectuées à partir d’images de microscopie 
électronique ont permis de déterminer les paramètres hélicoïdaux des nucléocapsides de 
certains virus, comme le nombre de sous-unités de nucléoprotéine par tour d’hélice. Pour le 
virus de la rougeole et de Sendai (Paramyxovirus), le nombre de nucléoprotéines par tour est 
de 13 (Egelman, Wu et al. 1989; Schoehn, Mavrakis et al. 2004). Pour le virus respiratoire 
syncytial humain (RSV) et le virus Simien 5 (SV5), ce nombre varie de 10 à 14 (Bhella, 
Ralph et al. 2002), soulignant une fois encore la plasticité de ces structures. L’hétérogénéité et 
la flexibilité de ces nucléocapsides excluent totalement leur cristallisation. De plus, la 
détermination des paramètres hélicoïdaux à partir de clichés de microscopie électronique 
nécessite une homogénéité et une rigidité qui n’ont pas été observées chez le virus de la rage 
(Figure 14b). Récemment, la reconstruction tridimensionnelle des virions de VSV en cryo-
microscopie électronique a permis la visualisation à résolution quasi-atomique de la structure 
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des nucléocapsides au sein de la particule virale infectieuse (Ge, Tsao et al. 2010) (Figure 15), 
révélant notamment la présence de 37,5 sous-unités de nucléoprotéine par tour d’hélice au 
sein du tronc de la particule virale. 
Fixation à l’ARN 
La nucléoprotéine des virus à ARN négatif se fixe sur un nombre entier de 
nucléotides. Des études spectrophotométriques et de microscopie électronique ont permis de 
déterminer le nombre de nucléotides fixés par nucléoprotéine. Ce nombre est spécifique à 
chaque famille de virus au sein de l’ordre des Mononegavirales: la nucléoprotéine des 
Paramyxoviridae fixe six nucléotides (Egelman, Wu et al. 1989), celle des Filoviridae fixe 
entre 12 et 15 nt (Mavrakis, Kolesnikova et al. 2002) et celle des Rhabdoviridae en fixe neuf 
(Thomas, Newcomb et al. 1985). 
Pour les Paramyxoviridae, à l’exception des Pneumovirus (Samal and Collins 1996), il 
existe une règle appelée « règle de six » (Calain and Roux 1993; Pelet, Delenda et al. 1996; 
Kolakofsky, Pelet et al. 1998; Phillips, Samson et al. 1998; Peeters, Gruijthuijsen et al. 2000; 
Halpin, Bankamp et al. 2004; Kolakofsky, Roux et al. 2005), qui indique que le nombre exact 
de nucléotides du génome viral doit être un multiple de six pour que la polymérase virale 
réplique efficacement le génome. Ceci signifie que chaque nucléoprotéine interagit avec six 
nucléotides, et que les sites d’interactions de la nucléoprotéine avec chacun de ces six 
nucléotides ne sont pas équivalents (Vulliemoz and Roux 2001; Iseni, Baudin et al. 2002). En 
revanche, aucune « règle des neuf » n’a été mise en évidence chez les Rhabdoviridae (Iseni, 
Baudin et al. 2000). 
Les anneaux de nucléoprotéine  
Lorsque les nucléoprotéines du virus de la rage ou du VSV sont exprimées en cellules 
d’insectes ou dans des bactéries, celles-ci encapsident des ARNs cellulaires de façon non-
spécifique et forment de longues structures hélicoïdales de type nucléocapside 
(vraisemblablement en fixant des ARN messagers de la cellule), ainsi que des structures 
circulaires comportant un nombre variable de nucléoprotéines (9 a 15) (Figure 16) (Albertini, 
Clapier et al. 2006). 
 
Figure 16: Les différents complexes nucléoprotéine-ARN du virus de la rage observés en microscopie 
électronique (coloration négative) (Albertini, Schoehn et al. 2008). (a) Nucléocapsides virales. (b) 
Nucléocapsides recombinantes produites en cellules d’insectes. (c) Anneaux issus de l’association de 9 à 15 
sous‐unités de nucléoprotéine et une molécule d’ARN simple brin. D’après (Iseni, Barge et al. 1998; Schoehn, 




Différents travaux portant sur la nucléoprotéine du virus de la rage ont permis, d’une 
part, l’obtention d’une reconstruction tridimensionnelle des anneaux de nucléoprotéines à 10 
sous-unités (N10) à partir d’images de cryo-microscopie électronique (Figure 17), et d’autre 
part, la localisation du site de fixation de la phosphoprotéine sur base d’expériences de 
protéolyse limitée (Schoehn, Iseni et al. 2001). En effet, le traitement de ces anneaux par la 
trypsine entraîne un clivage au niveau du résidu 376 de la nucléoprotéine, éliminant ainsi une 
partie du domaine C-terminal, ce qui a pour effet d’inhiber la fixation de la phosphoprotéine 
(Schoehn, Iseni et al. 2001). La comparaison de la structure des anneaux N10 natifs et des 
anneaux protéolysés (Figure 17, i-l), qui ont perdus le domaine d’attachement de la 
phosphoprotéine, indique que la protéine P se fixe sur la partie supérieure de l’anneau.  
Dans le cas du VSV, les travaux réalisés par Chen (Chen, Green et al. 2004) ont 
également permis d’obtenir une reconstruction à partir d’images de microscopie électronique 
des anneaux N10 du VSV, qui est relativement proche de celle des anneaux du virus de la rage.  
 
Figure 17: Reconstructions 
tridimensionnelles de 
complexes nucléoprotéine-
ARN (N10) du virus de la rage 
à partir d’images de 
cryomicroscopie électronique 
(Schoehn, Iseni et al. 2001). (a-
d) Différentes vues des anneaux 
N10 natifs sont représentées en 
jaune. (e-h) Les anneaux N10 
digérés par la trypsine sont 
représentés en orange. (i-l) 
Superpositions des anneaux N10 
natifs et digérés. Les deux 
structures sont très similaires. 
Une portion significative de la 
densité est absente au niveau 
d’une des faces pour les 
anneaux digérés (l). Dans les 
deux cas, l’angle mesuré entre 
les sous-unités est de 144°. 
 
En 2006, la structure cristallographique des anneaux N11-ARN du virus de la rage a été 
résolue à 3,5 Å (Albertini, Wernimont et al. 2006), et la structure cristallographique des 
anneaux N10-ARN du virus de la stomatite vésiculaire (VSV) à 2,9 Å (Green, Zhang et al. 
2006). Ces structures de nucléoprotéines sont les premières à révéler les détails atomiques de 
l’association avec l’ARN chez des virus à ARN négatif.  Ces complexes ont tous deux été 
cristallisés dans le groupe d’espace P21212, et les structures ont été résolues par SAD (Single 
Anomalous Dispersion). Pour le virus de la rage, les anneaux N11 (environ 550 kDa) sont 
positionnés face à face dans l’unité asymétrique et chaque anneau possède un diamètre 
externe de 160 Å, un diamètre interne de 60 Å et une hauteur de 74 Å (Figure 18, A & B). 
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Le protomère de nucléoprotéine consiste en deux domaines N et C-terminaux (NTD et 
CTD) qui sont en contact avec neuf nucléotides d’ARN simple brin (Figure 18 D & Figure 19 
B). Le domaine N-terminal (NTD : résidus 32-233) est replié en 6 hélices α reliées par des 
longues boucles. Le domaine C-terminal (CTD : résidus 236-356 et 396-450) est composé de 
11 hélices α liées par des boucles plus courtes. Deux régions sont flexibles, et absentes dans la 
structure cristallographique (NTD : 105 a 118 et CTD : 376 a 397). Les deux domaines NTD 
et CTD agissent comme des mâchoires en séquestrant complètement la molécule d’ARN 
(Figure 18). 
 
Figure 18 : Structure cristallographique des anneaux N11-ARN du virus de la rage (Albertini, Wernimont et 
al. 2006). (A) Vue de dessus de l’anneau N11: chaque nucléoprotéine est colorée différemment et l’ARN est 
schématisé en noir. (B) Vue de coté de l’anneau montrant l’intérieur de six protomères de nucléoprotéines. 
L’ARN est lié dans la cavité centrale située entre les deux domaines de la nucléoprotéine. (C) Protomère de 
nucléoprotéine en vue de face indiquant la localisation des différents éléments de structure secondaire. (D) 
Protomère de nucléoprotéine représenté en cartoons et en surface, permettant d’observer la fixation des 9 bases 
d’ARN. 
Les interactions entre la nucléoprotéine et l’ARN sont principalement d’ordre 
électrostatique et font intervenir les nombreuses lysines et arginines de la cavité de N et les 
phosphates de l’ARN (Albertini, Wernimont et al. 2006; Green, Zhang et al. 2006; Luo, 
Green et al. 2007; Albertini, Schoehn et al. 2008), en accord avec l’hypothèse formulée par 
Iséni (Iseni, Baudin et al. 2000). Chaque nucléotide est engagé dans des contacts polaires via 
ses groupements phosphates (7 des 9 nucléotides (nt)) ou son ribose (2 des 9 nt). Les trois 
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premières bases présentent un empilement des orbitales π  (« π-stacking ») avec les deux 
dernières bases liées au protomère de nucléoprotéine précédent. Les nucléotides 4, 6 et 7 sont 
également empilés, et leurs bases pointent vers l’intérieur de la cavité. La base du nucléotide 5 
pointe quant à elle vers le solvant, tout comme les bases 1, 2, 3, 8 et 9 (Figure 19). 
 
 
Figure 19: Interaction entre la nucléoprotéine et 
l’ARN (Albertini, Wernimont et al. 2006). L’ARN 
est schématisé en bâtonnets. La région NTD est 
colorée en bleu foncé et le CTD en bleu clair. Les 
nucléotides dont les bases sont accessibles au 
solvant sont indiqués en jaune et les bases qui font 
face à la protéine en vert. Le nucléotide central à la 
pointe de l’hélice gauche formé par le segment 
d’ARN est en rouge. Les résidus de N qui 
contactent les phosphates et les riboses du segment 





Les contacts entre protomères sont médiés par une large surface d’interaction entre les 
CTDs (~ 2700 Å
2
), et par deux sous-domaines qui émergent du protomère en N et C-terminal 
et forment des contacts spécifiques entre les protomères M-1 et M+1 (Figure 20), assurant ainsi 
la stabilité de la polymérisation. Les structures de type anneau sont extrêmement rigide, 
cependant la présence de ces domaines d’échange entre protomères permet de comprendre 
l’origine moléculaire de la flexibilité observée au niveau des paramètres hélicoïdaux pour les 
nucléocapsides. En effet, il est probable que la présence de ces contacts spécifiques permette 
des variations relativement importantes d’angle ente les sous-unités, tout en maintenant les 




Figure 20: Régions charnières responsables de 
la polymérisation de la nucléoprotéine 
(Albertini, Wernimont et al. 2006). Modèle en 
représentation de surface de l’anneau N11, vue de 
coté. Chaque monomère est coloré différemment. 
Le sous-domaine N-terminal du protomère M 
atteint le protomère M+1, et le sous-domaine C-
terminal du protomère M contacte le protomère M-
1. Cet arrangement aboutit à l’interaction de la 
région charnière du NTD M-1 et du CTD M+1 à la 





Comparaison des structures des nucléoprotéines de virus à ARN négatifs 
 
Les nucléoprotéines du virus de la rage et du VSV possèdent des structures 
remarquablement similaires (Figure 21), permettant un alignement sur base des éléments de 
structure secondaire (Luo, Green et al. 2007; Albertini, Schoehn et al. 2008), et ce en dépit 
d’une homologie faible au niveau des séquences (15% d’identité). Les résidus basiques 
responsables de l’interaction avec l’ARN sont très conservés entre les nucléoprotéines du 
virus de la rage et de la stomatite vésiculaire, de même que l’agencement tertiaire des hélices 
α composant les domaines N- et C-terminaux (Figure 21). La différence principale entre ces 
deux structures réside dans la longueur des boucles C-terminales désordonnées, impliquées 
dans la fixation de la phosphoprotéine (Schoehn, Iseni et al. 2001), qui contiennent par 
ailleurs le site de phosphorylation Ser389 chez le virus de la rage (Wu, Lei et al. 2003), absent 




Figure 21: Comparaison des structures des 
nucléoprotéines du virus de la rage et du VSV 
(Luo, Green et al. 2007). Les structures des 
nucléoprotéines du virus de la rage et du VSV sont 
superposées (rmsd 2,18 Å) et représentées en 
cartoons. Le domaine N-terminal de VSV N est 
coloré en vert et le domaine C-terminal est en 
jaune. La nucléoprotéine du virus de la rage est 
représentée en gris, et les régions présentant des 
différences structurales importantes sont en rouge. 
Les résidus N- et C-terminaux, ainsi que les 
éléments de structure secondaire sont indiqués 




A l’heure actuelle, six structures de nucléoprotéine sont disponibles: deux 
nucléoprotéines de Rhabdoviridae (Figure 22 A), dans lesquelles chaque protomère est en 
interaction avec 9 nucléotides d’ARN simple brin (Albertini, Wernimont et al. 2006; Green, 
Zhang et al. 2006), la nucléoprotéine du virus respiratoire syncytial (Figure 22 B) 
(Paramyxoviridae) (Tawar, Duquerroy et al. 2009) qui révèle un mode d’interaction avec 
l’ARN radicalement différent de ce qui est observé chez les Rhabdoviridae, la nucléoprotéine 
du virus de la maladie de Borna (Figure 22 C) (Bornaviridae), cristallisée en l’absence 
d’ARN sous la forme d’homo-tétramères (Rudolph, Kraus et al. 2003), la nucléoprotéine du 
virus de la grippe (Figure 22 D)  (Orthomyxoviridae), également cristallisée sans ARN, sous 
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la forme d’homo-trimères (Ye, Krug et al. 2006) et la nucléoprotéine du virus de la fièvre de 
la vallée du Rift (Bunyaviridae) (Raymond, Piper et al. 2010). Cependant, le repliement 
protéique de cette dernière structure pourrait avoir été affecté par le processus de renaturation 
employé (Ferron F., communication personnelle).  
Même s’il est difficile de superposer les structures de nucléoprotéines des 
Rhabdoviridae avec celles des autres virus à ARN négatif, on observe la présence de deux 
domaines (NTD et CTD), principalement composés d’hélices α, et responsables de 
l’interaction avec l’ARN (Figure 22 A, B & C). Cependant, on ne retrouve pas cette 
séparation en deux domaines pour le virus de la grippe, dont le génome est segmenté (Figure 
22 D). La nucléoprotéine du virus de la grippe fixe 24 nucléotides, et l’ARN est facilement 
éliminé par des traitements à haute molarité en sel. Aussi, chez ce virus, les bases sont plus 
exposées au solvant (Baudin, Bach et al. 1994) que chez les Rhabdoviridae (Iseni, Baudin et 
al. 2000)et les Paramyxoviridae (Iseni, Baudin et al. 2002).  
 
 
Figure 22: Comparaison des structures de nucléoprotéines de différents virus à ARN négatif (Ruigrok and 
Crépin 2010). (A) Nucléoprotéine du virus de la rage liée à l’ARN (code PDB : 2GTT). Par souci de clarté, 11 
nucléotides sont représentés, bien que chaque protomère n’en fixe que 9. (B) Nucléoprotéine du virus 
respiratoire syncytial (code PDB: 2WJ8). Ici encore, 9 nucléotides sont représentés, bien que chaque protomère 
n’en fixe que 7. (C) Nucléoprotéine du virus de la maladie de Borna (code PDB : 1N93). (D) Nucléoprotéine du 
virus de la grippe (code PDB : 2QO6). Cette protéine ne possède pas de domaines N- ou C-terminaux. L’épingle 
β impliquée dans l’interaction entre monomères est indiquée en vert. En haut, les structures sont représentées en 
cartoons jaunes, les sous-domaines N- et C-terminaux impliqués dans la polymérisation sont colorés en bleu et 
en rouge, respectivement. Les extrémités N- et C-terminales sont également indiquées.  En bas, les protéines sont 
représentées en surfaces électrostatiques colorées du bleu (+5kT/e) au rouge (-5kT/e). L’ARN présent dans la 
structures du complexe N-ARN du virus de la rage, ainsi que dans celle du virus respiratoire syncytial ont été 




 La phosphoprotéine (P) 
 
Tous les Mononegavirales possèdent une phosphoprotéine (P). Les séquences, tailles 
et degrés d’oligomérisation des phosphoprotéines de ces différents virus sont très variables 
(568 résidus pour le virus Sendai, 297 pour le virus de la rage et 265 résidus pour le virus de 
la stomatite vésiculaire). 
Cependant, les phosphoprotéines ont des caractéristiques communes : 
- elles possèdent des sites de phosphorylation permettant de moduler leur activité (Das, 
Gupta et al. 1995; Das, Schuster et al. 1995; Byrappa, Pan et al. 1996; Spadafora, Canter et al. 
1996; Chen, Das et al. 1997; Huntley, De et al. 1997; Mathur, Das et al. 1997; Pattnaik, 
Hwang et al. 1997; Schwemmle, De et al. 1997; Hwang, Englund et al. 1999; Raha, 
Chattopadhyay et al. 1999; Gupta, Blondel et al. 2000; Raha, Samal et al. 2000; Das and 
Pattnaik 2004; Toriumi, Eriguchi et al. 2004; Moseley, Filmer et al. 2007). 
- elles jouent un rôle de chaperonne pour la nucléoprotéine empêchant ainsi sa liaison aux 
ARN cellulaires (Masters and Banerjee 1988; Takacs, Perrine et al. 1991; Takacs, Das et al. 
1993; Curran, Marq et al. 1995; Takacs and Banerjee 1995; Gupta and Banerjee 1997; 
Mavrakis, Iseni et al. 2003; Mavrakis, Mehouas et al. 2006; Chen, Ogino et al. 2007). 
- elles se fixent sur le complexe nucléoprotéine-ARN (Paul, Chattopadhyay et al. 1988; 
Takacs, Das et al. 1993; Takacs and Banerjee 1995; Schoehn, Iseni et al. 2001; Ribeiro, 
Favier et al. 2008). 
- elles constituent le cofacteur de l’ARN polymérase virale ARN-dépendante (Emerson 
and Yu 1975; Mellon and Emerson 1978; De and Banerjee 1984; Thornton, De et al. 1984; 
De and Banerjee 1985; Gill, Chattopadhyay et al. 1986; Emerson and Schubert 1987; Howard 
and Wertz 1989; Green, Macpherson et al. 2000). 
- Elles forment des homo-oligomères (Tarbouriech, Curran et al. 2000; Tarbouriech, Curran 
et al. 2000; Choudhary, Malur et al. 2002; Ding, Green et al. 2006; Llorente, Garcia-Barreno 
et al. 2006; Cevik, Smallwood et al. 2007; Gérard, Ribeiro et al. 2007; Ivanov, Crepin et al. 
2010). 
-  Elles interfèrent avec les mécanismes d’immunité innée de la cellule hôte et jouent un 
rôle dans l’infectivité du virus (Blondel, Regad et al. 2002; Brzozka, Finke et al. 2005; Vidy, 
Chelbi-Alix et al. 2005; Brzozka, Finke et al. 2006; Chelbi-Alix, Vidy et al. 2006; Vidy, 
Bougrini et al. 2007; Ito, Moseley et al. 2010). 
-  Elles interagissent avec le cytosquelette (Fujinami, Oldstone et al. 1983; Zafrullah, 
Ozdener et al. 1997; Jacob, Badrane et al. 2000; Raux, Flamand et al. 2000; Poisson, Real et 
al. 2001; Moseley, Lahaye et al. 2009). 
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Summary 
Rabies is an incurable albeit preventable disease 
that remains an important human health issue, 
still killing more than 50,000 people each year. 
Its causative agent, the rabies virus, is a 
negative-sense RNA virus, whose genome 
encodes five proteins. Three of these proteins, 
the nucleoprotein (N), the phosphoprotein (P) 
and the large protein (L), are required to 
synthesize viral RNA in an efficient and 
regulated manner. P plays multiple roles during 
the transcription and replication of the RNA 
genome. It acts as a non-catalytic cofactor of the 
L polymerase and it chaperones N. Recent 
structural characterizations of RV P revealed 
that P forms elongated and flexible dimers, and 
uncovered the structural basis of its modular 
organization, revealing the existence of two 
independent structured domains and two long 
intrinsically disordered regions (IDRs). In 
addition, recent studies also revealed that P 
interacts with nucleo-cytoplasmic trafficking 
carriers and with the host cell cytoskeleton, 
probably allowing viral components to be 
transported within the host cell, and it blocks the 
innate immune response by inhibiting different 
steps of the interferon pathway. With multiple 
binding sites for different viral and cellular 
partners located in either its structured or 
disordered regions, P appears as a flexible 
“hub” protein, that connects viral or cellular 
proteins and allows their assembly into multi-
molecular complexes. These new findings shed 
light on the mechanism of replication of the 
virus and on the intimate interactions between 
the virus and its host cell and will also help to 
identify new targets for the development of 
antiviral treatments.  
Keywords: Virus, rabies, replication, 
phosphoprotein, intrinsically disordered region 
 
Rabies and the family Rhabdoviridae 
Rabies. 
 Rabies is a multihost zoonotic disease, 
whose transmission by dog bite and fatal issue have 
been known since the 23
rd
 century BC (Théodoridès 
1986). The main causative agent of rabies is the 
rabies virus (RV, genotype 1), the prototypic 
member of the genus Lyssavirus, although members 
of several other genotypes can also elicit the 
disease. RV is a neurotropic virus that causes an 
encephalitis with a complex pathogenesis leading to 
different forms of the disease (“furious” or 
encephalitic, “dumb” or paralytic, non-classic 
rabies) (Hemachudha, Laothamatas et al. 2002; 
Dietzschold, Li et al. 2008). The encephalitis is 
incurable and fatal in 100 % of the cases but the 
infection can be prevented. Since the first 
successful use of rabies vaccine by Louis Pasteur in 
1885, the disease is under control in Western 
Europe and North America by the application of 
pre-exposure and post-exposure treatments 
(Rupprecht, Willoughby et al. 2006). However, 
rabies remains an important, albeit neglected, 
human health problem, killing more than 50,000 
people each year worldwide (one person every 10 
minutes) mainly in Asia and Africa (see WHO Fact 
Sheet N° 99, 2008) and imposing important 
economic burden in affected populations (Knobel, 




Figure 1. The rabies virus. (a) RV genome. The genome encodes five proteins and contains untranslated 3’ leader (le) and 5’ trailer (tr) 
sequences. (b) Structure of the virion. Schematic representation of the bullet-shaped RV showing the dimensions of the particle and the 
relative organization of the glycoprotein (G), matrix protein (M), nucleoprotein-RNA complex (N-RNA), phosphoprotein (P) and large 
subunit of the RNA-dependent RNA polymerase (L). The L and P proteins are localized inside the N-RNA complex but are shown here 
outside for presentation purpose. 
suggest that the number of cases is substantially 
underestimated in poor rural area (Cleaveland, 
Fevre et al. 2002). The main natural reservoirs of 
rabies virus are in the orders Carnivora (dog, fox, 
raccoon, skunk) and Chiroptera (bats). The 
mechanism of cross-species transmission remains 
poorly understood (Streicker, Turmelle et al. 2010), 
but new strains, potentially unsusceptible to 
vaccination against classical rabies (Hanlon, 
Kuzmin et al. 2005; Weyer, Kuzmin et al. 2008) 
could emerge and spread again in human 
population (Fooks 2005; Leslie, Messenger et al. 
2006).  
The Rhabdoviridae.  
Rabies virus (RV) is a negative RNA virus 
that belongs to the family Rhabdoviridae. This 
large family of RNA viruses includes numerous 
pathogens of plants and animals, which vary widely 
in terms of cellular interactions and replicate either 
in the cytoplasm or in the nucleus of the host cell. 
The vesicular stomatitis virus (VSV) in the genus 
Vesiculovirus is the other prominent member of the 
Rhabdoviridae. It is an arthropod-borne virus that 
causes a mild disease in horses, cattle and pigs and 
rarely transmits to human. However, it has an 
important economical impact in the farm industry 
in the Americas where the virus is endemic. For 
many years, VSV served as a model system for 
studying the replication cycle of the Rhadoviruses 
and, more generally, the interactions between 
viruses and their host cells. More recently, VSV has 
been used as a vaccine vector and as an oncolytic 
virus (Lichty, Power et al. 2004; Rose, Publicover 
et al. 2008). Other Vesiculoviruses such as 
Chandipura virus or Piry virus infect humans. In 
recent outbreaks in India, Chandipura virus 
produced acute encephalitis with high fatality ratio. 
Finally, numerous Rhabdoviruses infect fishes or 
plants and cause economic damage in industrial 
fisheries and agricultural farms. The family 
Rhabdoviridae is grouped in the order 
Mononegavirales (MNV) with the Filoviridae 
(Ebola and Marburg viruses), the Paramyxoviridae 
(measles, mumps, respiratory syncytial viruses) and 
the Bornaviridae (Borna disease virus) because all 
these viruses share similar genome and structural 
organizations as well as similar strategies of RNA 























Figure 2. Rabies Virus replication cycle. The replication of rabies virus occurs in three main phases. The first phase (1) includes the 
attachment of the viral particle onto the surface of the host cell, followed by its internalization into an endosome and its intra-cellular axonal 
transport towards the cell body. These steps depend on the G protein. Once the viral particle has reached the neuronal cell body, the NC is 
released in the cytoplasm through fusion of the viral membrane with the endosomal membrane. The fusion is induced by a pH dependent 
conformational change of the G protein (Gaudin, Tuffereau et al. 1999). The recent crystal structures of the G protein of VSV in pre- and 
post-fusion conformations have provided a glimpse at the conformational changes of G that underlie the fusion process (Roche, Bressanelli 
et al. 2006; Roche, Rey et al. 2007). In the second phase (2), the viral genome is transcribed and replicated. Both processes occur entirely in 
the cytoplasm, in inclusion bodies named Negri bodies, that are typical of rabies virus-infected neurons (Lahaye, Vidy et al. 2009). Only 
three of the viral proteins, N, P and L, are required to synthesize viral RNA in an efficient and regulated manner (Barr, Whelan et al. 2002). 
In the early times, transcription of the incoming viral genome takes place in a sequential process, producing a positive-stranded leRNA and 
five capped and poly-adenylated mRNAs. The abundance of the mRNAs decreases with distance from the 3’ end of the genome because the 
polymerase initiates transcription at a single entry site and transcribes the genes in order from the 3’ to the 5’ ends. The viral proteins are 
then produced by the host cell translation machineries. In contrast with VSV infection, in which the expression of host cell genes is 
completely shut-off, allowing a rapid and efficient production of viral proteins, RV infection maintains the expression of host cell genes and 
preserves cellular functions required for the correct spread of the virus. In rabies virus infection, the M protein binds to eIF3h and down-
regulates the canonical cap-dependent translation initiation process (Komarova, Real et al. 2007). Because the cap structure of 
Rhabdoviridae is different from the cellular cap structure (Ogino and Banerjee 2007), it is probable that expression of RV proteins is less 
affected. Later, the viral polymerase switches from transcription to replication of the RNA genome and starts producing a full-length 
positive-sense anti-genome that subsequently serves as a template for the synthesis of new viral RNA genomes. In VSV, two multi-molecular 
complexes that contain the viral L, P and N proteins, but differ in their content in host-cell proteins, have been postulated to separately 
catalyze transcription and replication (Qanungo, Shaji et al. 2004). The mRNAs are not encapsidated by N (Patton, Davis et al. 1984), but 
both antigenomes and newly synthesized genomes are encapsidated by N, and therefore replication requires the continuous production of 
soluble N. The switch from transcription to replication could be regulated by the accumulation of soluble N proteins, but it also depends on 
the M protein (Finke and Conzelmann 2003), and the precise mechanism of this regulation remains unknown. In the third phase (3), the viral 
components migrate to the host cell plasma membrane where they assemble. New viral particles bud out, taking away a piece of the host cell 
membrane containing the G protein. The M protein interacts with both the N protein and host membranes (Dancho, McKenzie et al. 2009) 
and can therefore serves as scaffold for assembling the viral components at the inner face of the cellular membrane. The membrane must then 
deform and pinch off in a membrane fission step. The rabies virus M protein contains late domains involved in recruiting cellular 
machineries involved in the formation of vesicles that bud away from the cytoplasm, such as the proteins involved in the vacuolar protein 
sorting (VPS) process. In particular, binding of M to Nedd4, an E3 ubiquitin ligase that recruits proteins in the VPS pathway, is required for 




































The rabies virus and its life cycle 
The RNA genome.  
The viral genome of RV is made of a 
single molecule of negative sense RNA of about 12 
kb, flanked on both sides by untranslated leader (le) 
and trailer (tr) RNA regions (Figure 1a). It 
comprises only five genes that are common to all 
members of the MNV and that encode successively 
from the 3’ terminus, the nucleoprotein (N), the 
phosphoprotein (P), the matrix protein (M), the 
glycoprotein (G) and the large subunit of the RNA-
dependent RNA polymerase (L) (Figure 1a).  
Structure of the viral particle.  
RV is a bullet-shaped particle of 180 nm in 
length and 90 nm in diameter (Schoehn, Iseni et al. 
2001) (Figure 1b). The cryo-electron microscopy 
(EM) reconstruction of the VSV particle, revealed 
the molecular organization of the viral proteins in 
three concentric layers (Ge, Tsao et al. 2010). The 
outer shell is a host cell-derived lipid membrane 
decorated with trimeric G spikes. The middle layer 
is formed by M proteins which are organized in a 
regular helix onto which the trimeric G spikes 
attach. The inner layer is the nucleocapsid (NC), 
the actual infectious part of the virus, composed of 
the genomic RNA molecule associated with the N, 
P and L proteins. N has two domains forming a 
groove into which the RNA molecule binds through 
interactions with the sugar-phosphate backbone 
(Iseni, Baudin et al. 2000; Schoehn, Iseni et al. 
2001; Albertini, Wernimont et al. 2006). N proteins 
bind every 9 nucleotides and completely enwrap the 
genomic RNA, forming a long N-RNA complex 
organized in a regular helix (Schoehn, Iseni et al. 
2001). P and L proteins attach to this N-RNA 
complex but cannot be visualized in the cryo-EM 
reconstruction because they are not organized in a 
highly symmetrical fashion.  
The viral life cycle. 
 All intricacies of the rabies life cycle have 
not yet been unravelled, and recent findings have 
been reviewed (Schnell, McGettigan et al. 2010). 
Figure 2 summarizes the main events of the viral 
life cycle, which is divided in three main phases. 
Numerous features of the cellular replication 
process are common to RV and VSV, although RV 
replicates more slowly and is less cytopathic than 
VSV, indicating different regulatory mechanisms 
and different modes of interference with the host 
cell.  
 Structure and functions of the phosphoprotein 
As its name indicates, RV P is a 
phosphorylated protein. It is a multifunctional 
protein that plays multiple roles in the viral 
transcription and replication processes. Firstly, P 
plays an essential role in the encapsidation of both 
genomic and antigenomic RNA molecules. It 
chaperones nascent N molecules by forming a 
complex named N
0
-P (the subscript 
0
 indicates the 
absence of RNA). Secondly, P associates with L to 
form an active RNA-dependent RNA polymerase 
(L-P complex), which uses the N-RNA complex 
rather than the naked RNA as a functional 
template.. Host cell co-factors are also found in 
association with the polymerase complex, but their 
roles and mechanism of action have not yet been 
determined (Qanungo, Shaji et al. 2004). In 
addition, P meddles with the host cell intracellular 
trafficking systems and acts at several stages of the 
interferon pathway for inhibiting the cellular innate 
immune response. The recent structural 
characterizations of both RV and VSV P, which are 
discussed in this review, bring new lights on the 
structural organization of these proteins and on the 
way they achieve their multiple functions. Data on 
VSV P are included since this protein shares many 
functional and structural features with RV P. 
P is a heterogeneous protein 
Truncated forms of P. 
 In infected cells, RV P is present in 
several truncated forms and in different 
phosphorylation states (Figure 3). Apart from the 
full-length P, four N-terminally truncated forms of 
RV P (P2: aa 20-297, P3: aa 53-297, P4: aa 69-297 
and P5: aa 83-297) are produced from internal in-
frame AUG initiation codons by a ribosomal leaky 
scanning mechanism (Figure 3) (Chenik, Chebli et 
al. 1995). These forms of P have different 
subcellular localizations resulting from the 
interplay between nuclear import and export 
processes mediated by a C-terminal nuclear 
localization signal (NLS) and nuclear export signals 
(NES) in the N- and C-terminal part of P  
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Figure 3. Functional and structural domains of RV P. The black and gray boxes represent the localization along the amino acid sequence 
of the known 3D structures and of the different functional regions. Numbers indicates the defined boundaries. The three shaded area 
correspond to the localization of structured domains predicted from the amino acid sequence by a recent meta-prediction (Gérard, Ribeiro  et 
al. 2009). 
 
(Pasdeloup, Poisson et al. 2005; Moseley, Filmer et 
al. 2007; Vidy, El Bougrini et al. 2007) (see below). 
Full-length P and P2 are found in the cytoplasm, 
whereas P3, P4 and P5 are found in the nucleus. The 
exact biological role of the different forms of RV P 
has yet to be determined. In the cytoplasm, full-
length P participates in the transcription and 
replication processes, whereas in the nucleus P3 
interferes with the interferon response pathway 
(Vidy, Chelbi-Alix et al. 2005; Vidy, El Bougrini et 
al. 2007; Ito, Moseley et al. 2010), but the functions 
of P2, P4 and P5 remain to be characterized. In 
VSV, as in other members of the MNV, truncated 
forms of P are also produced from the same 
mRNA, some of which blocks the innate immune 
response (Childs, Andrejeva et al. 2009).  
Phosphorylation of P. 
 RV P and VSV P are phosphorylated in 
the virion and in infected cells, and numerous 
studies, in particular for VSV, have been devoted to 
deciphering the role of these phosphorylations. In 
both RV and VSV, phosphorylation occurs in two 
regions of P, in the N-terminal acidic region and in 
the C-terminal domain (Figure 3). In both viruses, 
phosphorylation is mediated by two different 
kinases and occurs sequentially, resulting in the 
existence of two main forms of the protein (Barik 
and Banerjee 1992; Gupta, Blondel et al. 2000). 
Phosphorylation of VSV P regulates transcription 
and replication, although the precise mechanism of 
these regulations is unknown. Phosphorylation in 
the N-terminal acidic region by casein kinase II is 
required for transcription, while the subsequent 
phosphorylation in the C-terminal domain by a 
kinase associated with the L protein regulates the 
binding of the L/P polymerase complex to its N-
RNA template is thus required for RNA synthesis 
(Chattopadhyay and Banerjee 1987; Hwang, 
Englund et al. 1999). It has been proposed that 
2
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phosphorylation in the N-terminal region induces 
the self-assembly of P and thereby regulates the 
association with L and the activation of 
transcription (Das, Gupta et al. 1995; Gao and 
Lenard 1995; Gao and Lenard 1995; Pattnaik, 
Hwang et al. 1997). However, a double mutation 
(S60D/T62D) that mimicks phosphorylation and 
renders P constitutively active in transcription (Gao 
and Lenard 1995), has no effect on the 
oligomerization of P (Gérard, Ribeiro et al. 2007). 
In RV, protein kinase C (PKC) phosphorylates 
residues in the C-terminal part of P (S162, S210 
and S271), whereas a rabies virus-specific kinase 
phosphorylates S63 (Figure 3) (Gupta, Blondel et 
al. 2000). Phosphorylation in the N-terminal region 
of RV P has no effect on the oligomerization of the 
protein and no known function (Gigant, Iseni et al. 
2000), whereas phosphorylation in PCTD, in 
particular of S210, appears to modulate the 
nucleocytoplasmic distribution of P and plays a role 
in blocking the innate immune response (Moseley, 
Filmer et al. 2007) (see below). 
RV P has a modular organization and contains 
long intrinsically disordered regions 
Functional modules.  
The existence of independent functional 
modules in P was first revealed by deletions and 
mutations in VSV P. Early studies identified three 
distinct functional regions directly involved in 
transcription and showing a high conservation rate 
among VSV strains (Gill, Chattopadhyay et al. 
1986; Emerson and Schubert 1987; Das and 
Pattnaik 2005). A first N-terminal region (aa 1 – 
137) is highly acidic and contains binding sites for 
L (Emerson and Schubert 1987) and N
0 
(Takacs, 
Das et al. 1993). It also contains three 
phosphorylation sites involved in transcriptional 
regulation (Barik and Banerjee 1992; Barik and 
Banerjee 1992). The second and third functional 
regions form the C-terminal part of P (aa 211 – 240 
and aa 245-265). The second region binds to L and 
contains phosphorylation sites that control 
replication (Hwang, Englund et al. 1999), while the 
third region (aa 245 – 265) is basic and contains the 
binding site for the N-RNA template (Paul, 
Chattopadhyay et al. 1988; Das, Pattnaik et al. 
1997). The remaining region (aa 138 – 210), named 
the “hinge” region, is hypervariable and its distal 
part (aa 201-220) plays a role in the assembly of 
infectious particles (Das and Pattnaik 2005). A 
central region of VSV P, at the junction of the 
acidic N-terminal region and of the “hinge” region 
contains a self-association domain (Ding, Green et 
al. 2006). In RV P, similar functions were mapped 
to corresponding N-terminal and C-terminal regions 
(Gigant, Iseni et al. 2000; Schoehn, Iseni et al. 
2001; Mavrakis, McCarthy et al. 2004; Mavrakis, 
Mehouas et al. 2006; Ribeiro, Favier et al. 2008; 
Gérard, Ribeiro  et al. 2009), and a self-association 
domain was mapped in the central part of the 
molecule (Jacob, Real et al. 2001; Gérard, Ribeiro  
et al. 2009; Ivanov, Crepin et al. 2010) (Figure 3), 
suggesting a common modular organization. 
Comparison with the P protein of Sendai virus and 
measles virus of the Paramyxoviridae and amino 
acid sequence analysis suggested that RV P 
contains structured domains separated by 
intrinsically disordered regions (IDRs) (Karlin, 
Ferron et al. 2003; Gérard, Ribeiro  et al. 2009).  
 Intrinsically disordered regions (IDRs).  
Since the early days of protein folding 
studies, biological activities have been associated 
with the adoption by the polypeptide chain of a 
well-defined three-dimensional structure. However, 
this structure-function paradigm was recently 
challenged with the discovery that many proteins 
are intrinsically disordered or contain intrinsically 
disordered regions (IDRs) under physiological 
conditions (Wright and Dyson 1999). Various 
algorithms were developed for identifying and 
locating IDRs in proteins (He, Wang et al. 2009), 
and complete genome surveys revealed that as 
much as one third of the proteins from eukaryotes 
contain long IDRs (Tokuriki, Oldfield et al. 2009). 
Even more surprisingly, disorder appears to be 
required for the biological function of these 
proteins (Tompa 2002). IDRs are found in 
numerous proteins involved in molecular 
recognition, cell signalling and regulation control 
(Uversky, Oldfield et al. 2005) and many of them 
serve as flexible scaffold for the assembly of multi-
molecular complexes (Spolar and Record 1994; 
Wright and Dyson 2009). IDRs exhibit different 
modes of binding to their partners, some fold upon 
binding whereas others remain partially disordered, 
and thereby can have a wide range of effects on the 






Figure 4. Modular organization of RV P. (a) Metaprediction of IDRs. A consensus prediction for the localization of IDRs was obtained 
by combining results from 16 independent predictors available through WEB servers (Gérard, Ribeiro  et al. 2009). For each disorder 
prediction, residues were simply ranked in a binary manner as ordered or disordered using the default threshold set for each algorithm. For 
each predicting algorithm, a score of 0 was attributed to a residue when it was predicted to be disordered, whereas a score of 1 was attributed 
when it was predicted to be in a structured region. The D-score was calculated by adding the values for each residue and dividing by the 
number of used algorithms. We arbitrarily defined a threshold at 0.50, above which residues are assigned as structured, and which residues 
are assigned as disordered. (b) Sequence conservation. The amino acid sequences of the P protein from 13 Lyssavirus were aligned and the 
conservation rate for each amino acid was scored by using the AL2CO software (Pei and Grishin 2001). A C-score above 0.5 indicate a 
conserved position. This analysis revealed the presence in the sequence of three conserved regions (aa 1-50, 101-126 and 194-292) that are 
located within or correspond to the otherwise predicted structured regions. (c) Consensus localization of structured and disordered 
regions. The consensus disordered regions determined from the D-score suggests the presence of two disordered regions (aa 53-89 and 131-
194) and three structured domains (aa: 1- 52, 90-130 and 195-297). (d) Structured domains. The high resolution structures of two domains 
corresponding closely to the predicted PCED and PCTD have been determined by X-ray crystallography (Mavrakis, McCarthy et al. 2004; 
Ivanov, Crepin et al. 2010). 
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Prediction of disordered regions.  
A recent meta-prediction of IDRs in RV P hinted at 
a modular structural organization of RV P with 
three folded domains, a N-terminal (PNTD), a central 
(PCED) and a C-terminal domain (PCTD), separated 
by two IDRs (IDRNTD and IDRCTD) (Figures 4a and 
4c) (Gérard, Ribeiro  et al. 2009). A multiple 
alignment of the amino acid sequences of P 
proteins from 13 members of the genus Lyssavirus 
revealed that the three predicted structured domains 
were more conserved than the predicted IDRs 
(Gérard, Ribeiro  et al. 2009) (Figure 4b). The 
precise localization of the boundaries between 
disordered regions and folded domains was 
confirmed by dissecting the protein and 
characterizing its fragments (Gérard, Ribeiro  et al. 
2009). The predicted PCTD had been previously 
identified as an autonomous folding domain and its 
structure solved by X-ray crystallography (Figure 
4d) (Mavrakis, McCarthy et al. 2004). The 
predicted PCED also appeared as an autonomous 
folding domain and its structure was solved 
recently (Figure 4d) (Ivanov, Crepin et al. 2010). 
The N-terminal part of RV P is acidic, as in VSV P, 
and the predicted PNTD appeared globally disordered 
(Gérard, Ribeiro  et al. 2009). A similar analysis of 
VSV P also predicted the presence of folded 
domains in the N and C-terminal parts that closely 
correspond to some previously identified functional 
regions. The predicted PNTD corresponds to the N
0
 
binding site. The identified C-terminal domain (aa 
194-265), whose structure could be solved by NMR 
spectroscopy (Ribeiro, Favier et al. 2008) 
encompasses the second and third functional 
regions as well as the distal part of the hinge region 
required for encapsidation of the RNA. Predictions 
in the central part of VSV P are not as clear and are 
discussed here below. 
RV P is a dimeric protein 
Self-assembly of P. 
 RV P self-assembles both in vivo and in 
vitro, and the oligomerization domain perfectly 
matches with the predicted PCED (Gigant, Iseni et al. 
2000; Jacob, Real et al. 2001; Gérard, Ribeiro  et al. 
2009) (Figures 3 and 4). Non-phosphorylated RV P 
as well as isolated PCED produced in bacteria form 
dimers (Gérard, Ribeiro et al. 2007), whereas the 
protein deleted from the central region (PΔ91-131) 
forms monomers (Gérard, Ribeiro  et al. 2009). In 
the crystal structure, PCED also forms dimers (Figure 
4d) (Ivanov et al., 2010). Similarly, 
unphosphorylated VSV P also forms dimers 
(Gérard, Ribeiro et al. 2007), and an autonomous 
folding domain isolated by limited proteolysis 
(VSV PCED, aa 107 to 170) is dimeric in the crystal 
structure (Ding, Green et al. 2004; Ding, Green et 
al. 2006). However, the meta-prediction of IDRs in 
VSV P failed to identify the crystallized domain 
and rather predicted a bipartite folded domain in the 
centre of P (aa 98-105 and aa 136-186) (Gérard, 
Ribeiro  et al. 2009). 
 Structure of the central dimerization 
domain, PCED.  
 A comparison of the dimeric structures of 
RV and VSV PCED showed that they are so different 
from each other that it is impossible to determine 
whether these domains have evolved from a 
common ancestor (Ivanov, Crepin et al. 2010). The 
monomer of VSV PCED is made of a central α-helix 
flanked by two two-stranded β-sheets. In the dimer, 
the helices from the two monomers pack against 
each other in a parallel orientation, and on each side 
of the helical bundle, the N-terminal β-sheet of one 
monomer forms a four stranded β-sheet with the C-
terminal β-sheet of the other monomer (Ding, 
Green et al. 2006). The monomer of RV PCED is 
made of two α-helices forming a hairpin, and the 
dimer is assembled by packing two monomers in a 
parallel orientation with an angle of about 50º 
(Ivanov, Crepin et al. 2010).  
Why is P dimeric? 
 By comparison with the mechanism of 
transcription/replication of Sendai virus 
(Paramyxoviridae), it was speculated that 
oligomerization of P allows the protein to move 
along the N-RNA template by a cartwheeling 
mechanism (Kolakofsky, Le Mercier et al. 2004). 
In Sendai virus, P forms tetramers through a central 
coiled-coil domain that is required for transcription.  
In RV, the self-assembly domain of P is 
dispensable for transcription (Jacob, Real et al. 
2001), but a recent study revealed that dimerization 
is necessary for the association of P3 with the 
microtubules and its nuclear import (Moseley, Roth 




Figure 5. Overall organization of RV P. The known three-dimensional structure of PCED and PCTD are shown as cartoon models and the 
disordered regions are shown as dotted lines. The dotted circles represent the localization of different binding sites, which could fold upon 
binding to their partner.  
 
P is a chaperone of nascent nucleoprotein.  
The N
0
-P complex.  
The RNA genome of Rhabdoviruses is 
protected by the nucleoprotein (N) and, thus, during 
viral replication, the newly synthesized RNA 
genomes and antigenomes must be encapsidated by 
N. N has a strong affinity for RNA and binds non-
specifically to cellular RNA. A first role of P is to 
act as a chaperone of nascent N molecules. P forms 
with the nucleoprotein (N) a complex named N
0
-P 
complex (the subscript 
0
 denotes the absence of 
RNA) (Mavrakis, Mehouas et al. 2006; Chen, 
Ogino et al. 2007), with a stoichiometry of one N 
plus two P (Mavrakis, Iseni et al. 2003),  that 
maintains nascent N molecules in a soluble and 
RNA-free form and that is competent for 
encapsidation of the newly synthesized RNA 
genomes (Peluso and Moyer 1988; Howard and 
Wertz 1989).  
Binding site for N
0
.  
Limited proteolysis showed that the N-
terminal 40 residues of RV P are necessary and 
sufficient to maintains the integrity of the soluble 
N
0
-P complex (Mavrakis, Mehouas et al. 2006). 
Similarly in VSV, the binding site for N
0
 is 
localized in the N-terminal region (aa 11-30) 
(Chen, Ogino et al. 2007). The binding site for N
0
 is 
thus located within the predicted N-terminal 
domain, named PNTD. The RNA binding cavity of N 
has a highly positive electrostatic surface potential 
(Albertini, Wernimont et al. 2006; Green, Zhang et 
al. 2006), whereas PNTD is rich in negatively 
charged residues, suggesting that PNTD binds in the 
same cavity of N as RNA (Hudson, Condra et al. 
1986; Mavrakis, Mehouas et al. 2006).  
Although our meta-prediction of IDRs 
suggested that the first 52 amino acids of RV P 
form a structured domain (Figure 4a) and that they 
are highly conserved within the genus Lyssavirus, a 
peptide corresponding to the first 60 residues is 
globally disordered (Gérard, Ribeiro  et al. 2009). 
Its Stokes’s radius measured by size exclusion 
chromatography is that of a fully unfolded protein 
of the same molecular mass, and the narrow width 
of resonances in the NMR spectrum and the poor 
chemical shift dispersion imply a globally 
disordered molecule. Similar results were obtained 
with VSV PNTD, but circular dichroism 
spectroscopy indicates the presence of low amounts 
of secondary structure, and NMR relaxation 
measurements reveal the existence of two transient 
α-helical elements (aa 2-8 and aa 25-38) (Leyrat et 
al., unpublished data), i.e. α-helices that are not 
stable enough to be present all the time in the 
protein, but which fold and unfold continuously. 
This local order in the N-terminal part of P could 
indicate that PNTD contains a molecular recognition 
element or MoRE, i.e. a short motif within a 













partner by folding upon binding (Mohan, Oldfield 
et al. 2006; Jensen, Houben et al. 2008). 
Importance of disorder for the activity of 
P.  
The N-terminal part of RV P (aa 1-92) not 
only contains the binding site for N
0
, but also 
contains binding sites for L, host cell kinases and 
importins. IDRs have the ability to interact with 
multiple structurally diverse partners, and their 
binding energetics favors exchange between 
different partners. During the viral replication 
cycle, the N
0
-P complex is not an end-product. It 
forms only transiently, as an intermediate during 
the synthesis of new nucleocapsids. The N
0
-bound 
P must be outcompeted by the newly synthesized 
genomic RNA, and therefore the binding affinity of 
P for N
0
 cannot be too high. The mechanism of 
folding upon binding provides a means of specific 
recognition without the corollary of high affinity 
(Dyson and Wright 2002; Wright and Dyson 2009). 
Indeed, the folding or the adoption of a rigid 
structure by the ligand when it binds to its receptor 
will generally lead to the formation of multiple 
specific intermolecular interactions that confer a 
great specificity, and consequently a high affinity. 
If the ligand is disordered in its unbound form, this 
strong binding energy is opposed by the high 
entropy of the disordered protein. We might thus 
speculate that by being disordered in its free form, 
PNTD recognizes N
0
 with high specificity but 
moderate affinity, thus allowing its displacement by 
the newly synthesized viral RNA, but also by host 
cell proteins.  
 P is a cofactor of the L polymerase 
P links L to the N-RNA template. 
 P associates with the L protein to form an 
active RNA-dependent RNA polymerase complex 
(Emerson and Yu 1975).  In this complex, L carries 
out all enzymatic activities involved in the 
transcription and replication of the viral genome, 
including RNA synthesis, mRNA cap synthesis and 
methylation and mRNA polyadenylation, while P is 
an essential non-catalytic cofactor (Barr, Whelan et 
al. 2002). In the absence of P, L initiates RNA 
synthesis and produces short oligonucleotides of 2-
4 ribonucleotides, but P is required for RNA 
elongation (De and Banerjee 1985). L is a 
processive enzyme, which must remain attached as 
it moves along its template  (Stillman and Whitt 
1999), but L alone has a weak binding affinity for 
the N-RNA complex and is unable to re-associate 
with its template (Mellon and Emerson 1978). P has 
binding sites for both L and the N-RNA complex 
and is presumed to correctly position L onto its N-
RNA template and maintains it attached during its 
displacements along the template.  
Binding site for L. 
 The binding site for the L protein is 
located in the N-terminal part of P, although its 
precise localization is unclear (Chenik, Schnell et 
al. 1998; Jacob, Real et al. 2001; Castel, Chteoui et 
al. 2009). The binding site was initially localized in 
the 60 first amino acids of P, which are required for 
transcription, whereas residues 61-173 were 
thought to be dispensable (Jacob, Real et al. 2001). 
Later, the binding site was suggested to be 
contained in the 19 N-terminal amino acids 
(Chenik, Schnell et al. 1998), but a recent study 
showed that the 100 N-terminal amino acids are 
required for a strong interaction with L and that the 
region 40-70 plays a major role (Castel, Chteoui et 
al. 2009). In VSV, a binding site for L was also 
localized in the distal part of the N-terminal IDR 
(aa 79-123) (Emerson and Schubert 1987). The 
requirement of a globally disordered acidic region 
for the correct assembly of the 
transcription/replication complex is reminiscent of 
eukaryotic transcription regulator proteins, such as 
GAL4 and GCN4. These proteins contain 
disordered acidic regions that activate transcription 
by recruiting transcription factors to the promoter 
and helping in the assembly of the transcription 
complex (Ptashne and Gann 1997). The acidic 
character of these regions, and not their specific 
amino acid sequence, is the major determinant of 
their activity, and transcriptional activation can be 
achieved with random polypeptides of identical 
composition (Ma and Ptashne 1987). In VSV, for 
transcription the N-terminal part of P can be 
replaced by β-tubulin, a protein with an acidic C-
terminal region (Chattopadhyay and Banerjee 
1988). It is also known that β-tubulin binds to the L 
polymerase (Moyer, Baker et al. 1986). The N-
terminal disordered region of P (PNTD + IDRNTD) 
likely recruits the L polymerase to the site of RNA 
synthesis and allows the assembly of the 




Binding site for the N-RNA template. 
 The binding site for the nucleoprotein-RNA 
template was mapped in the C-terminal region of P 
(Chenik, Chebli et al. 1994; Fu, Zheng et al. 1994; 
Jacob, Real et al. 2001). This region is critical for 
RNA synthesis and corresponds closely to the last 
predicted structured region in RV P (Figure 4d).  
The crystal structures of PCTD from RV and the 
related Mokola virus (Lyssavirus, genotype 3) 
revealed that this domain (aa 186-297 in RV) has 
the shape of a half-pear, the pear being cut 
lengthwise (Mavrakis, McCarthy et al. 2004; 
Assenberg, Delmas et al. 2009). Several residues 
involved in binding the N-RNA template, 
previously identified by a mutational analysis in 
Mokola virus, form patches on the opposite faces of 
the half-pear (Jacob, Real et al. 2001). Conserved 
hydrophobic residues line a hydrophobic cavity on 
the rounded face, named the W-hole, and four basic 
residues form a patch on the flat face. The 
corresponding PCTD domain was correctly identified 
in VSV P from the meta-prediction analysis (aa 
195-267), and its structure was solved by NMR 
spectroscopy (Ribeiro, Favier et al. 2008). A longer 
form of this domain (aa 185-267) confirmed that 
PCTD is preceded by a flexible linker. Although 
multiple sequence alignments indicate almost no 
sequence similarity between P proteins from VSV 
and RV, the structure of VSV PCTD is homologous 
to those of RV and Mokola Virus P and the 
structures can be aligned (Ribeiro, Favier et al. 
2008). 
Structure of the complex between P and 
the N-RNA template.  
To understand how P attaches to the N-
RNA template, we built a model of the complex 
formed by a recombinant circular N-RNA complex 
and PCTD by computational modeling using SAXS 
and biochemical data as constraints (Ribeiro, Leyrat 
et al. 2009). In this model, PCTD lies on the top of 
the C-terminal domain of one N protomer, while by 
an induced fit mechanism otherwise flexible loops 
from two adjacent N protomers (Albertini, 
Wernimont et al. 2006) mold around PCTD and form 
extensive intermolecular contacts with the W-hole 
and the conserved basic patch, respectively. The 
involvement of two adjacent protomers indicates 
that the complete binding site for PCTD only exists 
in multimeric N-RNA complexes. The binding of 
PCTD to the N-RNA complex is non-cooperative 
with a dissociation constant near 100 nM (Ribeiro, 
Leyrat et al. 2009). The homologous complex of 
VSV solved by X-ray crystallography, showed a 
similar binding mode for PCTD (Green and Luo 
2009). The structure of both complexes revealed no 
conformational change in N that would 
significantly modify the accessibility to the RNA. 
In RV, phosphorylation at S389 of N 
enhances the binding affinity for PCTD (Toriumi and 
Kawai 2004). Our model suggests that 
phosphorylation of this serine residue creates an 
additional network of stabilizing electrostatic 
interactions (Ribeiro, Leyrat et al. 2009) and recent 
data show that phosphorylation of N achieves a 
1000-fold increase in binding affinity (Ribeiro et 
al., unpublished data).  
 
The overall structure of P and its roles in the 
transcription/replication complexes 
Overall structure of RV P dimers. 
 P dimer is elongated with overall 
dimensions much larger than those expected for a 
globular protein of the same molecular mass 
(Gérard, Ribeiro et al. 2007). P has a dimeric 
central core from which four flexible “arms” 
emerge (Figure 5). So far no interaction involving 
the central domain has been described, but both the 
N-terminal and C-terminal flexible “arms” contain 
multiple binding sites. The N-terminal “arm” (PNTD 
+ IDRNTD) contains no stable structured regions and 
behaves globally as a random coil chain. The C-
terminal “arm” contains a terminal folded domain 
(PCTD) tethered to PCED by a long flexible linker 
(IDRCTD). As in the N-terminal arm, the C-terminal 
flexible linker (IDRCTD) contains a binding site for 
a cellular partner (see below). Conversely, the C-
terminal domain is a well-structured domain, 
involved in the interaction with the N-RNA 
template but also containing binding sites for 
various cellular proteins (importin, exportin, kinase, 
STATs, PML and microtubules). The overlap of 
binding sites in both N- and C-terminal “arms” 
certainly modulates the capacity of RV to replicate 
and might be part of the strategy developed by the 
virus for limiting the impact of its replication on the 
cellular metabolism.  
Role of P in RNA synthesis. 
 In the transcription/replication complexes, 
the high flexibility of P and the high binding  
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Figure 6. Schematic representation of the mechanisms of transcription and replication of RV. During RNA synthesis, the polymerase 
must move along its RNA template and must displace the RNA from the nucleoproteins. P provides the physical link by which the 
polymerase attaches to its template. In RV, the dimerization domain of P is dispensable for transcription and cannot therefore move by a 
cartwheeling mechanism. Because of the strong binding affinity of PCTD for the N-RNA template, we suppose that P dimers are bound at 
regular intervals along the N-RNA complex. During transcription, the polymerase attaches to the N-terminal region of P and transcribes a 
stretch of RNA. Because P is elongated and flexible, the N-terminal arm of the adjacent P molecule can extend and catch the polymerase, 
which is then transferred downstream. The polymerase can thus move along the N-RNA complex by jumping between P molecules. During 
replication, the polymerase can move by a similar mechanism, but in addition, the newly synthesized genomic RNA is encapsidated by 
nascent N molecules. Nascent N molecules form soluble N0-P complexes, which can also attach to the N-RNA complex through their PCTD. 
N0 can then be delivered to the site of RNA synthesis, yielding new N-RNA complexes. 
affinity of PCTD for the N-RNA template suggests 
an alternative mechanism for the movement of the 
polymerase along its N-RNA template, in which 
dimerization of P is dispensable (Figure 6). Highly 
flexible P molecules tethered to the N-RNA 
template through their PCTD will sample large 
conformational spaces, acting like brushes that 
repel each other. If P molecules are distributed at 
regular intervals along the template, displaying 
their N
0
 and L binding sites, the polymerase could 
move along the template by jumping from one P to 
the next. The long N-terminal arms of P could fetch 
the polymerase upstream, maintain it attached to 
the template during the time it replicates a stretch of 
RNA, and then deliver it downstream to the next P 
molecule. Similarly, the N-terminal arms could 
catch N
0
 molecule and position them correctly for 
encapsidation of the newly synthesized RNA 
molecule.   
Intracellular trafficking of P 
Nucleo-cytoplasmic trafficking. 
 During the life cycle of viruses, viral 
components need to be transported in the cytoplasm 
or in and out the nucleus. Numerous viruses hijack 
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the cellular motors and the cytoskeleton tracks for 
intracellular transport as well as the cellular nucleo-
cytoplasmic shuttles for proceeding through the 
nuclear pore complex (Leopold and Pfister 2006). 
Although rabies virus replicates in the cytoplasm, P 
shuttles between the cytoplasm and the nucleus 
through interactions with importins and exportins. 
The correct trafficking of P is critical for the 
interactions with host cells and for the 
pathogenicity of the virus (Ito, Moseley et al. 
2010). The protein contains a bipartite nuclear 
localization sequence (NLS) (Dingwall and Laskey 
1991), consisting in a conserved basic motif 
(K211KYK214) and Arg260, that form a patch on the 
surface of the C-terminal domain (Pasdeloup, 
Poisson et al. 2005) (Figure 3). The protein also 
contains two conserved chromosome region 
maintenance protein 1 (CRM1)-dependent nuclear 
export signals (NES) (Bogerd, Fridell et al. 1996), 
one in the N-terminal region (aa 49-58) and the 
other in PCTD (aa 224-234) (Pasdeloup, Poisson et 
al. 2005; Moseley, Filmer et al. 2007) (Figure 3). 
The N-terminal NES is localized in the disordered 
N-terminal part of P, whereas the C-terminal NES 
is close to the import sequence and to a 
phosphorylation site (S210). The residues forming 
the second NES are buried inside PCTD structure, 
and the activation of this NES is controlled 
phosphorylation of the adjacent residue (Moseley, 
Filmer et al. 2007).  
Interactions with the cytoskeleton. 
 Different studies revealed that RV and VSV P 
interact with the microtubules, but the precise role 
of these interactions remains poorly understood. 
RV P binds to the light chain 8 (LC8) of the host 
cell dynein complex (Jacob, Badrane et al. 2000; 
Raux, Flamand et al. 2000). Dynein is a multi-
molecular complex that transports various cellular 
cargos towards the minus-end of cytoskeletal 
microtubules, usually oriented towards the cell 
center. This interaction thus suggests that RV uses 
the host cell machinery for intracellular transport 
(Jacob, Badrane et al. 2000; Raux, Flamand et al. 
2000) and could possibly explain the retrograde 
axonal transport of RV. However, a recent study 
showed that the whole virus rather than the 
nucleocapsid is transported to the cell body, a 
process that cannot therefore depend on P, which is 
located inside the viral particle (Klingen, 
Conzelmann et al. 2008). Moreover, deletion of the 
LC8 binding region (aa 138-149) of P did not 
attenuate the spread of the virus from a peripheral 
entry site to the central nervous system (CNS) 
(Mebatsion 2001; Tan, Preuss et al. 2007). Dynein 
could also help the polymerase to move along the 
N-RNA template since deletion of the LC8 binding 
region (aa 138-149) reduces the production of viral 
RNA in the CNS (Mebatsion 2001; Tan, Preuss et 
al. 2007). However, mutation of two residues in the 
LC8-binding site P abolishes the interaction with 
LC8, but has no effect on transcription (Poisson, 
Real et al. 2001). More recently, it was shown that 
the association of P3 with microtubules participates 
in its NLS-dependent nuclear import (Moseley et 
al., 2007b). In VSV, no binding site for LC8 has 
been found, but P protein also interacts with 
microtubules and participates in the transport of 
nucleocapsids towards the cell periphery via a 
microtubule-mediated process (Das et al., 2006).  
P is a multifunctional antagonist of the host cell 
interferon response 
 The cellular interferon response. 
 The innate immune response represents 
the first line of defense of an organism against viral 
infection. The recognition of viral components by 
Toll-like receptors (TLRs) or retinoic acid-
inducible-like receptors (RLRs) triggers the 
production of interferons. Interferons activate 
signaling cascades and induce the expression of 
various interferon-stimulated genes (ISGs) with 
antiviral properties. Many viruses, including RV, 
have developed strategies for evading these cellular 
antiviral responses, in particular the production of 
type I interferon (Chelbi-Alix, Vidy et al. 2006; 
Katze, Fornek et al. 2008; Rieder and Conzelmann 
2009). RV induces an innate immune response 
(Wang, Sarmento et al. 2005; Hornung, Ellegast et 
al. 2006) and is sensitive to interferon treatment 
(Brzozka, Finke et al. 2005; Delhaye, Paul et al. 
2006). P plays a major role in modulating this 
response (Finke, Brzozka et al. 2004; Shimizu, Ito 
et al. 2006). An engineered RV strain producing 
insufficient amounts of P to inhibit the host-cell 
response could replicate in interferon-deficient cells 
but not in interferon-competent cells (Brzozka, 
Finke et al. 2005; Brzozka, Finke et al. 2006).  
P blocks the interferon response.  
P acts at different stages of the interferon 
pathway. Firstly, P interferes with the production of 
interferon by preventing the phosphorylation of the 
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interferon regulatory factor 3 (IRF-3) by the 
TANK-binding kinase 1 (Brzozka, Finke et al. 
2005). Secondly, P interferes with the interferon-
stimulated JAK/STAT signaling pathway by 
blocking the nuclear import of the activated signal 
transducer and activator of transcription 1 and 2 
(STAT1 and STAT2) (Vidy, Chelbi-Alix et al. 
2005; Brzozka, Finke et al. 2006). P acts 
downstream of the activation of STATs. It prevents 
their nuclear import by sequestering phosphorylated 
STATs in the cytoplasm through interactions with 
the microtubules (Moseley, Lahaye et al. 2009) and 
it prevents STATs from binding to DNA in the 
nucleus (Vidy, Bougrini et al. 2007). Impairing the 
ability of P to retain STATs in the cytoplasm 
reduces the pathogenecity of the RV strain probably 
by allowing more efficient interferon response (Ito, 
Moseley et al. 2010). PCTD, in particular the last ten 
amino acids, is required for the interaction with 
STATs (Vidy, Chelbi-Alix et al. 2005; Brzozka, 
Finke et al. 2006) (Figure 3), but not for inhibiting 
the transcriptional activation of IRF-3, indicating 
that another region of P is involved in the 
interaction with this other transcription factor. 
Thirdly, P interferes with ISG products such as the 
pro-myelocytic leukemia (PML) protein (also 
known as the tripartite motif protein 19, TRIM19). 
The PML protein is part of nuclear multi-protein 
complexes, named nuclear bodies that are involved 
in host cell defense mechanisms (Bernardi and 
Pandolfi 2007). Although the mechanism of 
antiviral action of these cellular components 
remains unknown, nuclear bodies are involved in 
the interferon-stimulated host-cell response against 
RV infection. In RV infected cells, nuclear bodies 
grow bigger, and in the absence of PML 
expression, higher titers of RV are obtained 
suggesting that the absence of a particular PML 
isoform (isoform IV) enhances virus replication 
(Blondel, Regad et al. 2002; Blondel, Kheddache et 
al. 2010). The expression of the truncated P3 
induces modifications of the nuclear bodies similar 
to those observed in infected cells, while expression 
of the entire P protein retains PML in the cytoplasm 
(Blondel, Regad et al. 2002). The interaction with 
RV P occurs between PCTD and the “really 
interesting new gene” (RING) finger domain of the 
PML protein (Figure 3).   
Future perspective 
Recent studies of RV P revealed the 
peculiar structural properties of this protein. The 
existence of two folded domains and two long 
intrinsically disordered regions confers the 
possibility of continuous extension and contraction 
of the polypeptide chain. The presence of binding 
sites for multiple viral and cellular partners, 
including in the IDRs, backs the role of P as an 
adapter in the formation of several multi-molecular 
complexes. This new picture provides a first 
glimpse at the way P plays its role in the viral 
transcription/replication machineries. However, 
numerous questions about the molecular 
mechanisms of P remain unanswered and it is 
necessary now to dig more deeply into the 
mechanisms of action of P. This will require 
combining more structural and biophysical studies 
of isolated proteins and protein complexes with in 
vitro reconstitutions of functional machineries and 
in vivo observation of these machineries in their 
physiological environment.  
 The structure of the complex between 
PCTD and a circular N-RNA complex showed how P 
attaches to the transcription/replication template. 
We must now determine if P moves along the N-
RNA template, serving as a carrier of L or if it 
remains static and forms a chain where L is 
transmitted from one to the other. In both cases, the 
L-P polymerase moves along the template, and we 
must determine what drives P or L. Resolving the 
structure of the N-RNA-PCTD complex showed 
that binding of PCTD to the N-RNA template does 
not modify the accessibility of the RNA. We need 
now to understand how the polymerase gets access 
to the RNA. We found that the N-terminal N
0
 
binding region of P is globally disordered but 
possesses some residual structure that could fold 
upon binding to nascent N molecules. We need to 
find out how P binding to N
0
, prevents the binding 
of cellular RNAs and allows the specific 
encapsidation of viral RNAs. We must also 
understand how N is transferred from P to the viral 
RNA and how the new nucleocapsids assemble. In 
the host cell, transcription and replication of the 
viral genome occur in Negri bodies. We need to 
characterize the organization of the 
transcription/replication machineries within these 
cellular compartments and their interactions with 
cellular components and understand how viral 
transcription and replication occur in the host cell. 
Recent studies disclosed important interactions 
between RV P and host cell components. We need 
to delve more deeply into the molecular 
mechanisms of these interactions to understand 
 66 
how RV precisely diverts these cellular 
machineries. Finally, deciphering the molecular 
mechanisms by which P interacts with viral and 
cellular partners should also uncover new targets 
for the development of an antiviral treatment.  
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Rabies and the rabies virus 
 Rabies has been feared by mankind for more than 20 centuries and it remains an important but neglected infectious disease. The 
encephalitis remains incurable but is preventable by pre- and post-infection treatments. 
 The main causative agent is the rabies virus, a non-segmented negative sense RNA virus. 
The rabies virus replication complex 
 Transcription and replication of RV occurs in the cytoplasm. 
 The RNA genome and three viral proteins, N, P and L, constitute the infectious part of the virus and are required for an efficient 
and regulated RNA synthesis. 
 The N-RNA complex serves as a template for both processes. 
 L carries out all enzymatic activities, including RNA synthesis, mRNA capping, methylation and poly-adenylation. 
 P is an essential non-catalytic cofactor for both transcription and replication. 
Phosphoprotein functions 
 P acts as a chaperone of nascent N molecules by forming a N0-P complex that prevents N to bind non-specifically to cellular RNA 
and maintains it in a soluble form until it is used to encapsidate newly synthesized RNA genomes or antigenomes. 
 P attaches the polymerase complexes to the N-RNA template and is required for the elongation of RNA molecules. 
 P shuttles between the cytoplasm and the nucleus, hijacking cellular importins and exportins. 
 P binds to the molecular motor dynein through direct interaction with the light chain LC8.  
 P blocks the host cell innate immune response by interacting at different stages of the interferon pathway.  
Phosphoprotein structure 
 P forms elongated dimers.  
 P contains two folded domains, a central dimerization domain and a C-terminal N-RNA binding domain, and long intrinsically 
disordered regions. 
 Binding sites for several viral and cellular partners are located both in the disordered and folded regions.  
 Folding upon binding to a partner could confer a high specificity with a moderate binding affinity, which might be important for 
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III.  Objectifs du travail de thèse 
 
L’objectif majeur du travail réalisé pendant cette thèse était de poursuivre la 
caractérisation biophysique, bioinformatique et structurale de la phosphoprotéine des 
Rhabdoviridae et de ses interactions avec la nucléoprotéine (notamment chez VSV et RV). En 
effet, la phosphoprotéine P constitue un composant majeur du complexe de réplication, peu 
caractérisé et impliqué dans la formation de multiples complexes avec la nucléoprotéine N
0
, la 
matrice N-ARN, et la polymérase virale L. L’étude structurale de la protéine P, déjà entreprise 
à mon arrivée au laboratoire par Aurélie Albertini puis Francine Gérard et Euripedes de 
Almeida Ribeiro Jr, avait permis de déterminer que les phosphoprotéines des Rhabdoviridae 
existaient sous la forme de dimères allongés en solution (Gérard, Ribeiro et al. 2007). Très 
vite, la découverte de la nature modulaire de la phosphoprotéine nous a conduit à concentrer 
nos efforts sur l’étude de régions fonctionnelles isolées de la phosphoprotéine et à caractériser 
les interactions entre les modules N- et C-terminaux et la protéine N. Ce travail peut être 
subdivisé en plusieurs chapitres :  
Les travaux sur l’organisation modulaire de la phosphoprotéine (Chap. II) définissent 
les différentes régions structurales et fonctionnelles de la protéine en termes de structure 
primaire, et ouvrent la voie vers une caractérisation plus poussée de la région N-terminale 
(Chap. III), peu étudiée jusqu’à présent. La caractérisation structurale des domaines isolés de 
la protéine P (Mavrakis, McCarthy et al. 2004; Ding, Green et al. 2006; Ribeiro, Favier et al. 
2008; Ivanov, Crepin et al. 2010), et notamment du domaine C-terminal de la 
phosphoprotéine du VSV (Chap. IV), combinée à la connaissance des régions désordonnées, 
a permis la modélisation de la structure complète en solution sur base des données de 
diffusion de rayons X aux petits angles (Chap. V). La connaissance de la structure de la 
protéine a ouvert quant à elle différentes perspectives pour l’étude des interactions du module 
fonctionnel C-terminal avec le complexe nucléoprotéine – ARN (Chap. VI), et du module 
fonctionnel N-terminal avec la nucléoprotéine soluble N
0


















CHAPITRE II : L’ORGANISTATION 
















Les résultats exposés dans cet article définissent le contexte des travaux effectués au cours 
de cette thèse. En effet, l’organisation modulaire de la phosphoprotéine prédite par une méta-
prédiction de régions désordonnées a été validée expérimentalement par le clonage, 
l’expression, la purification et la caractérisation biophysique des domaines structurés. 
 L’étude révèle la présence d’un domaine de dimérisation replié dans la région centrale de 
la molécule, ainsi que l’existence d’un autre domaine replié autonome dans la région C-
terminale, impliqué dans la fixation au complexe N-ARN. Les frontières prédites entre 
régions désordonnées et domaines structurés sont en accord avec les structures 
cristallographiques disponibles pour le domaine central PCED chez le VSV (Ding, Green et al. 
2006), le domaine C-terminal PCTD chez RV (Mavrakis, McCarthy et al. 2004), et les 
domaines PCED et PCTD du virus Sendaï (SV) (Tarbouriech, Curran et al. 2000; Blanchard, 
Tarbouriech et al. 2004). Ces travaux permettent également de définir précisément les 
frontières des domaines dont la structure est inconnue tels que RV PCED et VSV PCTD. La 
région N-terminale conservée de la phosphoprotéine (PNTD), capable d’interagir avec la 
polymérase L (Castel, Chteoui et al. 2009) et la nucléoprotéine libre N
0
 (Mavrakis, Mehouas 
et al. 2006; Chen, Ogino et al. 2007), possède d’après les analyses bioinformatiques une 
propension à former des hélices α. Cependant, un peptide correspondant aux résidus 1 à 68 de 
la phosphoprotéine du Virus de la Rage se comporte comme une protéine désordonnée en 
solution avec un contenu en hélice α de l’ordre de 5%.  
L’organisation modulaire de la phosphoprotéine des Rhabdoviridae est conservée et 
possède d’importantes similarités avec les phosphoprotéines des Paramyxoviridae (Karlin, 
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Les résultats présentés dans cet article soulignent l’organisation modulaire des dimères de 
phosphoprotéine avec la présence de  domaines capables de se replier indépendamment du 
reste de la protéine, et séparés par de longs segments désordonnés. L’organisation modulaire 
est remarquablement conservée entre les genres Lyssavirus et Vesiculovirus, mais également 
entre les familles Rhabdoviridae et Paramyxoviridae, soulignant ainsi l’importance 
fonctionnelle de la présence d’une région N-terminale désordonnée se liant à N0 (Mavrakis, 
Mehouas et al. 2006; Chen, Ogino et al. 2007), d’un domaine central d’oligomérisation (Ding, 
Green et al. 2006) et d’un module C-terminal responsable de l’interaction avec les 
nucléocapsides virales (Jacob, Real et al. 2001; Schoehn, Iseni et al. 2001; Mavrakis, 
McCarthy et al. 2004). 
Il émerge de cette étude que la région fonctionnelle la moins bien caractérisée 
structuralement est la région N-terminale de la phosphoprotéine, impliquée dans l’interaction 
avec N
0
 ainsi qu’avec la protéine L (Castel, Chteoui et al. 2009). Ce constat nous a conduits à 
entreprendre une caractérisation biophysique et structurale plus poussée des fragments N-
terminaux intrinsèquement désordonnés des phosphoprotéines de VSV et de RV, en utilisant 
notamment la diffusion de rayons X aux petits angles (SAXS) couplée à une analyse par 
optimisation d’ensembles de structures atomiques désordonnées (EOM) (Bernado, Blanchard 
et al. 2005; Bernado, Mylonas et al. 2007), la résonance magnétique nucléaire (RMN) et la 
spectroscopie de dichroïsme circulaire (CD).  
  







CHAPITRE III : ETUDES BIOPHYSIQUES ET 
STRUCTURALES DE LA REGION N-











« Si tu veux boire du lait, restes chez toi ! »  
 
(Euripedes de Almeida Ribeiro Jr, Drôme Provençale, Juin 2010)  
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I. Introduction 
 
Le travail présenté dans ce chapitre porte sur la caractérisation biophysique et structurale 
de la région N-terminale de la phosphoprotéine du VSV et du virus de la rage, comprenant des 
travaux de RMN réalisés en collaboration avec Malene Ringkjøbing Jensen et Martin 
Blackledge du laboratoire Protein Dynamics and Flexibility à l’Institut de Biologie 
Structurale. En  combinant les techniques de RMN, de SAXS et de CD, nous avons pu 
montrer que la région N-terminale (résidus 1-60) de P chez le VSV (VSV PNTD) existe en 
solution sous la forme d’un ensemble structural peuplé de conformères de compacité 
différente et présente des hélices α transitoires en proportions significatives dans deux régions 
de la molécule. Les populations de conformères étendus ou compacts sont affectées par la 
présence d’agents stabilisants ou dénaturants, ce qui se traduit également par des 
modifications dans le spectre de dichroïsme circulaire. Par ailleurs, le calcul du pourcentage 
d’hélices α obtenu à partir des structures sélectionnées sur base des données de SAXS en 
utilisant l’approche E.O.M. (optimisation d’un ensemble de modèles par un algorithme 
génétique contre un profile SAXS expérimental) montre une bonne corrélation avec les 
données de RMN et de CD.  
Nous avons également caractérisé le désordre structural de la région N-terminale de P du 
virus de la rage (résidus 1-68) (RV PNTD), en se focalisant cette fois sur l’utilisation du SAXS 
et de l’optimisation d’ensembles pour étudier notamment l’effet de la température sur la 
structure de RV PNTD. En particulier, nous nous sommes intéressés à l’influence de la 
température, et d’agents stabilisants ou dénaturants sur le contenu en hélices α et en 
polyproline II.  
L’étude par SAXS montre que le peptide de RV se compacte et se replie à haute 
concentration, un phénomène qui est beaucoup moins marqué avec celui de VSV, et qui est 
probablement lié à des répulsions plus fortes au sein de la molécule. La région N-terminale de 
la phosphoprotéine du virus de la rage est sensiblement plus chargée que celle de VSV. 
L’effet du repliement induit par l’addition de 1 M de triméthylamine N-oxyde (TMAO) est 
moins marqué chez RV que chez VSV, une observation qui est cohérente avec la plus faible 
propension intrinsèque à former des hélices α observée pour la région PNTD du RV que pour 
celle du VSV.  
Nous nous sommes aussi intéressés à l’effet de la température sur la structuration du RV PNTD. 
Ce phénomène a été étudié par spectroscopie de dichroïsme circulaire par diverses équipes de 
recherche. L’origine physique du changement structural observé fait l’objet d’un débat 
considérable dans la littérature. En particulier, différents auteurs l’ont attribué soit à une perte 
de conformations en polyproline II, soit à une augmentation du pourcentage d’hélices α 
(Uversky, Li et al. 2001; Dawson, Muller et al. 2003; Gast, Zirwer et al. 2003; Jarvet, 
Damberg et al. 2003; Sanchez-Puig, Veprintsev et al. 2005; Malm, Jonsson et al. 2007; 
Jeganathan, von Bergen et al. 2008; Uversky 2009; Kjaergaard, Norholm et al. 2010).  
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II. ARTICLE II: The N0 Binding region of the Vesicular Stomatitis Virus 
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The phosphoprotein (P) of vesicular stomatitis virus (VSV) interacts with nascent nucleoprotein (N), 
forming the N
0
-P complex that is indispensable for the correct encapsidation of newly synthesized viral RNA 
genome. In this complex, the N-terminal region (PNTD) of P prevents N from binding to cellular RNA and keeps 
it available for encapsidating viral RNA genomes. Here, using nuclear magnetic resonance spectroscopy and 
small angle X-ray scattering, we show that isolated PNTD, corresponding to the 60 first N-terminal residues of 
VSV P, has overall molecular dimensions and a dynamic behavior characteristic of a disordered protein but 
transiently populates conformers containing α-helices. The modeling of PNTD as a conformational ensemble by 
the ensemble optimization method (EOM) using SAXS data correctly reproduces the α-helical content detected 
by NMR spectroscopy and suggests the co-existence of sub-ensembles of different compactness. The 
populations and overall dimensions of these sub-ensembles are affected by the addition of stabilizing (1 M 
TMAO) or destabilizing (6 M GdmCl) co-solvents. Our results are interpreted in the context of a scenario 
whereby VSV PNTD constitutes a molecular recognition element (MoRE) undergoing a disorder-to-order 




KEYWORDS: Rhabdovirus, vesicular stomatitis virus, phosphoprotein, SAXS, NMR, intrinsically disordered 
proteins, molecular recognition element 
 
SHORT STATEMENT: The complex between 
the N-terminal part of the phosphoprotein (PNTD) 
and nascent nucleoprotein (N
0
) is essential for the 
replication of the vesicular stomatitis virus (VSV). 
Here, using SAXS and NMR spectroscopy, we 
showed that a peptide of 60 amino acids 
encompassing the N
0
-binding site is globally 
disordered but contains transient α-helices 
suggesting that PNTD is a molecular recognition 
element (MoRE) that undergoes a disorder-to-order 




In the last decade, our understanding of the 
relationships between protein structure and function 
was revolutionized by the discoveries that 
numerous proteins are intrinsically disordered 
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(IDPs) or contain intrinsically disordered regions 
(IDRs) and that these disordered proteins are 
implicated in various biological functions (Wright 
and Dyson 1999; Uversky, Gillespie et al. 2000; 
Dunker, Brown et al. 2002; Tompa 2002; Wright 
and Dyson 2009). These findings continuously raise 
new challenges in structural biology for predicting 
IDPs or IDRs from the amino acid sequence and for 
characterizing their structural properties. NMR 
spectroscopy (Dyson and Wright 2004; Eliezer 
2009; Jensen, Markwick et al. 2009) and small-
angle scattering (Bernado, Mylonas et al. 2007; 
Bernado and Blackledge 2009) revealed to be 
particularly suitable for providing detailed 
structural information on these proteins. Various 
algorithms were developed for identifying IDPs or 
for locating IDRs (Gérard, Ribeiro  et al. 2009; He, 
Wang et al. 2009). Complete genome surveys 
revealed that not all kingdoms of life are equal 
when we consider the abundance of IDPs and IDRs 
encoded in the genomes. A large fraction (20 – 40 
%) of eukaryote genomes encodes IDP or proteins 
containing long IDRs, whereas they are much less 
abundant (< 10%) in archea and bacteria (Dunker, 
Obradovic et al. 2000; Ward, Sodhi et al. 2004; 
Oldfield, Cheng et al. 2005). Viruses, and in 
particular RNA viruses, occupy an intermediate 
position between eukaryotes and bacteria, and 
exhibit a high rate of loosely packed proteins 
(Tokuriki, Oldfield et al. 2009). 
The Rhabdoviridae is a family of non-
segmented negative-sense RNA viruses, which 
includes human (rabies virus - RV), animal 
(vesicular stomatitis virus - VSV) and plant 
pathogens. The machinery of RNA transcription 
and replication of these viruses is composed of the 
genomic RNA and of three viral proteins: the 
nucleoprotein (N), the phosphoprotein (P) and the 
large subunit of the RNA-dependent RNA 
polymerase (L). The RNA genome is encapsidated 
by N. Every N binds to nine nucleotides, forming a 
long helical N-RNA complex (Fields, Knipe et al. 
1996) that serves as a template for both 
transcription and replication (Arnheiter, Davis et al. 
1985). The crystal structure of circular N-RNA 
complexes of both VSV and RV revealed that the N 
protein contains a N-terminal domain (NTD) and a 
C-terminal (CTD) domain separated by a positively 
charged groove which binds the RNA (Albertini, 
Wernimont et al. 2006; Green, Zhang et al. 2006). 
NTD and CTD act like jaws that close around and 
completely enwrap the RNA, forming multiple salt 
bridges with the phosphate backbone of the RNA. 
The phosphoprotein (P) is involved in different 
stages of the viral replication process (Emerson and 
Yu 1975; Masters and Banerjee 1988). Firstly, it 
associates with the L protein, forming active RNA 
polymerase complexes that catalyze both 
transcription and replication of the viral genome. In 
this complexes, L carries out the RNA synthesis 
and the 5’ and 3’ RNA processing required for the 
production of messenger RNAs, whereas P acts as 
an essential cofactor (Emerson and Yu 1975) by 
attaching L to its N-RNA template (Mellon and 
Emerson 1978; Emerson and Schubert 1987). P 
possesses binding sites for both L and the N-RNA 
complex and thus ensures the correct positioning of 
the polymerase onto its template. Secondly, P is 
essential for encapsidating newly synthesized RNA 
genomes (Peluso 1988; Peluso and Moyer 1988; 
Howard and Wertz 1989). P binds to nascent N 
molecules, forming a N
0
-P complex (the superscript 
0
 denotes the absence of RNA), which prevents N 
from binding to cellular RNAs and maintains N in a 
soluble form, available for the encapsidation of 
newly synthesized RNA genomes (Masters and 
Banerjee 1988; Peluso and Moyer 1988; Howard 
and Wertz 1989; Mavrakis, Iseni et al. 2003; 
Mavrakis, Mehouas et al. 2006; Chen, Ogino et al. 
2007). In both VSV and RV P, the N-terminal 
region of the protein (PNTD), residues 4 to 40 in RV 
and residues 11 to 30 in VSV, is sufficient for 
maintaining N in a soluble and monomeric form 
(Mavrakis, Mehouas et al. 2006; Chen, Ogino et al. 
2007).  Because PNTD is rich in negatively charged 
residues, it was hypothesized that PNTD binds in the 
RNA-binding cavity of N (Hudson, Condra et al. 
1986; Mavrakis, Mehouas et al. 2006), thereby 




Recently, we showed that both RV and 
VSV P form dimers in solution (Gérard, Ribeiro et 
al. 2007) and are modular proteins made of 
structured domains and intrinsically disordered 
regions (IDRs) (Gérard, Ribeiro  et al. 2009). The 
consensus prediction of disordered regions in both 
RV and VSV P obtained by combining results from 
different disorder predictors suggested that the 39 
N-terminal amino acids of VSV P and the  52 N-
terminal amino acids of RV P are structured 
(Ribeiro, Favier et al. 2008; Gérard, Ribeiro  et al. 
2009), whereas the following residues (aa 40 to 90 
in VSV; aa 53-86 in RV) would be disordered. 
However, in a previous study, an isolated peptide 
corresponding to the N-terminal region of RV P 
(RV PNTD; aa 1-68) appeared to be disordered in 
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solution (Gérard, Ribeiro  et al. 2009).  Static light 
scattering revealed that RV PNTD was monomeric, 
its Stokes’ radius measured by size exclusion 
chromatography (SEC) corresponded to that 
expected for an unfolded protein of the same 
molecular mass and its mean secondary structure 
content measured by circular dichroism was less 
than 5% (Gérard, Ribeiro  et al. 2009). These 
contradicting features, namely predictions of a 
folded domain in PNTD and experimental results 
showing that PNTD is disordered in solution, are 
reminiscent of some recently identified short 
protein motifs that fold only upon binding to their 
partners and were named molecular recognition 
elements (MoREs) or  molecular recognition 
features (MoRFs) (Dyson and Wright 2005; 
Mohan, Oldfield et al. 2006; Sugase, Dyson et al. 
2007; Jensen, Houben et al. 2008).  
To further investigate the structural 
properties of the N-terminal region of P, we studied 
a peptide corresponding to the 60 N-terminal 
residues of VSV P (PNTD) by nuclear magnetic 
resonance (NMR) spectroscopy and small angle X-
ray scattering (SAXS). Although the NMR spectra 
exhibit typical features of disordered proteins, 
transiently formed secondary structures were 
identified from NMR chemical shifts and the 
dynamics of the polypeptide chain was probed by
 
15
N relaxation rates. In addition, the average 
compactness of PNTD was probed by SAXS, and a 
conformational ensemble that accounts for all 
experimental observations was built by modeling 
SAXS data with the Ensemble Optimization 
Method (EOM). Also, the effects of denaturing or 
stabilizing co-solvents on the size distribution of 
the representative ensemble were measured by  
SAXS. Our results revealed that, in solution, PNTD 
is a highly dynamic protein transiently forming α-
helical elements and populating compact 
conformers that could play a major role in the 
formation of the N
0




Isolated VSV PNTD is intrinsically disordered but 
exhibits transient secondary structures  
 
The N-terminal domain of VSV P (PNTD, 
aa 1-60) was produced in Escherichia coli as a 
recombinant protein containing a C-terminal His-
tag (8 aa). The long term stability of PNTD was 
significantly improved in the presence of a mixture 
of 50 mM L-Arg and 50 mM L-Glu (Golovanov, 
Hautbergue et al. 2004).  
Under these conditions, an average 
molecular mass of 7.2 ± 0.7 kDa was determined by 
size exclusion chromatography combined with 
detection by multi-angle laser light scattering and 
refractometry (SEC/MALLS/RI), indicating that 
PNTD was monomeric (MM calculated from the 
sequence = 8,054 Da) and well-behaved in solution 
up to concentrations of 2 mM (Figure 1). Its 
Stokes’ radius of 2.3 ± 0.1 nm indicated an 
extended conformation, closer to that expected for 
an unfolded protein of the same molecular mass (RS 
= 2.5 nm) than to that expected for a globular 
protein (RS = 1.5 nm) (Uversky 1993).  
SAXS profiles of PNTD were collected for 
scattering vector values (  /)(sin4Q ) 
ranging from 0.1 to 3.0 nm
-1
 over a concentration 
range of 5 to 18 mg.mL
-1
. The profiles obtained at 
different protein concentrations had the same shape 
and were flat at low Q values indicating the absence 




Table 1 – Molecular dimensions calculated from SAXS data. Rg values were determined from the Guinier plot or from the distance 
distribution function (P(r) versus r). Dmax values beyond which P(r) = 0 were adjusted in order that the Rg value obtained with the program 












     
50 mM Arg/ 50 mM Glu 5 2.4 ± 0.1 2.4 ± 0.1 7.4 
 8 2.4 ± 0.1 2.4 ± 0.1 7.4 
 18 2.4 ± 0.1 2.4 ± 0.1 7.4 
     
6 M GdmCl 5 2.9 ± 0.1 2.8 ± 0.1 8.2 
     
1 M TMAO 5 2.3 ± 0.1 2.3 ± 0.1 7.0 
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Figure 1.  Molecular mass and Stokes’ radius of isolated 
VSV PNTD measured by SEC/MALLS/RI. The line shows the 
SEC elution profile as monitored by refractometry (left axis). 
The crosses show the molecular mass calculated from light 
scattering and refractometry data across the elution peak (right 
axis). The Stokes’s radius (RS) was determined from the elution 
volume by calibrating the system with standard proteins of 
known Stokes’radius (see Material and Methods).  
 
The radius of gyration, Rg, values derived from the 
Guinier approximation at low Q value (Q.Rg < 1.4) 
(Figure 2b) or from the distance distribution 
function (P(r)) (Figure 2c) showed no significant 
dependence on protein concentration, confirming 
the absence of aggregation (Table 1). The average 
Rg value of 2.4 ± 0.1 nm was close to the value of 
2.5 nm calculated for a random coil of 68 amino 
acids (peptide + His-Tag) according to Flory’s 
power-law dependence on chain length (Eq. 2) and 
using parameters predicted for a random coil with 
excluded volume (Fitzkee and Rose 2004) and to 
the value of 2.3 nm calculated from the same 
power-law dependence using parameters derived 
from experimental measurements of Rg for IDPs 
(Bernado and Blackledge 2009). The forward 
scattering intensity, I(0), was proportional to 
protein concentration and yielded an estimated 
molecular mass of 11 ± 1 kDa, in agreement with 
SEC/MALLS/RI measurements, confirming that 





N-HSQC NMR spectrum of PNTD 
exhibited narrow line widths and poor dispersion of 
the amide proton chemical shifts (Figure 3), in 
agreement with structural disorder in solution. 
These results indicate that VSV PNTD has overall 
molecular dimensions and NMR spectroscopic 
properties of a disordered protein, as shown 
previously for RV PNTD (Gérard, Ribeiro  et al. 
2009).  
The far-UV circular dichroism spectrum 
exhibited a prominent shoulder near 222 nm and a 
minimum near 205 nm suggesting the presence of 
α-helical structure (Figure 4). Assuming that the 
molar ellipticity value at 222 nm reports only on the 
presence of α-helix, the average helical content of 
PNTD was estimated to be 7 % (Luo and Baldwin 
1997; Gérard, Ribeiro  et al. 2009). 
 
 
Figure 2. Small-angle X-ray scattering experiments – (a) 
Scattering curve of PNTD recorded at different 
concentrations. In this panel and in the following panels b and c 
protein concentration was at 5 mg.mL-1 (black curve or circles), 
at 8 mg.mL-1 (red curve or circles) or at 18 mg.mL-1 (blue curve 
or circles). (b) Guinier plot. The fitted lines using 0.10 < Q < 
0.28 nm-1 yield the radii of gyration shown in Table 1. The fit 
corresponds to a range of 0.5 < Q.Rg  < 1.5. The I(0) value 
calculated from the intercept, together with protein 
concentrations yielded a molecular mass estimate of 11 ± 1 kDa. 
(c) Distance distribution function. The distance distribution 
functions were calculated with GNOM by using Dmax values 
shown in Table 1. The surface areas under the curves were 
normalized to account for the differences in protein 
concentration.  
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Figure 3. 2D [1H-15N]-HSQC NMR spectrum of VSV PNTD. 
The spectrum was recorded in 20 mM Tris pH 6.0, 150 mM 
NaCl, 50 mM Arg, 50 mM Glu at 10 °C. 
 
NMR spectroscopy is highly sensitive to local 
structure and therefore provides information about 
the location and population of fluctuating 
secondary structures within an otherwise flexible 
protein (Spera and Bax 1991; Wishart, Sykes et al. 
1991; Eliezer, Chung et al. 2000; Marsh, Singh et 
al. 2006; Jensen, Markwick et al. 2009; Jensen, 
Salmon et al. 2010). After complete assignment of 
the backbone nuclei (C, C, C’, N and HN), the 
chemical shifts and 
15
N nuclear relaxation rates 
were used to identify transient structural features 
within PNTD. The secondary structure propensity 
(SSP) calculated by combining secondary chemical 
shifts of Cα and Cβ showed continuous stretches of 
positive propensity (SSP > 0.1) for residues 2-12 
(helix 1) and 25-38 (helix 2), with the highest 
population in the region 25-31, suggesting the 
presence of residual helical structures in these two 
regions of the protein (Figure 5a) (Marsh, Singh et 
al. 2006). It also showed a stretch of negative 
propensity for residues 53-57 characteristic of an 
extended β structure. Averaging these propensities 
over PNTD yielded α-helical and β-structure contents 
of 9 % and 1 %, respectively, in good agreement 
with the helical content estimated from the CD 
spectrum. The  
 
 
Figure 4.  Circular dichroism spectroscopy VSV PNTD. CD 
spectra of were recorded at 20 °C in 20 mM Tri-HCl pH 7.5 
containing 50 mM Arg and 50 mM Glu (1), 1 M TMAO (2), or 6 
M GdmCl (3).  
 





NOEs indicated high backbone flexibility on the 
picosecond to nanosecond time scale (Figure 5b). 
The presence of transient secondary structures is, 
however, suggested from the 
15
N nuclear relaxation 
rates, R1 and R2 (Figure 5c and 5d). In particular, 
the 
15
N R2 rates are larger in the regions of the 
peptide that have helical propensity according to 
the SSP score, and the rates oscillate with a 
periodicity of three-four residues possibly showing 
the possible effect of a preferential orientation of 
the diffusion tensor within the helical elements. The 
regions 3-14 and 26-34 of PNTD exhibited 
significant intrinsic helical propensity (Figure 5e) 
(Munoz and Serrano 1994; Lacroix, Viguera et al. 
1998) and amino acids that can accept hydrogen 
bonds from free backbone amide groups and have 
high N-capping preferences (Doig and Baldwin 
1995) were found at the N-terminal extremity of 
each helical segment. The program AGADIR 
predicted intrinsic N-capping propensities near 5 % 
for Asp2 and Asn3 (Ncap for helix 1) and of 13.5 % 
for Asp25 (Ncap for helix 2) (Munoz and Serrano 
1994; Lacroix, Viguera et al. 1998). These results 
suggest that the fluctuating helical elements are 
locally encoded in the amino acid sequence and 
stabilized by short range interactions.  
 
Modeling the conformational ensemble of VSV 
PNTD 
 
Recently, different methods were developed for 
reconstructing low-resolution electron density maps 
from SAXS data (Svergun, Petoukhov et al. 2001; 
Wavelength (nm)
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Konarev, Petoukhov et al. 2006; Putnam, Hammel 
et al. 2007; Franke and Svergun 2009). Many of 
these ab initio methods are not suitable for 
modeling highly flexible molecules because they 
yield a unique 
  
 
Figure 5. NMR dynamics of isolated VSV PNTD. (a) 
Secondary structure propensity (SSP). The SSP parameter 
was calculated from Cα and Cβ secondary chemical shifts. (b) 
{1H}–15N heteronuclear NOEs. (c,d) Relaxation rates of 
longitudinal, R1, and transverse, R2, magnetization of 
backbone 15N nuclei. The shaded area highlight the regions 
predicted to be helical from the SSP parameter (aa 2-12 and 24-
39). NMR data were recorded at 600 MHz and 10 °C using a 
peptide sample in 20 mM Tris pH 6.0, 150 mM NaCl, 50 mM 
Arg, 50 mM Glu. (e) Intrinsic helical propensity. Bar graph 
showing the intrinsic helical propensity per residue calculated 
with the program AGADIR (Munoz and Serrano 1994). 
 
structure that at best would provide an average 
model of the most frequent conformers present in 
solution. Because VSV PNTD appeared as a 
disordered protein with fluctuating helical 
structures, we used the Ensemble Optimization 
Method (EOM) (Bernado, Mylonas et al. 2007) 
(Figure 6). This method starts from a large 
ensemble of randomly generated conformers and 
selects a sub-ensemble of conformers that 
collectively reproduces the experimental SAXS 
data and represents the distribution of structures 
adopted by the protein in solution (Bernado, 
Mylonas et al. 2007). Based on the location of 
residual helical elements identified by NMR 
spectroscopy, an initial ensemble of 4,500 
conformers of PNTD was built using the Flexible 
Meccano algorithm (Bernado, Blanchard et al. 
2005) by pooling an ensemble of 500 conformers 
containing no helical structure with eight 
ensembles, of 500 conformers each, containing 
helices of different lengths (helix 1: aa 2-9 or 2-19, 
helix 2: aa 25-32 or 25-38) as described in 
Materials and Methods.  The distributions of Rg and 
Dmax (the value of maximum dimension) of the 
initial ensemble were broad and slightly 
asymmetrical, with Rg values extended from 1.4 to 
4.0 nm with a maximum frequency near 2.3 nm 
(Figure 6a) and with Dmax values extended from 4.0 
to 12.0 nm with a maximum frequency near 7.3 nm, 
respectively (Figure 6b). The back-calculated 
SAXS curve from the ensemble of twenty 
conformers selected by the program EOM 
reproduced the experimental curve (χ = 0.630) 
(Supplementary material, Figure S1a). The Rg and 
Dmax distributions of the EOM-selected sub-
ensemble had widths similar to those of the initial 
ensemble as expected for a disordered PNTD 
(Figures 6a and 6b). Figure 6g shows members of 
the selected ensemble exhibiting varying Rg values 
as indicated in Figure 6a. However, the Rg 
distribution within the selected ensemble exhibited 
two maxima suggesting the presence of two distinct 
and almost equally important sub-populations of 
conformers with average Rg values centered on 2.0 
and 2.9 nm (Figure 6a). The Dmax distribution is not 
as clearly bimodal (Figure 6b). Variation in the 
number of conformers selected by the EOM 
procedure from 50 to 2 had no significant effect on 
the quality of the fit and yielded similar bimodal 
distributions of Rg values (data not shown). The 
presence of helical elements in the models 
introduced specific features in the scattering curve 
at Q values above 1 nm
-1
 (Supplementary material, 
Figure S1b), and therefore the average helix content 
of the selected ensemble of about 7 % was in good 
agreement with estimations obtained from CD and 
NMR. Models containing helical elements were 
found in both sub-populations of compact and 
extended conformers (Figures 6a and 6g). 
Successive and independent selections by EOM 
yielded similar results and similar ensembles of 
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Figure 6. Conformational ensemble selection and effects of stabilizing and destabilizing co-solutes. Ensembles of 20 conformers that 
collectively reproduce the experimental curves were selected from the initial ensemble. In each figure, the black curve shows the Rg and Dmax 
distributions calculated for the initial ensemble of conformers, whereas the red curve shows the Rg and Dmax distributions of the selected 
ensemble that fits the experimental SAXS data. (a) Rg and (b) Dmax distribution from the EOM analysis in 50 mM Glu and 50 mM Arg. 
(c) Rg and (d) Dmax distributions from the EOM analysis in 6 M GdmCl. (e) Rg and (f) Dmax distributions from the EOM analysis in 1 
M TMAO. (g) Members of the conformational ensemble. The cartoon models show some of the selected models at varying Rg values, 
highlighting the presence of residual helical structures. The chains are colored from the N-terminal (blue) to the C-terminal (red). The 
numbers refer to their position in the distribution shown in Figure 6a. 
 
Rg (nm)




























0.08 + 1 M TMAO





































0.12 + 1 M TMAO






















































  105 
of the selected ensemble was reproducible. Also, a 
similar bimodal distribution was obtained 
independently by using another initial ensemble of 
10,000 conformers devoid of any explicit secondary 
structure generated with the program RanCh 
(Bernado, Mylonas et al. 2007) (data not shown). A 
simulation indicated that, at least under some 
conditions, the program EOM is capable of 
revealing the existence of two different populations 
of different average size (Figure S2, Supplementary 
material). The EOM approach thus revealed 
features in the disordered ensemble that could not 
be detected from the average dimensions measured 
as RS by SEC or as Rg by SAXS. In our case, the 
overall ensemble has average dimensions close to 
those calculated from random-coil statistics 
(Fitzkee and Rose 2004; Kohn, Millett et al. 2004; 
Bernado and Blackledge 2009), whereas the EOM 
approach suggested the co-existence of two 
different sub-ensembles with molecular dimensions 
lower and higher than those predicted for a random-
coil.  
The addition of stabilizing or destabilizing 
co-solvents induced variations in the average 
helical content as shown by far-UV circular 
dichroism spectroscopy (Figure 4).  In 1 M 
trimethylamine-N-oxyde (TMAO), a well-known 
stabilizing co-solute (Bolen and Baskakov 2001), 
the ellipticity at 222 nm indicated a higher helical 
content (15 %), whereas in 6 M guanidinium 
chloride (GdmCl), it indicated a lower helical 
content (< 1 %). These co-solutes also affected the 
average size of PNTD, and analysis of the SAXS 
profiles yielded a higher average Rg value of 2.9 ± 
0.1 nm in 6 M GdmCl and a lower average Rg value 
of 2.3 ± 0.1 nm in 1 M TMAO (Table 1). The back-
calculated SAXS curve from the ensemble of 
twenty conformers selected by the program EOM 
also adequately reproduced the experimental curve 
in the presence of GdmCl or TMAO 
(Supplementary material, Figure S1). The modeling 
of SAXS curves using the program EOM revealed 
that the variations of the average Rg value arose 
from changes in the sub-populations of compact 
and expanded conformers, and from slight 
variations of the average Rg values of these two 
sub-populations. In the presence of 6 M GdmCl, the 
sub-population of compact conformers completely 
disappeared, and the width of the selected 
distributions was significantly reduced (Figures 6c 
and 6d) as compared to those in 50 mM Arg/ 50 
mM Glu (Figures 6a and 6b). A single maximum 
was observed in both distributions of Rg and Dmax 
(Figure 6c and 6d) with a maximum frequency at 
Rg value near 2.7 nm and Dmax value near 8.2 nm. 
These values were slightly lower than the Rg and 
Dmax values found for the extended sub-population 
observed in the presence of 50 mM Arg/ 50 mM 
Glu, suggesting that the sub-ensemble with the 
highest average Rg value contained extended 
conformers that could not be further unfolded by 
addition of 6 M GdmCl. The Rg value of 2.9 nm 
found for this sub-ensemble is larger than that of 
2.5 nm predicted for a random coil of this size in a 
good solvent (Fitzkee and Rose 2004) and than that 
of 2.3 for an IDP of this size (Bernado and 
Blackledge 2009). Because PNTD has a high 
negative net charge at neutral pH, this discrepancy 
could result from charge repulsion leading to an 
expansion of the molecule (Muller-Späth, Soranno 
et al. 2010). GdmCl can act as both denaturant and 
salt, and therefore could reduce repulsions between 
charged residues by screening charges, a behavior 
which would explain the little compaction of the 
structural ensemble observed in 6 M GdmCl. By 
contrast, in the presence of 1 M TMAO, both sub-
ensembles remained equally populated. They 
became slightly more compact than in 50 mM Arg/ 
50 mM Glu with maximal frequencies centered on 
Rg values of 1.9 nm and 2.7 nm in agreement with 
the smaller experimental average Rg and Dmax 
values measured directly from the SAXS curves 
(Table 1). The distribution of Dmax values in the 
selected ensemble also appeared slightly bimodal 
with a maximum at a Dmax value of 8.2 nm and a 
shoulder near 6.2 nm. Also, in the presence of 1 M 
TMAO, more models containing residual α-helical 
structure and models containing longer helices (the 
average helical content in the selected ensemble 
was 30 %) were selected by the EOM procedure 





The conformational ensemble representing PNTD 
 
The narrow line widths in the NMR 
spectrum and the limited chemical shift dispersion 
reflect the rapid interconversion between 
heterogeneous conformations of VSV PNTD. 
15
N 
relaxation experiments show that the protein is 
highly flexible with the exception of two regions, 
aa 2-12 and aa 25-38, that exhibit an increased level 
of order. This observation is supported by 
secondary chemical shifts that indicate that both 
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regions transiently populate α-helical 
conformations. The presence of α-helix is 
confirmed by circular dichroism spectrum, and the 
SSP parameter derived from the Cα and Cβ 
chemical shifts provides an estimate of the time and 
ensemble average population of these helical 
elements near 9 %. Short elements of secondary 
structure such as α-helices, β-strands or turns are 
locally encoded and often stable in water (Baldwin 
and Rose 1999; Dyson and Wright 2002; Fitzkee, 
Fleming et al. 2005). α-helices form very quickly in 
the 10-100 nanosecond time range in agreement 
with the timescale probed by 
15
N relaxation 
measurements (Eaton, Munoz et al. 2000).  NMR 
experiments thus provide a dynamic picture of PNTD 
where the polypeptide chain is highly flexible but 
populates fluctuating α-helices in two regions. 
The hydrodynamic radius of PNTD 
measured by SEC and its radius of gyration 
measured by SAXS are close to those expected for 
denatured proteins (Kohn, Millett et al. 2004) or for 
intrinsically disordered proteins (Bernado and 
Blackledge 2009) of the same size. The dimensions 
of both classes of proteins follow power-law 
dependences on chain length characteristic of 
random coil behavior (Flory 1953; Tanford 1968). 
However, the random coil model is insensitive to 
the presence of stiff elements in an otherwise 
flexible chain, and the presence of transient 
formation of α-helical elements in a disordered 
polypeptide chain is coherent with random-coil 
statistics (Millett, Doniach et al. 2002; Fitzkee and 
Rose 2004; Jha, Colubri et al. 2005), as already 
pointed out by Tanford (Tanford 1968) and 
demonstrated by simulations (Miller and Goebel 
1968; Fitzkee and Rose 2004). The size distribution 
(Rg) of our selected ensemble has a width similar to 
that of the initial ensemble, showing that PNTD 
samples a global conformational space predicted 
for a random coil although it contains on average 
9% of fluctuating α-helices. 
Recently, using NMR and SAXS 
experiments, unfolded or intrinsically disordered 
proteins have been modeled as structural ensembles 
in order to convey the highly dynamic character of 
these proteins (Bernado, Blanchard et al. 2005; 
Bernado, Mylonas et al. 2007; Jensen, Houben et 
al. 2008; Lange, Lakomek et al. 2008; Jensen, 
Salmon et al. 2010). Here, we combined 
information from NMR experiments showing the 
existence of two fluctuating α-helical elements with 
SAXS data to build an ensemble of 20 different 
conformations that together represent the dynamic 
structural organization of VSV PNTD. The ensemble 
of 20 conformations selected by fitting the SAXS 
curve exhibits an average helical content in 
agreement with estimations obtained by CD and 
NMR and correctly captures the dynamical 
behavior of the polypeptide chain. The structure of 
the selected models must, however, be considered 
with care. The models selected by the EOM 
procedure only represent plausible conformers that 
together reproduce the SAXS data. They should by 
no means be taken as actual structures. No 
correlation has been found between the presence of 
helical conformation and the size of the 
conformers, and residual helical structures are 
found in conformers of different compactness. This 
argues that α-helices in PNTD are stabilized by local 
interactions as suggested by the predicted and 
observed propensity of the amino acid sequence to 
form helices in free solution and, therefore, their 
presence is independent of the compactness of the 
peptide chain. However, it is probable that the 
information content of SAXS data is insufficient to 
correlate the presence of helical structure with the 
degree of compaction of the chain.  
In addition, a detailed analysis of the 
population distribution in the EOM-selected 
ensemble and the effects of denaturing and 
stabilizing co-solutes suggest the co-existence of 
two sub-populations with different degrees of 
compactness. A simulation indicates that EOM is 
capable of distinguishing between unimodal and 
bimodal distributions under certain conditions 
(Figure S2, Supporting information). The addition 
of denaturing or stabilizing co-solutes changes the 
average size of the molecule and the population 
distribution selected by the EOM program. In 
particular, in 6 M GdmCl, the width of the size 
distribution is substantially reduced and the 
distribution becomes unimodal (Figure 6c), 
whereas in 1 M TMAO, the bimodal distribution 
becomes more clearly visible (Figure 6e). These 
results suggest the presence of one sub-population 
that is more compact than that predicted by random 
coil statistics and one that is more expanded. Some 
IDPs are more compact than predicted from random 
coil statistics because of the presence of long range 
interactions involving hydrophobic clusters 
(Felitsky, Lietzow et al. 2008; Mittag, Orlicky et al. 
2008), hydrogen bonding (Moglich, Joder et al. 
2006) or charge-charge attractions (Mao, Crick et 
al. 2010; Muller-Späth, Soranno et al. 2010). Others 
appear more expanded because of charge-charge 
repulsions (Uversky, Gillespie et al. 1999; Uversky, 
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Li et al. 2002; Permyakov, Millett et al. 2003). 
Charge-charge interactions thus seem to play a 
critical role in modulating the dimensions of the 
conformational ensemble of IDPs (Mao, Crick et al. 
2010; Muller-Späth, Soranno et al. 2010); 
repulsions between like charges can lead to the 
expansion of the peptide chain, whereas attractions 
between opposite charges can lead to collapse. 
VSV PNTD is rich in charged residues, containing 15 
acidic residues (D and E), 7 basic residues (K and 
R) and 1 histidine residue (net charge at neutral pH 
of -7 or -8 if tehc charge on H is accounted for or 
not) and therefore different interactions between 
charged residues could explain the existence of the 
two different conformational sub-ensembles. The 
salt properties of GdmCl can explain the 
disappearance in 6 M GdmCl of the compact sub-
ensemble if its formation is driven by opposite 
charge interactions. Conversely, TMAO favors 
compaction of random coils (Qu, Bolen et al. 
1998), and we observed slight reductions of the 
average dimensions of both selected conformational 
sub-ensembles. Also, TMAO induces helix 
formation (Celinski and Scholtz 2002), and we 
observed a larger α-helical content as judged by CD 
spectroscopy and a higher number of models 
containing helical elements in the EOM-selected 
ensemble. In conclusion, our data show that PNTD is 
highly flexible and has overall molecular 
dimensions of a random coil chain. However, NMR 
and CD spectroscopies revealed the presence of 
fluctuating helical structures and the modeling of 
SAXS data suggests the co-existence of sub-
populations of compact and extended conformers, 
which together suggest a pre-organization of 
isolated PNTD.  
 
Role for a MoRE in the chaperone function of P 
 
The discovery here that, in solution, PNTD 
populates compact and pre-organized conformers 
containing helical elements suggests a mechanism 
by which PNTD could fold upon binding to its N
0
 
partner (Wright and Dyson 2009). PNTD could thus 
be a molecular recognition element or MoRE, i.e. a 
short motif within a disordered protein that 
promotes binding to a partner (Bourhis, Johansson 
et al. 2004; Fuxreiter, Simon et al. 2004; Oldfield, 
Cheng et al. 2005; Mohan, Oldfield et al. 2006; 
Jensen, Houben et al. 2008). Structural ensembles 
of disordered proteins that fold upon binding to a 
partner usually contain conformations similar to 
those adopted in the final complex (Gsponer, 
Christodoulou et al. 2008; Jensen, Houben et al. 
2008; Lange, Lakomek et al. 2008). The fluctuating 
α-helices might prefigure structural elements 
involved in the formation of the N
0
-P complex. The 
first helix (aa 8-12) is amphipathic exposing three 
positively charged residues and two negatively 
charged residues on one face of the helix and four 
hydrophobic residues on the other face. The second 
helix (aa 25-38) is hydrophilic exposing charged 
residues around the helix and containing only two 
hydrophobic residues (I27 and Y37). Both helices 
could thus interact with positively charged residues 
lining the RNA binding groove of N
0
. One might 
speculate that the highly flexible character of PNTD 
helps the protein to get into the RNA binding 
groove and allows the correct positioning of the 
helical elements. 
In the viral replication cycle, the N
0
-P 
complex is not an end-product. It forms only 
transiently, as an intermediate during the synthesis 
of new nucleocapsids. The N
0
-bound P must be 
outcompeted by the newly synthesized genomic 
RNA, and therefore the affinity of P for N
0
 cannot 
be too high. The mechanism of folding upon 
binding provides a means of specific recognition 
without the corollary of high affinity (Dyson and 
Wright 2002; Wright and Dyson 2009). Indeed, the 
folding or the adoption of a rigid structure by the 
ligand when it binds to its receptor will generally 
lead to the formation of multiple specific 
intermolecular interactions that confer a great 
specificity, and consequently a high affinity. If the 
ligand is disordered in its unbound form, this strong 
binding energy is opposed by the high entropy of 
the disordered protein. We might thus speculate 
that by being disordered in its free form, PNTD 
recognizes N
0
 with high specificity but moderate 
affinity, thus allowing its displacement by the 
newly synthesized viral RNA. 
 
 
MATERIALS AND METHODS 
 
Cloning, Expression and Purification of VSV PNTD 
 
The cDNA encoding VSV PNTD (aa 1-60) was 
amplified and cloned into a pET28a(+) plasmid between the 
NcoI and XhoI restriction sites using standard PCR techniques. 
A His6-tag and including a linker of two amino-acids (Glu-Leu) 
was introduced at the C-terminal extremity. The construct was 
verified by standard dideoxy sequencing. The plasmid was 
transfected into E.coli strain BL21(DE3). 15N and 13C protein 
samples for NMR spectroscopy were produced in M9 minimal 
medium supplemented with 1.0 g.L−1 of 15NH4Cl, 2.0 g.L
−1 of 
13C glucose, and MEM vitamins (Gibco). Cells were grown in 
the medium containing 100 μg/mL kanamycin at 37°C until 
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O.D600 reached 0.6-0.8 A.U. At this point, IPTG at a final 
concentration of 0.5 mM was added. After an incubation of 3 
hours, cells were harvested by centrifugation and resuspended in 
20 mM Tris-HCl, 150 mM NaCl, 50 mM Glu, 50 mM Arg, pH 
7.5  (Buffer A) supplemented with anti-proteases (CompleteTM 
Protease Inhibitor Cocktail Tablets, Roche) and cells were 
disrupted by sonication. The extract was centrifuged at 20,000 g 
during 30 min at 4°C. The supernatant was filtered (0.45 μm) 
and loaded onto a Ni2+ resin column, pre-equilibrated with 
Buffer A. The resin was washed with three bed volumes of 
Buffer A, then with three bed volumes of 20 mM Tris-HCl, 1.5 
M NaCl, 10 mM imidazole at pH 7.5, and the protein was eluted 
using Buffer A supplemented with 400 mM imidazole. The 
recombinant protein was loaded onto a size exclusion 
chromatography column (HiLoad 16/60 Superdex 75 prep grade, 
GE Healthcare) pre-equilibrated with Buffer A. Separations 
were performed at a flow rate of 0.5 mL/min. The purified 
protein was concentrated (Vivaspin - 5,000 MWCO) and stored 
at 4°C. The purity of the protein samples was assessed by SDS-
PAGE. Protein concentration was measured by refractometry. 
 
NMR spectroscopy 
The resonance assignment of VSV PNTD was carried 
out using a double-labeled (13C, 15N) sample of the peptide in 20 
mM Tris-HCl, 150 mM NaCl, 50 mM Glu, 50 mM Arg with 
10% D2O adjusted to pH 6.0 to avoid loss of resonances due to 
fast amide proton exchange with the solvent protons. The protein 
concentration was 0.9 mM. All NMR experiments were carried 
out at 10C and a 1H resonance frequency of 599.67 MHz. The 
assignment was obtained from a series of BEST-type triple 
resonance experiments (Schanda, Van Melckebeke et al. 2006; 
Lescop, Schanda et al. 2007): HNCO, intra-residue HN(CA)CO, 
HN(CO)CA, intra-residue HNCA, HN(COCA)CB and intra-
residue HN(CA)CB. The spectra were acquired with a sweep 
width of 8 kHz and 512 complex points in the 1H dimension, and 
a sweep width of 1.2 kHz and 32 complex points in the 15N 
dimension. For the 13C dimension, the spectra were acquired 
with a sweep width of 1.2 kHz and 60 complex points (HNCO 
and intra-residue HN(CA)CO), 3 kHz and 110 complex points 
(HN(CO)CA and intra-residue HNCA), and 10 kHz and 100 
complex points (HN(COCA)CB and intra-residue HN(CA)CB). 
All spectra were processed with NMRPipe (Delaglio, Grzesiek 
et al. 1995) and analyzed using SPARKY (Goddard and Kneller 
2003). Automatic assignment of the resonances on the basis of 
the SPARKY peak lists was done using the program MARS 
(Jung and Zweckstetter 2004).  
15N R1, R2 (CPMG) relaxation and {
1H}-15N steady-
state nuclear Overhauser effect (nOe) experiments were acquired 
using standard pulse sequences (Farrow, Muhandiram et al. 
1994) on an 15N labeled sample of PNTD with a protein 
concentration of 1.4 mM. The buffer conditions were as 
described above for the double-labeled sample. The spectra were 
acquired with a sweep width of 7.0 kHz and 512 complex points 
in the 1H dimension, and a sweep width of 1.2 kHz and 250 
complex points in the 15N dimension.  
The magnetization decay was sampled at (0, 100, 
200, 400, 600, 800, 1100, 1500 and 1900) ms for longitudinal 
and at (10, 30, 50, 70, 90, 130, 170, 210 and 250) ms for 
transverse relaxation and the peak heights were used to extract 
the relaxation rates. To obtain estimates of the errors on the 
relaxation rates, a repeat measurement of one of the relaxation 
delays was performed in each case (600 ms for R1 and 70 ms for 
R2).  
 For the heteronuclear nOes, the amide protons were 
saturated using a 3 s WALTZ16 decoupling scheme that in the 
reference experiment was replaced by a 3 s delay. The recycle 
delay in both experiments was set to 2 s. Heteronuclear NOE 
values were obtained from the ratio between signal intensities in 
the saturated and the reference experiments, where the standard 
deviation in the noise was taken as a measure for the error in the 
signal intensity. The experiment was repeated twice and the 




Size-exclusion chromatography (SEC) was 
performed with an S75 Superdex column (GE Healthcare) 
equilibrated with 20 mM Tris/HCl at pH 7.5 containing 150 mM 
NaCl. Separations were performed at 20°C with a flow rate of 
0.5 ml.min-1. 50 µL of a protein solution at a concentration of 
470 µM (3.8 mg.mL-1) was injected. On-line Multi-Angle Laser 
Light Scattering (MALLS) detection was performed with a 
DAWN-EOS detector (Wyatt Technology Corp., Santa Barbara, 
CA) using a laser emitting at 690 nm. Data were analyzed and 
weight-averaged molecular masses (Mw) were calculated using 
the ASTRA software (Wyatt Technology Corp., Santa Barbara, 
CA) as described previously (Gérard, Ribeiro et al. 2007). The 
column was calibrated with proteins of known Stokes’ radii (RS) 
(35): bovine serum albumine (RS = 3.4 nm), RNAse A (RS = 1.9 
nm), ovalbumin (RS = 3.0 nm), β-lactoglobulin (RS = 2.7 nm), 
and chymotrypsinogen (RS = 2.3 nm) (Uversky 1993). 
 
Circular dichroism spectroscopy 
 
Far-UV circular dichroism spectra were recorded at 
20°C on a JASCO model J-810 CD spectropolarimeter equipped 
with a Peltier temperature controller. VSV PNTD was diluted to 
final a concentration of about 950 μM, in 20 mM Tris-HCl pH 
7.5 containing 150 mM NaCl, 50 mM Arg, 50 mM Glu. Spectra 
were measured in a cuvette with a path length of 0.1 mm. After 
subtracting the blank signal, the CD signal (in millidegrees) was 
converted to mean molar residue ellipticity (in deg.cm2.dmol-1) 
and helix content was calculated by using formalism derived 
from isolated peptide (Luo and Baldwin 1997) as described 
previously (Gérard, Ribeiro  et al. 2009). 
 
Small-angle X-ray scattering (SAXS) experiments 
 
The monodispersity of the samples used in SAXS 
experiments was checked by size exclusion chromatography 
(SEC) combined with detection by multi-angle laser light 
scattering (MALLS) and refractometry (RI) (Wyatt 1998; 
Gérard, Ribeiro et al. 2007). SAXS data were collected at the 
European Synchrotron Radiation Facility (Grenoble, France) on 
beamline ID14-3. The sample-to-detector distance was 1 m and 
the wavelength of the X-rays was 0.0995 nm. Samples were 
contained in a 1.9 mm wide quartz capillary. The time of 
exposure was optimized for reducing radiation damage. Data 
acquisition was performed at 20 °C. Protein concentrations 
ranged from 5 to 18 mg.ml-1. Data reduction was performed 
using the established procedure available at ID14-3, and buffer 
background runs were subtracted from sample runs.  
The radius of gyration and forward intensity at zero 
angle (I(0)) were determined with the programs PRIMUS 
(Konarev, Volkov et al. 2003) by using the Guinier 





Q ), in a gRQ  range up to 1.3: 






  (Eq. 1) 
The forward scattering intensity was calibrated using 
bovine serum albumin and lysozyme as references. The radius of 
gyration and pairwise distance distribution function, P(r), were 
calculated with the program GNOM (Semenyuk and Svergun 
1991). The maximum dimension (Dmax) value was adjusted so 
that the Rg value obtained from GNOM agreed with that 
obtained from the Guinier analysis.  
The radius of gyration, Rg, was calculated using the 
power-law dependence established for random-coil polymers 
(Flory 1953): 
 NRR 0g  (Eq. 2) 
where R0 is the persistence length, N is the number of residues in 
the peptide and ν is the exponential scaling factor. Values for R0 
and ν were taken either from the random-coil polymer theory 
(Fitzkee and Rose 2004) or from experiments with IDPs 
(Bernado and Blackledge 2009). 
A conformational ensemble of 4,500 conformers was 
generated with the program Flexible-Meccano (Bernado, 
Blanchard et al. 2005) by pooling nine sub-ensembles of 500 
conformers in which helical element of different lengths were 
imposed in the putative helical regions of PNTD identified by 
NMR spectroscopy as follows: Ensemble 1: no helix; Ensemble 
2: aa 2-9; Ensemble 3: aa 2-19; Ensemble 4: aa 25-32; Ensemble 
5: aa 25-32; Ensemble 6: aa 2-9 and aa 25-32; Ensemble 7: aa 2-
9 and aa 25-38; Ensemble 8: aa 2-19 and aa 25-32; Ensemble 9: 
aa 2-19 and aa 25-38. All helices were invoked with a 
population of 100%. Side chains for these conformations were 
added with the program SCCOMP (Eyal, Najmanovich et al. 
2004). An optimized ensemble of conformations that agrees with 
the experimental SAXS data was selected from the large 
conformational ensemble using the Ensemble Optimization 
Method (EOM) software (Bernado, Mylonas et al. 2007). The 
size of the optimized ensemble was varied from 50 to 1. Average 
chemical shifts for the selected ensemble were calculated with 
the program SPARTA (Shen and Bax 2007). 
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Figure S1. (a) Fitting of SAXS curve recorded for PNTD. The SAXS curves obtained in 50 mM Arg, 50 mM Glu at three 
different protein concentrations (Figure 2) were merged and the EOM analysis was performed on the merged curve. In 1 M 
TMAO and 6 M GdmCl, SAXS curve were obtained at 1 mg.mL-1. The red curve shows the fitted curve obtained using the 
EOM procedure. Data were recorded at 20°C in 20 mM Tri-HCl pH 7.5 containing 50mM Arg and 50 mM Glu, 1 M TMAO 
or 6 M GdmCl. (b) SAXS curves of ensemble containing different amounts of helical elements. The curves are average 
SAXS profiles calculated for the 500 models that contains no helical elements (no helix) and for the 500 models that contains 















+ 6 M GdmCl
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Figure S2. Simulation of an EOM analysis with mocked PNTD ensembles. To assess the capacity of the EOM procedure 
for revealing the existence of two different populations of different average size, we performed a simulation. We randomly 
generated two ensembles containing three equally-populated compact conformers for ensemble 1 and three equally-populated 
extended conformers for ensemble 2, and calculated a SAXS profile for each ensemble. We also mixed both ensembles and 
calculated a SAXS profile for the overall ensemble. We then used the program EOM for analyzing these theoretical SAXS 
curves using our initial ensemble of conformers. Analysis of the curves generated with a single mocked ensemble, yielded 
EOM-selected ensembles that had a narrow distribution of Rg and Dmax values centered on the average Rg (Panels S2a and 
S2b) and Dmax values (Panels S2d and S2e) of the theoretical ensemble.  (a, d) Unimodal theoretical ensemble composed of 
three compact structures. The black curve shows the Rg and Dmax distributions calculated for the initial ensemble, whereas 
the red curve shows the Rg and Dmax distributions for the selected ensemble that collectively reproduces the theoretical SAXS 
curve. The dashed line indicates the average Rg value of the theoretical ensemble (Rg values for ensemble 1: 1.94, 2.07 and 
2.16 nm. Average Rg value: 2.06 nm). (b, e) Unimodal theoretical ensemble composed of three extended structures. 
Same legend as in panel a and d. Rg values for ensemble 2: 2.86, 2.89 and 3.09 nm. Average value: 2.95 nm. (c) Bimodal 
theoretical ensemble composed of the two ensembles. Analysis of the curve generated with the pooled ensembles yielded 
an EOM-selected ensemble with a broader distribution of Rg values that appears bimodal (Panel 6c). The distribution of Dmax 
values is also broader but is not bimodal (Panel 6f). These calculations suggest that the information content of the SAXS 
curves is sufficient, at least in some conditions, for allowing the EOM program to distinguish between unimodal and bimodal 
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III. ARTICLE III: α-Helical and Polyproline II Structure in The 
Intrinsically Disordered N
0
 Binding Region of Rabies Virus 
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α-Helical and Polyproline II Structure in The Intrinsically 
Disordered N
0
 Binding Region of Rabies Virus Phosphoprotein: 
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Abstract 
The N-terminal region of Rabies Virus phosphoprotein comprising residues 1-68 (P68) is an intrinsically 
disordered polypeptide that binds to the RNA-free nucleoprotein N°. Here, we show using small sngle X-ray 
scattering (SAXS) and the Ensemble Optimization Method (EOM) that P68 exists as an ensemble of conformers 
of different compactness. We studied the effect of protein concentration, pH, temperature, and of the presence of 
stabilizing or denaturing co-solutes on the ensembles populated by P68 in solution. We found that: (1) at high 
protein concentration, repulsive intra-molecular interactions favor compact states over extended ones leading to 
a decrease in the measured Rg and an increased frequency of α-helical conformers; (2) P68 aggregation at low pH 
and high protein concentration is correlated with an increase in the  secondary structure content as observed by 
CD; (3) In the presence of stabilizing co-solute, such as TriMethylaAmine N-Oxide (TMAO), P68 populates 
compact conformations, whereas in the presence of guanidinium hydrochloride (Gdn-HCl) it populates extended 
conformations; (4) finally, temperature  increase causes a gradual decrease in the Rg of the molecule measured 
by SAXS and affects the proportions of unfolded and partially folded conformers in the ensemble, leading both 
to an increase in P68 α-helical content and to a decrease in polyproline II structure. These results demonstrate that 
P68 possesses some degree of structural pre-organization in solution and suggest that P68 acts as a molecular 





Rabies virus (RV) is an enveloped RNA 
virus of the genus Lyssavirus in the family 
Rhabdoviridae. Its non-segmented, single-stranded, 
negative sense RNA genome is packaged by the 
viral nucleoprotein (N) within a helical 
nucleocapsid. The N-RNA complex, rather than the 
naked RNA, serves as a template for both 
transcription and replication. These reactions are 
carried out by a two-subunit RNA-dependent RNA 
polymerase made of the large protein (L) associated 
with the phosphoprotein (P) (Arnheiter, Davis et al. 
1985; Fields, Knipe et al. 1996). During genome 
replication, synthesis of viral RNA is concomitant 
with its encapsidation by N and therefore the 
continuous production of N is required. N has 
strong affinity for non-specific RNA and it self-
assembles on cellular RNA to form nucleocapsid-
like particles (Iseni, Barge et al. 1998; Schoehn, 
Iseni et al. 2001). A control mechanism prevents 
illegitimate encapsidation of cellular RNA, where  
P plays a major role. P is a modular protein that 
contains both structured domains and intrinsically 
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disordered regions (IDRs) (Gérard, Ribeiro et al. 
2007; Gérard, Ribeiro  et al. 2009). It plays 
multiple roles in the life cycle of the virus and in 
particular, P chaperones nascent RNA-free N (N
0
), 
preventing its binding to cellular RNA, and deliver 
N
0
 to the site of viral replication for the 
encapsidation of the newly replicated genomic 
RNA molecule (Mavrakis, Mehouas et al. 2006). 
The binding site for N
0
 is situated in the first 60 N-
terminal residues of P (Mavrakis, Mehouas et al. 
2006). 
In a recent study, we found that P proteins 
from different viruses share a common modular 
organization, and that the N-terminal region of RV 
P behaves as a disordered polypeptide as judged by 
its hydrodynamic radius measured by size 
exclusion chromatography (SEC) and its circular 
dichroism spectrum (Gérard, Ribeiro  et al. 2009). 
These results contrast with the α-helical potential 
predicted for this region using bioinformatics 
approaches (Gérard, Ribeiro  et al. 2009) and 
suggested that PNTD could fold upon binding to N
0
. 
Recently, we investigated the structural properties 
of the PNTD region from VSV using a combination 
of Small Angle X-Ray Scattering (SAXS), NMR 
spectroscopy and Circular Dichroism (CD) 
experiments and demonstrated that VSV PNTD 
possesses transiently populated α-helices and exists 
in solution as an ensemble of compacted and 
extended conformers. The polypeptide was shown 
to adopt more extended conformations in the 
presence of denaturants and to become more 
compact upon addition of stabilizing agents such as 
TMAO (Leyrat et al., submitted, ARTICLE II). 
Additionally, the secondary structure content 
estimated from the structural ensemble selected 
from the SAXS profile using the EOM approach 
was in good agreement with the values derived 
from both NMR and CD measurements, indicating 
that the combination of the EOM analysis with an 
atomic description of structural disorder was able to 
probe for secondary structure change when using 
the high Q range (Q > 2.5 nm
-1
) of the SAXS 
profile, as stated by the theory (for a good review, 
see (Putnam, Hammel et al. 2007)).  
Intrinsically disordered proteins (IDPs) are 
abundant in proteins from viruses and from higher 
eukaryotes. They are involved in many highly 
regulated processes such as viral pathogenesis, host 
cell interactions, cell cycle regulation, intracellular 
signaling, translation and transcription (Tokuriki, 
Oldfield et al. 2009). In particular, the increased 
plasticity of IDPs allows to couple a high 
specificity with a low affinity, enables binding of 
numerous structurally distinct targets, speeds up 
binding by a fly-casting mechanism, and provides 
the ability to overcome steric restrictions, enabling 
larger interaction surfaces in protein-protein and 
protein-ligand complexes than those obtained with 
rigid partners (Shoemaker, Portman et al. 2000; 
Dyson and Wright 2002; Dyson and Wright 2005; 
Tompa, Szasz et al. 2005; Uversky, Oldfield et al. 
2005; Tompa and Fuxreiter 2008).  
In this study, we investigate the folding 
potential of the N-terminal region of RV P 
comprising residues 1-68 (P68) by varying a range 
of experimental conditions including protein 
concentration, denaturant Gdn-HCl, stabilizing co-
solute TMAO, pH and temperature. From the 
analysis of SAXS data and CD, we show that P68 
possesses some degree of structural pre-
organization in solution and that its compactness 
and its helical content are highly sensitive to its 
environment. The effects of chaotropic and 
kosmotropic agents are compared with the data 
available for VSV PNTD (Leyrat et al., submitted, 
ARTICLE II). The temperature-induced structural 
changes are analyzed in terms of α-helical and 
polyproline II content. Polyproline type II structure 
(PPII) has been described as an important extended 
conformational state populated by denatured or 
natively unfolded proteins and that tend to exist 
only in very short stretches of residues (Mezei, 
Fleming et al. 2004; Jha, Colubri et al. 2005; 
Zagrovic, Lipfert et al. 2005). The occurrence and 
the influence of experimental parameters on PPII 
content in IDRs and denatured proteins is a matter 
of considerable debate in the literature (Pappu and 
Rose 2002; Jha, Colubri et al. 2005; Whittington, 
Chellgren et al. 2005; Zagrovic, Lipfert et al. 2005; 
Kjaergaard, Norholm et al. 2010). The results 
presented for RV P68 based on SAXS data and 
ensemble optimization analysis allow to probe for 
the shape and secondary structure content of the 
disordered ensembles populate by P68 and thus 
provide valuable insights into the structural 
properties of this IDP, suggesting that P68 acts as a 




Buffer   pH T(°C) C (mg/ml) Rg(nm) 
50mM RE  7.5 20 3.3 2.78 
- - - 6.6 2.58 
- - - 33.3 2.12 
TMAO 1M   - - 3.3 2.56 
Gdn-HCl 6M - - 6.6 2.81 
50mM Glu, Arg  5.0 - - 2.75 
- 4.0 - - >5 
-  7.5 5 3.9 2.70 
- - 20 - 2.66 
- - 40 - 2.62 
- - 60 - 2.55 
Table 1: Rg values extracted from SAXS data 
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Figure 1:  SAXS profiles of Rabies Virus P68. A. SAXS data were recorded for Q values in the range 0.14 nm
-1< Q < 4.8nm-1. The curves 
obtained for 3 protein concentrations (3mg/ml, 6mg/ml, and 33mg/ml) are represented in black, red, and green lines, respectively. B. SAXS 
profiles were recorded in the presence of 1M TMAO (black line), 6M Gdn-HCl (red line), 20mM Tris-HCl pH 5.0 (green line), or 20mM 
Tris-HCl pH 4.0 (blue line). 
Results 
P68 is able to compact and fold in a 
concentration dependent manner 
We investigated the effect of protein 
concentration on the SAXS profile of P68 by 
varying the concentration between 3.3 and 33.3 
mg/ml (Figure1A). The quality of the data is good 
up to Q ~ 3.5nm
-1
 and show no aggregation. The Rg 
values extracted from the data using Guinier 
approximation reveal a continuous decrease in the 
Rg of the molecule upon increasing protein 
concentration (Table 1). P68 compacts from Rg = 
2.78 nm at 3.3 mg/ml to Rg = 2.12 nm at 33.3 
mg/ml. RV P68 has been previously shown to 
display low (<5%) α-helical content in diluted 
solution, and its measured Stokes radius 
corresponds to that of a fully unfolded polypeptide 
(Gérard, Ribeiro  et al. 2009). However, consensus 
sequence-based secondary structure predictions 
suggest the existence of α-helices between residues 
10-38 and 51-56 (Gérard, Ribeiro  et al. 2009). As 
RV P68 is disordered in solution and cannot be 
represented by a unique structure, we used an 
ensemble of 4000 atomic models to fit SAXS data 
using the EOM approach. The ensemble of 
randomly generated conformers is designed to 
include α-helical segments based on the predicted 
α-helical propensity of P68 (Figure 2A). The Rg 
distributions presented in Figure 2B suggests that 
the increase in concentration causes a depletion of 
extended conformers which is accompanied at 
higher concentration by a massive contraction of 
the molecule. The details of model selection 
indicate a gradual increase in the proportion of 
helical conformers (Figure2 C, D, E) which 
culminates at c = 33.3 mg/ml where nearly all the 
selected conformers bear a fully formed helix 1 
(Figure 2E), suggesting that P68 undergoes a 
concentration-induced folding. We then calculated 
the PPII content in the initial and selected 
ensembles by counting the number of residues 
populating the Ramachandran region defined as φ = 
-75 ± 15° and ψ = 145 ± 15° and averaging over 
each ensemble. PPII content analysis shows that P68 
is enriched in PPII at low concentration (14.4% at 
3.3 mg/ml versus 10.1% for the initial ensemble), 
and that the selected populations of conformers 
tend to lose PPII content at high concentration to 
reach a value of 7.2% at 33.3 mg/ml. These 
observations are consistent with the overall 
compaction observed and indicate, together with 
the gain in α-helical conformers, a tendency of P68 
to fold at high protein concentration.     
P68 is extended in the presence of 6M Gdn-HCl 
but slightly compacts upon addition of 1M 
TMAO . 
Next, we looked at the effect of 
denaturing- and stabilizing agents on the solution 
structure of P68 (Figure 1B, red and black lines, 
respectively). Because of the observed 
concentration-dependent folding of P68, we chose to 
work at relatively low sample concentration (3.3 or 
6.6 mg/ml) to minimize interparticle interference. 
Figure 3A shows the effect of adding 6M of Gdn-
HCl on the Rg distribution of P68 for c = 6.6 mg/ml 
(data for c = 3.3 mg/ml were too noisy to be 
analyzed) and a comparison with the data recorded 
at the same protein concentration in 50 mM Glu, 50 
mM Arg buffer. The denaturant causes a significant 
increase of the population of extended conformers 
with a concomitant increase of the average Rg (2.81 
nm versus 2.58 nm). The observed Rg value 
corresponds closely to that expected for a random 
coil of this size (Fitzkee and Rose 2004; Bernado 
and Blackledge 2009). The model selection 
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histograms show that this increase in size is associated with a loss of the existing fraction of  
 
Figure 2: Effect of sample concentration on P68 structure. A. Models used in the EOM procedure. 1000 models were generated using 
FlexibleMecchano (Bernado, Blanchard et al. 2005) by including either no helical structure (no helix), one helix between residues 10 to 38 
(helix1), 2 helices between residues 10 to 38 and 51 to 56 (helix1+2), or one short helix between residues 51 to 56 (helix2) according to 
secondary structure predictions (Gérard, Ribeiro  et al. 2009). B. EOM analysis. The grey curve shows the Rg distribution calculated for the 
initial ensemble of conformers, whereas the black,red and green curves show the Rg distribution of the selected ensemble that fits the 
experimental SAXS data recorded at 3mg/ml, 6mg/ml or 33mg/ml, respectively. C, D, E. Selected Models. The histogram bars represent the 
number of models from each type (described in A.) that were selected by the genetic algorithm for the 3 different concentrations of P68 
(corresponding to the Rg distributions shown in B). The average content of PPII helices in the ensemble is shown above each histograms. 
 
Figure 3: Effect of Guanidinium Hydrochloride (Gdn-HCl) on P68 structure. A. EOM analysis. The grey curve shows the Rg 
distribution calculated for the initial ensemble of conformers, whereas the black and red curves show the Rg distribution of the selected 
ensemble that fits the experimental SAXS data recorded 6mg/ml in the presence of Gdn-HCl 6M or in 50mM Glu,Arg buffer pH 7.5, 
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respectively. B and C.  Selected Models. The histogram bars represent the number of models from each type (described in Figure 2A.) that 
were selected by the genetic algorithm in the  presence or in the absence of 6M Gdn-HCl. 
 
 
Figure 4: Effect of Trimethyl Amine N-Oxyde (TMAO) on P68 structure. A. EOM analysis. The grey curve shows the Rg distribution 
calculated for the initial ensemble of conformers, whereas the black and red curves show the Rg distribution of the selected ensemble that fits 
the experimental SAXS data recorded 3mg/ml in the presence of TMAO at 1M or in 50mM Glu,Arg buffer pH 7.5, respectively. B and C. 
Selected Models. The histogram bars represent the number of models from each type (described in Figure 2A.) that were selected by the 
genetic algorithm in the presence or in the absence of 1M TMAO. 
 
Figure 5: Effect of decreasing pH on P68 structure. A. EOM analysis. The grey curve shows the Rg distribution calculated for the initial 
ensemble of conformers, whereas the black and red curves show the Rg distribution of the selected ensemble that fits the experimental SAXS 
data recorded at 6mg/ml in  50mM Glu,Arg buffer at pH 5.0 or at pH 7.5, respectively. B and C. Selected Models. The histogram bars 
represent the number of models from each type (described in Figure 2A.) that were selected by the genetic algorithm at pH 5.0 or at pH 7.5. 
conformers bearing helix1, leaving only models 
with no or only very short α-helical fragments in 
the selected ensemble. Concomitantly, the 
proportion of PPII conformations in the ensemble 
changes from 8.5% to 15.2%, suggesting that the 
denaturant favors PPII conformers. The addition of 
1M TMAO to P68 has an opposite effect on the 
SAXS profile. Indeed, the addition of this 
stabilizing agent leads to a small but significant 
decrease in the calculated Rg (2.56 nm versus 
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2.78nm at an identical concentration of 3.3 mg/ml) 
(Table 1) which is associated with a decrease in the 
population of extended conformers (Figure 4A). 
However, this compaction was not  
 
Figure 6: Effect of temperature on P68 structure. A. SAXS profiles of P68 at different temperatures. SAXS data were recorded for Q 
values in the range 0.14 nm-1< Q < 5.9nm-1 with a fixed sample concentration of 3.9 mg/ml in 50mM Glu, Arg buffer pH 7.5. Temperature 
was varied between 5°C and 60°C.  B. EOM analysis. The grey curve shows the Rg distribution calculated for the initial ensemble of 
conformers, whereas the black, red, green, and yellow curves show the Rg distribution of the selected ensemble that fits the experimental 
SAXS data recorded at 5, 20, 40 and 60°C, respectively. C, D, E and F. Selected Models. The histogram bars represent the number of 
models from each type (described in Figure 2A.) that were selected by the genetic algorithm for the 4 different temperatures at which P68  was 
recorded. 
correlated with any detectable increase in the 
selection of helical conformers (Figure 4B and C), 
and only a slight reduction of the PPII content was 
observed which suggest that TMAO has only a 
mild effect on the structure of P68. 
P68 structure is stabilized at low pH and 
undergoes increased interparticle interactions 
and aggregation . 
The effect of acidic pH on P68 structure 
was studied by recording SAXS profiles and CD 
spectra at various pH values ranging from 4.0 to 8.5 
(Figures 5 and 7). The Rg distribution at pH 8.5 is 
essentially identical to the data obtained at pH 7.5 
(data not shown). However, dialysis of P68 against 
20mM Tris-HCl buffer at pH 4.0 caused the 
formation of soluble aggregates as shown by its 
SAXS profile and measured Rg  > 5nm
 
(Figure 1 
and Table 1). At pH 5.0, however, the measured Rg 
is close to 2.75nm, and the EOM Rg distribution 
shows an increase in the population of large 
conformers (Figure 5A). This increase in size is 
linked with a loss of helical conformers which is in 
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Figure 7: Effect of temperature and pH on the Far-UV Circular Dichroism spectrum of P68. A. Effect of temperature on the CD 
spectrum of P68 at pH 7.5 between 5 and 80°C (from dark blue to yellow). B. Effect of temperature on the CD spectrum of P68 at pH 4.0 
between 5 and 80°C (from dark blue to yellow). C. Molar ellipticity at 222nm is plotted versus temperature for P68 at pH 4.0, 5.8, 6.8 and 
7.5. 
apparent contradiction with the slight increase in 
molar ellipticity at 222 nm measured by CD (Figure 
7).  
Temperature induces P68 compaction and affects 
its helical propensity 
Temperature dependent conformational changes 
have been studied with many IDPs (Uversky, Li et 
al. 2001; Dawson, Muller et al. 2003; Gast, Zirwer 
et al. 2003; Jarvet, Damberg et al. 2003; Sanchez-
Puig, Veprintsev et al. 2005; Malm, Jonsson et al. 
2007; Jeganathan, von Bergen et al. 2008; Uversky 
2009). Recently, Kjaergaard and co-workers 
showed by using chemical shift analysis with 
intrinsic referencing based on NMR measurements 
performed between 5° and 45°C on several 
disordered peptides that the structural change 
observed upon heating was dominated by a loss of 
PPII conformations and was accompanied by a loss 
of α-helices (Kjaergaard, Norholm et al. 2010). 
Here, we recorded SAXS profiles of P68 between 5 
and 60°C (Figure 6A). We observe a general 
compaction effect with increasing temperature as 
shown by the measured Rg values (Table 1), a 
phenomenon that was previously observed both for 
natively unfolded and denatured proteins (Noppert, 
Gast et al. 1996; Gast, Zirwer et al. 1997; Sadqi, 
Lapidus et al. 2003; Nettels, Muller-Spath et al. 
2009). The change is also apparent on the curve in 
the form of reduced intensity at low Q values and a 
higher signal at high Q values, especially at high 
(60°C) temperature, which likely reflects changes 
in P68 structure (Figure 6A). The EOM profile 
confirms this tendency and shows a gradual 
compaction of the structural ensemble (Figure 6B). 
At intermediate temperatures (20°C and 40°C), the 
structural ensemble is slightly flattened, and 
includes both more compact and more extended 
structures than at 5°C, which is in agreement with 
increased disorder of the peptide chain and loss of 
secondary structure that was observed with various 
disordered peptides using NMR (Kjaergaard, 
Norholm et al. 2010). Less conformers containing 
α-helical segments are selected at 40°Cthan at 5°C 
(Figure 6C, D, E). However, at 60°C, the 
proportion of α-helical conformers increases 
significantly (Figure 6F) while the population of 
  122 
extended conformers decreases (Figure 6B).  The 
average PPII content calculated for the selected 
ensembles displays only minor fluctuations 
between 5°C and 40°C but is markedly reduced at 
60°C and drops from 13.7% to 9.5%.  
In order to confirm these results, the 
temperature dependence of the CD spectra of P68 
was recorded at different pH values ranging from 4 
to 7.5 (Figure 7).  The spectra display a decreasing 
shoulder at 222 nm and an increasing signal in the 
205-210 nm region when the temperature is 
increased between 5° and 80°C, which can be 
interpreted either in terms of a gain in α-helical 
structure or by a loss of PPII conformations. The 
changes observed were reversible up to 85°C (data 
not shown). However, as can be seen in Figure 7C, 
at pH values higher than 5, the decrease in CD 
signal at 222nm is not linear, suggesting that 
different processes occur. At pH 4, the signal seems 
not to be affected by temperature when T is 
comprised between 5 and 40°C and significantly 
drops only above 40°C. The difference in the 
temperature dependence of the CD signal at high 
and low pH suggests that temperature exerts at least 
two distinct effects on P68 structure, and that the 
effect observed at moderately high temperature (5 < 
T < 40°C) is pH dependent.  
Discussion 
Solution structure of the N-terminal region of P 
The data presented here suggests that RV 
P68 can be adequately represented as a structural 
ensemble of conformers of different compactness 
with transient helical structures. The SAXS 
technique is known to be sensitive to protein shape 
at medium resolution (1-3 nm
-1
) and to small 
structural fluctuations at high resolution (> 3 nm
-1
) 
(for a review, see (Putnam, Hammel et al. 2007)), 
and structural information from SAXS has been 
used to guide the atomic-scale modeling of proteins 
and their assemblies (Zheng and Doniach 2002; 
Wu, Tian et al. 2005; Zheng and Doniach 2005; 
Förster, Webb et al. 2008). EOM analysis of SAXS 
data recorded at different concentrations suggested 
that the compaction observed at high concentrations 
results in a population shift towards conformers 
containing in average more α-helical segments and 
less PPII. This effect can be explained in terms of 
repulsive intermolecular interactions arising from 
the high net charge of P68 (-15 at neutral pH), which 
causes the protein to compact and stabilizes the α-
helical conformers at high concentration, while 
disfavoring the extended PPII helices. We recently 
reported on the EOM analysis of VSV PNTD SAXS 
data (Leyrat et al., 2010); interestingly, the 
concentration dependent compaction of the 
molecule was not observed in this case, presumably 
due to the lower net charge (-10)  of the N–terminal 
region of VSV P. The N-terminal region of P had 
been previously shown to interact with N in the N
0
-
P complex and to be required for encapsidation of 
the viral RNA (Mavrakis, Mehouas et al. 2006; 
Chen, Ogino et al. 2007). This complex forms in 
the cytoplasm of infected cells and maintains 
nascent N molecules in a soluble and RNA-free 
form that is competent for encapsidation of the 
newly synthesized RNA genomes. In both VSV and 
RV, the RNA binding cavity of N has a high 
electrostatic surface potential (Albertini, 
Wernimont et al. 2006; Green, Zhang et al. 2006), 
whereas PNTD is rich in negatively charged residues, 
suggesting that PNTD binds in the same cavity as 
RNA (Mavrakis, Mehouas et al. 2006).  
Recently, we developed a method that 
combines multiple predictions of disorder to 
localize the borders between disordered and 
structured regions in a protein from its amino acid 
sequence (Ribeiro, Favier et al. 2008; Gérard, 
Ribeiro  et al. 2009). This approach predicted the 
presence of a structured region at the N-terminal 
extremity of both RV and VSV P proteins. 
However, various experimental results indicate that 
the isolated N-terminal region of RV ((Gérard, 
Ribeiro  et al. 2009) and this study) and VSV P 
(Leyrat et al., 2010) are highly flexible. The 
chemical shift dispersion and line width in the 
NMR spectra of VSV PNTD are typical of unfolded 
proteins, and for both RV and VSV, the values of 
the hydrodynamic radius measured by SEC and of 
the radius of gyration measured by SAXS are close 
to those expected for unfolded proteins. By 
contrast, CD and NMR dynamics revealed the 
presence of small amounts of fluctuating helical 
structures in two regions of VSV PNTD. In addition, 
the modeling of VSV PNTD as ensembles of 
conformers on the basis of SAXS data revealed the 
co-existence of two sub-populations with different 
degrees of compactness. For RV P68, the bimodal 
nature of the Rg distribution is apparent at low 
concentration and an increased occurrence of 
compact conformers is induced at higher 
concentration. This suggests the existence of a sub-
population of compact conformers that could 
prefigure the conformation adopted by this protein 
region in the complex formed with its natural 
partner, the RNA-free nucleoprotein.  
Effects of co-solvents on P68 ensembles 
The changes in compactness observed in the 
presence of Gdn-HCl and TMAO for RV P68 are 
comparable to the results obtained for VSV. The 
addition of denaturant caused a decrease in the 
population of compacted conformers and the 
disappearance of partially folded conformers in the 
selected ensemble. This is consistent with the 
observation that denatured proteins tend to have 
slightly larger radii than natively unfolded proteins 
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(Uversky 2002). Moreover, the proportion of PPII 
conformations increases significantly in the 
presence of denaturant Gdn-HCl, an effect which 
has been previously reported for urea-unfolded 
proteins (Whittington, Chellgren et al. 2005; Pace, 
Huyghues-Despointes et al. 2010). On the contrary, 
the addition of 1M TMAO led to the depletion of 
the most extended conformers through its 
solvophobic effect. TMAO has been suggested to 
favor protein folding through destabilization of 
protein backbone interactions with water (Baskakov 
and Bolen 1998; Baskakov, Kumar et al. 1999; 
Uversky, Li et al. 2001; Mello and Barrick 2003). 
Interestingly, TMAO has a milder effect on the 
folding of RV PNTD compared to VSV, for which a 
higher proportion of α-helical conformers was 
induced in the presence of TMAO (30 % of α-
helical content). This difference might arise from 
the lower α-helical potential of RV compared to 
VSV (Gérard, Ribeiro  et al. 2009), a feature that 
might, in turn, be related to the stronger 
electrostatic repulsions in RV PNTD.  
Effects of pH and temperature on P68 ensembles 
The effect of lowering the pH on acidic 
IDPs has been previously correlated with an 
increased hydrophobic force resulting from the 
decrease in the net charge of the polypeptide 
(Uversky, Li et al. 2001). In the case of RV P68, 
acidification is associated with increased secondary 
structure content as measured by CD. However, the 
decrease in repulsive interactions causes the protein 
to aggregate at the higher concentrations used in 
SAXS experiments leading to an increase in the 
measured Rg at pH 5.0 and to major aggregation at 
pH 4.0. 
A characteristic temperature-dependent 
spectroscopic change has been observed in 
numerous IDPs (Uversky, Li et al. 2001; Dawson, 
Muller et al. 2003; Gast, Zirwer et al. 2003; Jarvet, 
Damberg et al. 2003; Sanchez-Puig, Veprintsev et 
al. 2005; Malm, Jonsson et al. 2007; Jeganathan, 
von Bergen et al. 2008; Uversky 2009; Kjaergaard, 
Norholm et al. 2010).  The structural change that 
can be recorded by CD could be interpreted either 
in terms of loss of PPII conformations or by the 
formation of α-helices. Recently, a combined CD, 
SAXS and NMR study found that the structural 
change was likely to result from a loss of PPII 
conformations. The three studied IDPs were found 
to lose rather than gain α-helices when comparing 
NMR measurements performed at 5° and 45°C, 
whereas a decrease in the measured Rg was also 
observed by SAXS (Kjaergaard, Norholm et al. 
2010). However, the integrality of the spectroscopic 
change could not be followed neither by NMR nor 
SAXS at temperatures higher than 45°C, and the 
angular range of the SAXS data was limited to 2.5  
nm
-1
, which is insufficient to probe the average 
secondary structure content of IDPs. Here, SAXS 
profiles with acceptable signal-to-noise ratios were 
fitted up to Q = 5 nm
-1
 for temperatures ranging 
from 5° to 60°C. The curves reveal significant 
changes in the high Q region with increasing 
temperature. The structural ensembles selected by 
EOM are almost totally depleted in α-helical 
conformers as the temperature is raised from 5 to 
40°C. This is correlated with broadening of the Rg 
distribution of the selected ensemble and a slight Rg 
decrease. This effect might reflect a temperature-
induced redistribution of the random coil associated 
with a loss of PPII conformations as suggested 
previously (Kjaergaard et al., 2010). However, the 
profile obtained at 60°C contrasts with the previous 
observations and shows an increased occurrence of 
α-helical conformers and a more pronounced 
compaction effect, which is accompanied by 
significant loss of extended PPII conformations. 
This temperature-induced change is clearly visible 
in the SAXS pattern of 60°C-heated P68 and 
changes in the high Q region of the SAXS curve 
can be theoretically associated with changes in 
secondary structure content (Putnam, Hammel et al. 
2007). Alternatively, a temperature-induced 
stabilization of α-helical conformers through an 
increase in hydrophobic effect, as suggested by 
Uversky and colleagues (Uversky, Li et al. 2001), 
might be apparent only at moderately high 
temperature and be masked below 40-45°C by 
statistical coil redistribution. Interestingly, the CD 
spectra recorded at different temperatures and pH 
values show a linear change in signal which can be 
divided in two regions, as the slope slightly changes 
above 40°C. This is shown more clearly at lower 
pH (4.0) where the signal is nearly constant 
between 5 and 40° and does only decrease between 
40 and 80°C, revealing the existence of two 
regions, consistently with our interpretation derived 
from ensemble analysis of SAXS data. The effect 
of temperature on IDPs is complex in nature and 
seems to involve simultaneous changes in 
conformational entropy, hydrophobic effect and 
intra-molecular hydrogen bonding (Uversky, Li et 
al. 2001; Nettels, Muller-Spath et al. 2009; 
Kjaergaard, Norholm et al. 2010). Clearly, much 
more work is needed to fully elucidate the 
mechanisms of temperature-induced structural 
changes in IDPs. 
Implications for recognition of N
0
 by the N-
terminal region of P 
Our data shows that P68 is highly flexible 
and has average molecular dimensions of a random 
coil chain, but contains fluctuating α-helical 
structures, which together with the existence of a 
compact sub-population, indicates some degree of 
pre-organization in the N-terminal region of P. The 
apparent discrepancy between bioinformatics 
predictions (Gérard, Ribeiro  et al. 2009) and the 
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experimental observations of disorder suggests that 
this region of P could fold upon binding to its viral 
partner, the RNA-free N
0
. Because residues 4 to 60 
of P have been implicated in binding to N
0 
(Mavrakis, Mehouas et al. 2006), the existence of 
pre-organized conformers in solution suggests that 
it has the potential to fold but has not enough intra-
molecular interactions to exist by itself in a folded 
conformation. Binding to its partner would provide 
additional inter-molecular interactions that could 
stabilize the structure and lower its intramolecular 
repulsion caused by its high net charge. 
In the viral replication cycle, the N
0
-P 
complex forms only transiently as an intermediate 
during the synthesis of new nucleocapsids. The N
0
-
bound P must be outcompeted by the newly 
synthesized genomic RNA, and therefore the 
affinity of P for N
0
 cannot be too high. The 
mechanism of folding upon binding has been 
proposed as a solution for providing a highly 
specific recognition of a ligand by its receptor, 
without the corollary of a high affinity (Dyson and 
Wright 2002; Wright and Dyson 2009). Generally, 
complexes formed between a disordered protein 
and a structured one, have large binding interfaces 
(Mészáros, Tompa et al. 2007). The folding or the 
adoption of a rigid structure by the ligand upon 
binding to its receptor leads to the formation of 
multiple specific intermolecular interactions that 
provide a great specificity. A large number of 
contacts would generally results in an extremely 
high affinity, but in the case of a ligand that is 
disordered in its unbound form, this strong binding 
energy is opposed by the high entropy of the 
disordered protein. Such a mechanism could 
explain how the N-terminal region of P specifically 
recognizes the RNA-free N
0
 molecule, in particular 
through electrostatic complementation, but then 
could be displaced by the viral RNA. The 
mechanism of folding upon binding to a partner 
remain poorly understood (Wright and Dyson 
2009), and two models have been proposed that 
involved either an induced fit mechanism in which 
binding is coupled with folding or a selection 
mechanism in which preexisting equilibrium 
conformations are selected (Tsai, Kumar et al. 
1999). Both the presence of fluctuating α-helical 
structures in P68 and the co-existence of sub-
populations of compact and of extended conformers 
support the existence of preformed structural 
elements. However, in the structure of the N-RNA 
complex (Albertini, Wernimont et al. 2006), the gap 
between the N- and C-terminal domains of N is 
small, suggesting that a folded, compact form of 
PNTD could not insert into the RNA-binding grove 
without a significant conformational change in N. 
This structural feature of N rather support a model 
of coupled folding and binding in which PNTD 
would bind to N
0
 in a relatively extended 
conformation through non native interactions and 
electrostatic attractions and subsequently folds 
within the N
0
-P complex, as has been suggested for 
other complexes involving a disorder-to-order 
transition (Sugase, Dyson et al. 2007; Turjanski, 
Gutkind et al. 2008). It is now important to obtain 
structural information about the structure of the N
0
-
P complex in order to understand how PNTD 
interacts with N
0
 and how N
0
 is transferred onto 
newly synthesized RNA genomes. 
 
Material and Methods 
Protein sample preparation 
Rabies Virus phosphoprotein residues 1-68 was 
produced and purified according to previously published 
procedure (Gérard, Ribeiro  et al. 2009). Sample quality was 
checked using size exclusion chromatography (SEC) combined 
with detection by multi-angle laser light scattering (MALLS) 
and refractometry (RI) (Gérard, Ribeiro et al. 2007; Hodak, 
Wohlkönig et al. 2008). 
Circular dichroism spectroscopy 
Far-UV circular dichroism spectra were recorded at 
20°C on a JASCO model J-810 CD spectropolarimeter equipped 
with a Peltier temperature controller. RV PNTD was dialysed 
against 20mM Tris-HCl at appropriate pH (4-8.5) and diluted to 
final concentrations of about 40 μM in dH2O. Spectra were 
measured in a cuvette with a path length of 2 mm. After 
subtracting the blank signal, the CD signal (in millidegrees) was 
converted to mean molar residue ellipticity (in deg.cm2.dmol-1). 
Small-angle X-ray scattering (SAXS) experiments 
The monodispersity of the samples used in SAXS 
experiments was checked by size exclusion chromatography 
(SEC) combined with detection by multi-angle laser light 
scattering (MALLS) and refractometry (RI) (Gérard, Ribeiro et 
al. 2007; Hodak, Wohlkönig et al. 2008). SAXS data were 
collected at the European Synchrotron Radiation Facility 
(Grenoble, France) on beamline ID14-3. The sample-to-detector 
distance was 1 m and the wavelength of the X-rays was 0.0995 
nm. Samples were contained in a 1.9 mm wide quartz capillary. 
The time of exposure was optimized for reducing radiation 
damage. Data acquisition was performed at 20 °C. Protein 
concentrations ranged from 3 to 33 mg.ml-1. Data reduction was 
performed using the established procedure available at ID14-3, 
and buffer background runs were subtracted from sample runs. 
The radius of gyration and forward intensity at zero angle (I(0)) 
were determined with the programs PRIMUS (Konarev, Volkov 
et al. 2003) by using the Guinier approximation at low Q values, 






  (Eq. 1) 
The forward scattering intensity was calibrated using 
bovine serum albumin and lysozyme as references. The radius of 
gyration and pairwise distance distribution function, P(r), were 
calculated with the program GNOM (Semenyuk and Svergun 
1991). The maximum dimension (Dmax) value was adjusted so 
that the Rg value obtained from GNOM agreed with that 
obtained from the Guinier analysis.  
Structural Modeling 
A conformational ensemble of 4,000 conformers was 
generated with the program Flexible-Meccano (Bernado, 
Blanchard et al. 2005) by pooling 4 sub-ensembles of 1000 
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conformers in which different amounts of helical structure were 
imposed in the putative helical regions of PNTD identified by 
secondary structure prediction (Gérard, Ribeiro  et al. 2009) as 
follows: Ensemble 1: no helix; Ensemble 2: aa 10-38; Ensemble 
3: aa 10-38 and aa 51-56; Ensemble 4: aa 51-56. An optimized 
ensemble of conformations that agrees with the experimental 
SAXS data was selected from the large conformational ensemble 
using the Ensemble Optimization Method (EOM) software 
(Bernado, Mylonas et al. 2007). In order to calculate polyproline 
II helix (PPII) content, the pool ensemble and all the selected 
ensembles were converted into trajectories using Gromacs (Hess, 
Kutzner et al. 2008), and processed using Gromacs tool g_rama 
to calculate Ramachandran plots, from which the PPII content of 
each ensemble was extracted (defined by φ = -75 ± 15° and ψ = 
145 ± 15°).  
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Les travaux sur la structure du PNTD du VSV nous fournissent une description quantitative 
du désordre conformationnel qui caractérise cette région de la phosphoprotéine en solution. 
En particulier, les données de spectroscopie RMN indiquent la présence de structures 
hélicoïdales transitoires dans des proportions significatives dans les régions 1 à 12 et 25 à 31 
de PNTD. Les ensembles de structures sélectionnés sur base des profiles SAXS suggèrent la 
coexistence de deux populations de conformères compactes et étendus, qui sont affectées par 
la présence d’agents kosmotropiques ou chaotropiques.  




H réalisé sur la phosphoprotéine entière du VSV 
montre que les signaux correspondant au N-terminal sont identiques à ceux observés pour le 
peptide isolé (Figure 23), indiquant qu’aucune interaction tertiaire spécifique ne stabilise la 
région N-terminale dans le contexte de la phosphoprotéine entière, et suggérant donc que le 
PNTD est également désordonné dans le contexte de la phosphoprotéine entière.  
 









VSV PNTD (jaune) et PCTD (vert). Le spectre a été enregistré dans 20 mM Tris pH 7.5, 150 mM NaCl à 10 °C.  
 
Concernant la région N-terminale de la phosphoprotéine du virus de la rage, les données 
présentées indiquent également un désordre conformationnel important, en accord avec les 
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résultats publiés précédemment (Gérard, Ribeiro  et al. 2009). L’analyse par diffusion aux 
petits angles révèle une tendance marquée à la compaction et à la formation de structures 
secondaires à haute concentration, un phénomène qui n’est pas ou peu observé chez le VSV, 
et qui est probablement lié au caractère plus chargé du peptide rabique. Par ailleurs, l’étude de 
l’effet de la température sur la structuration du peptide, particulièrement en termes de contenu 
en hélices α et en polyproline II, souligne la complexité des changements structuraux induits 
par la température sur les protéines désordonnées, un phénomène ayant fait et faisant 
actuellement l’objet de nombreuses études biophysiques (Uversky, Li et al. 2001; Dawson, 
Muller et al. 2003; Gast, Zirwer et al. 2003; Jarvet, Damberg et al. 2003; Sanchez-Puig, 
Veprintsev et al. 2005; Malm, Jonsson et al. 2007; Jeganathan, von Bergen et al. 2008; 
Uversky 2009; Kjaergaard, Norholm et al. 2010). En particulier, outre la compaction 
graduelle induite par la température et qui a déjà été documentée (Nettels, Muller-Spath et al. 
2009), le changement observé semble pouvoir être divisé en deux phases : un chauffage 
modéré (jusqu’à 40°C environ) semble induire une perte de la structure hélicoïdale résiduelle, 
en accord avec les observations effectuées par (Kjaergaard, Norholm et al. 2010), alors qu’à 
60°C une augmentation significative de la structure hélicoïdale couplée à une perte 
concomitante de polyproline II semble se produire. L’occurrence simultanée de ces deux 
phénomènes pourrait expliquer l’apparent désaccord entre les différentes interprétations 





















INTERLUDE : MODELISATION AB INITIO DU 
DOMAINE CENTRAL DE LA 
PHOSPHOPROTEINE DU VIRUS DE LA RAGE 
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Chronique d’une modélisation manquée - Modélisation de la structure du 
domaine central du virus de la rage et analyse à posteriori des raisons de 
l’échec. 
 
La région 93-131 de la phosphoprotéine du virus de la rage avait été identifiée par la 
méta-prédiction de désordre comme une région structurée et la caractérisation expérimentale 
du fragment correspondant avait démontré qu’il s’agissait du domaine de dimérisation 
(Gérard, Ribeiro  et al. 2009). Nous souhaitions disposer de la structure de ce domaine afin de 
l’incorporer dans des reconstructions de la structure entière de la P par modélisation sous 
forme de corps rigides articulés à partir de données de SAXS. Nous avons donc entrepris une 
modélisation moléculaire. Entre-temps la structure cristallographique a été obtenue (Ivanov, 
Crepin et al. 2010). Nous comparons ici la structure réelle avec la structure modélisée et nous 
discutons les raisons qui ont conduit à modéliser de manière incorrecte l’interface de 
dimérisation.  
Nous avons utilisé une stratégie de modélisation en deux étapes, en modélisant 
d’abord la structure du monomère et en reconstituant ensuite le dimère. La structure du 
monomère de PCED a été modélisée à partir de la séquence en acides aminés en utilisant le 
serveur LOMETS qui réalise une modélisation par homologie en utilisant une méta-analyse 
par enfilage (« threading ») (Wu and Zhang 2007). Les méthodes d’enfilage évaluent la 
pertinence d’enfiler une séquence protéique dans une structure connue issue d’une librairie de 
repliements. LOMETS réalise un consensus entre 9 programmes d’enfilage différents (Wu 
and Zhang 2007). Nous avons également utilisé le programme I-TASSER qui est une 
méthode hybride, combinant une première sélection par enfilage qui permet d’identifier un 
repliement consensus et une seconde étape de modélisation ab initio des parties non alignées 
(Wu, Skolnick et al. 2007; Zhang 2008; Roy, Kucukural et al. 2010). La méthode est itérative 
permettant de progressivement raffiner les modèles obtenus. Le monomère cristallographique, 
tout comme dans le meilleur modèle généré par LOMETS, contient une hélice N-terminale 
(aa 90-109) liée à une hélice C-terminale (aa 114-133) par une boucle (aa 110-113). 
L’alignement du meilleur modèle de monomère renvoyé par le serveur LOMETS avec le 
monomère cristallographique à l’aide du programme « secondary structure matching » (SSM) 
(Krissinel and Henrick 2004) indique un r.m.s.d. (root mean square deviation) de 3.0 Å. Cette 
différence indique une excellente correspondance entre les deux structures (Figure 24).  
Dans une seconde étape, des modèles de dimère ont été construits par une procédure 
d’arrimage moléculaire (« docking ») de structures rigides avec le programme BiGGER 
(Krippahl, Moura et al. 2003) suivie d’une procédure de raffinement par dynamique 
moléculaire (Krol, Chaleil et al. 2007; Krol, Tournier et al. 2007). Parmi les 3,000 modèles de 
complexe sélectionnés et renvoyés par BiGGER, les orientations parallèle ou antiparallèle des 
monomères étaient représentées et donnaient des scores de qualité comparables. Le modèle 
présentant le meilleur score dans chacune des orientations a alors été soumis à une simulation 
de dynamique moléculaire en solvant explicite avec le logiciel GROMACS (van der Spoel, 
Lindahl et al. 2005) (2 x 3 = 6 simulations). Une simulation de 100 ns a été réalisée en 
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triplicat pour chaque modèle. La structure obtenue après 100 ns de chacun des monomères (6 
x 2 = 12 monomères) a ensuite été utilisée dans une nouvelle étape d’arrimage moléculaire 
rigide croisé (12 x 12 = 144 simulations) générant ainsi 432,000 solutions (144 x 3000). Pour 
chacune des simulations, les modèles ont été reclassés en utilisant un filtre de sélection basés 
sur des données de mutagenèse (Gérard, Ribeiro  et al. 2009) qui avaient permis d’identifier 
les résidus hydrophobes nécessaires pour l’auto-assemblage. Le meilleur modèle issu de 
chacune des 144 simulations a été minimisé en énergie avec le programme GROMACS et les 
modèles minimisés ont été classés en combinant trois potentiels pseudo-empiriques: Vorserv 
(Bernauer, Aze et al. 2007), FASTCONTACT (Champ and Camacho 2007) et EMPIRE 
(Liang, Liu et al. 2007). Parmi les 10 meilleurs modèles générés au bout de cette procédure, 7 
présentaient une orientation parallèle des monomères et 3 présentaient une orientation 
antiparallèle. La comparaison de ces modèles de dimères avec la structure cristallographique a 
indiqué des valeurs de r.m.s.d. élevées indiquant la mauvaise qualité de la modélisation.  Dans 
la structure cristallographique, les monomères sont inclinés l’un par rapport à l’autre selon un 
angle de 46° proche de l’angle de 50° généralement rencontrés lors de l’assemblage hélice-
hélice dans des protéines globulaires mais différent de l’angle de 20°C généralement observés 
dans les faisceaux de 4 hélices (« 4 helix bundles »). Les structures de dimères obtenues par 
modélisation présentaient une orientation incorrecte entre les monomères. Dans ce cas, 
l’échec de la modélisation vient de la sélection arbitraire de seulement deux modèles après la 
première étape d’arrimage rigide dictée par le temps de calcul requis pour réaliser la 
procédure de raffinement. Les modèles choisis présentaient déjà une orientation incorrecte des 
monomères qui n’a pas pu être corrigée par la procédure de raffinement (Figure 24). En effet, 
le temps simulé dans la dynamique moléculaire était trop court pour permettre aux deux 
monomères de se séparer et de se réassocier dans une autre orientation (Figure 24). 
Néanmoins, on constate que la plupart des simulations montrent un dépliement partiel des 
hélices α qui suggèrent que les structures modélisées sont instables. Ce problème aurait pu 
être évité si nous avions réalisé une première analyse de l’orientation des monomères au bout 
de la première étape d’arrimage. 
Il est également intéressant de noter que la soumission au serveur I-TASSER de deux 
copies en tandem de la séquence de PCED séparées par un cours segment flexible (« linker ») 
constitué d’une répétition de Ser et de Gly renvoie des modèles composés d’un arrangement 
compact d’hélices α formant une large interface hydrophobe (données non-présentées). Cette 
modélisation confirme la tendance d’auto-assemblage du monomère. 
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Figure 24 : Modélisation ab initio 
du domaine de dimérisation de la 
phosphoprotéine du Virus de la 
Rage (RV PCED) : La procédure 
repose sur l’utilisation d’un modèle 
initial du monomère correspondant 
aux résidus 90 à 133 de la 
phosphoprotéine obtenu via le serveur 
LOMETS (Wu and Zhang 2007). 
L’alignement avec un monomère 
extrait de la structure 
cristallographique du domaine (code 
pdb : 3L32, (Ivanov, Crepin et al. 
2010)) réalisée à l’aide du serveur 
SSM (Krissinel and Henrick 2004) 
indique un R.M.S.D de 3.02 Å. Après 
une première étape de docking rigide 
(BiGGER, (Krippahl, Moura et al. 
2003)), les deux modèles dimériques 
affichant le meilleur score global dans 
les orientations parallèles et 
antiparallèles sont utilisés comme 
conformations initiales dans des 
simulations de Dynamique 
Moléculaire en solvant explicite de 
100 ns réalisées en triplicats dans 
GROMACS ((van der Spoel, Lindahl 
et al. 2005). 2 x 3 = 6 simulations 
sont réalisées et les conformations de 
chaque monomère après 100 ns de 
simulation ( 6 x 2 monomères) sont 
extraites et utilisées dans un nouveau 
cycle de docking rigide  (12 x 12 = 
144 runs) générant ainsi 144 x 3000 = 
432000 solutions. Après reclassement 
des modèles sur base de données de 
mutagénèse dirigée concernant 
l’interface d’interaction (Gérard, 
Ribeiro  et al. 2009), le dimère 
obtenant le meilleur score global avec 
chacune des combinaisons de 
conformères de PCED est extrait et 
minimisé en énergie dans 
GROMACS. Les 144 modèles 
dimériques ainsi raffinés sont 
reclassés en combinant trois 
potentiels pseudo-empiriques 
différents (Vorserv (Bernauer, Aze et 
al. 2007), FASTCONTACT (Champ 
and Camacho 2007) et EMPIRE 
(Liang, Liu et al. 2007)). Les 10 
meilleurs modèles obtenus consistent 
en 7 modèles parallèles et 3 modèles 
antiparallèles, indiquant que 
l’agencement parallèle au sein du 
dimère est nettement favorisé, comme 
cela est observé dans la structure 
cristallographique. Enfin, les 3 
meilleurs modèles sont à nouveaux 









CHAPITRE IV : STRUCTURE DU DOMAINE C-
TERMINAL DE LA PHOSPHOPROTEINE DU 









gcq#256: "Fly to the Court of England and Unfold" 
 





Le domaine C-terminal de la phosphoprotéine (PCTD) constitue un des modules structuraux 
et fonctionnels les plus conservés de la phosphoprotéine des Rhabdoviridae (Gérard, Ribeiro  
et al. 2009), et est notamment impliqué dans la fixation aux complexes nucléoprotéine-ARN.  
Les travaux présentés dans l’article ci-après concernent la structure du domaine C-terminal de 
la phosphoprotéine du Virus de la Stomatite Vésiculaire, résolue par RMN grâce aux efforts 
collaboratifs conjoints des docteurs Euripedes de Almeida Ribeiro Jr, en post-doctorat dans 
l’équipe, et Adrien Favier du laboratoire de Résonance Magnétique Nucléaire de l’Institut de 
Biologie Structurale de Grenoble. La structure RMN révèle un agencement des éléments de 
structure secondaire au sein du domaine PCTD similaire à celui observé chez RV, avec un 
« fold » néanmoins plus épuré qui confère au domaine une plus grande flexibilité qui explique 
l’échec des différents  essais de cristallisation (Euripedes de Almeida Ribeiro Jr, 
communication personnelle).   
Ma contribution à ce travail consista principalement à traduire la conservation des résidus 
du PCTD sur la structure tridimensionnelle (Pei and Grishin 2001; Meng, Pettersen et al. 2006), 
et à comparer la topologie du domaine de VSV avec la structure cristallographique disponible 
pour le PCTD du RV (Krissinel and Henrick 2004).  
Plusieurs fonctions ont été attribuées au domaine PCTD du VSV en utilisant des délétions 
C-terminales de la phosphoprotéine, et notamment la fixation à N-ARN et L (Paul, 
Chattopadhyay et al. 1988; Takacs, Das et al. 1993). Des simulations de dynamique 
moléculaire réalisées sur le PCTD du VSV et sur deux constructions délétées des 11 (ΔC11) ou 
des 21 (ΔC21) derniers résidus sont présentées en complément à l’article. Ces données 
fournissent une analyse théorique de la stabilité du domaine, et suggèrent que la délétion 
ΔC21 entraîne une déstabilisation importante du PCTD incitant à interpréter avec prudence les 
données biochimiques utilisant des délétions C-terminales de la phosphoprotéine chez le VSV 












II. ARTICLE IV: Solution Structure of the C-Terminal Nucleoprotein–
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III. Données supplémentaires: simulations de dynamique moléculaire sur 
le domaine C-terminal de la phosphoprotéine du VSV et les délétions 
C-terminales ΔC11 et ΔC21. 
 
A. Méthodes 
Les simulations de dynamique moléculaire (MD) ont été réalisées à l’aide du logiciel 
GROMACS 3.3 et du champ de force GROMOS 53a6 (Oostenbrink, Villa et al. 2004; 
Oostenbrink, Soares et al. 2005). Les modèles de VSV PCTD (résidus 195-265) et de ses 
délétions C-terminales ΔC11 (résidus 195-254) et ΔC21 (résidus 195-244) ont été immergés 
dans des boîtes rectangulaires contenant environ 7700 molécules d’eau SPC/E (Berendsen, 
Grigera et al. 1987), avec une distance minimum entre le soluté et la boîte de 0.9 nm. La 
charge négative nette du système a été neutralisée par addition d’ions Na+ et Cl- à une 
concentration finale de 20 mM. Les contributions électrostatiques longues distances ont été 
calculées par sommation d’Ewald (particle-mesh Ewald, PME) avec un cut-off de 0.9 nm. La 
géométrie des molécules d’eau a été contrainte grâce à l’algorithme SETTLE (Miyamoto and 
Kollman 1992). Les longueurs des liaisons covalentes ont été contraintes à l’aide de 
l’algorithme LINCS (Hess, Bekker et al. 1997).  La température (300 K) et la pression (1 atm) 
ont été maintenues par couplage à un bain de chaleur externe et à un bain de pression isotrope 
avec des constantes de couplage de 0.1 et 1 ps, respectivement. Après 2500 étapes de 
minimisation d’énergie, le système a été équilibré pendant 100 ps avec les atomes de protéine 
restreints. Des simulations de 20 ns ont ensuite été calculées et les trajectoires résultantes 
analysées avec les routines de GROMACS. Les calculs de dérive conformationnelle (Root 
Mean Square Deviation, RMSD) et de fluctuations conformationnelles (Root Mean Square 
Fluctuation, RMSF) ont été réalisés sur les Cα après superposition du squelette protéique à la 
structure de référence. Les figures représentant des structures extraites des trajectoires ont été 
réalisées dans PyMOL (DeLano 2002) et les graphiques à l’aide de Sigmaplot (SYSTAT 
Software, Inc.). 
 
B. Stabilité du domaine C-terminal de la phosphoprotéine du virus de la stomatite 
vésiculaire et des délétions ΔC11 et ΔC21. 
 
Les simulations de dynamique moléculaire réalisées sur VSV PCTD (résidus 195-265) et 
ses délétions C-terminales ΔC11 (résidus 195-254) et ΔC21 (résidus 195-244) soulignent 
d’une part la flexibilité conformationnelle du domaine, et indiquent par ailleurs une probable 
déstabilisation du repliement global du PCTD lorsque les deux hélices α C-terminales sont 
délétées, comme le suggèrent les courbes de RMSD représentant la dérive conformationnelle 
du modèle par rapport à la structure de départ au cours des simulations (Figure 25A). La 
trajectoire obtenue pour VSV PCTD montre une flexibilité importante dans la région 209-215 
(Figure 25B) et un dépliement de l’hélice C-terminale α4 (Figure 25C) qui se produit 
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spontanément à t ~ 15ns. Ces données sont en accord avec les résultats de dynamique obtenus 
en RMN, qui indiquent que ces deux régions de la protéine sont en échange conformationnel.  
 
Figure 25 : Simulations de Dynamique Moléculaire de VSV PCTD (résidus 195-265) et de ses délétions C-
terminales ΔC11 (résidus 195-254) et ΔC21 (résidus 195-244). A. Dérive conformationnelle des carbones α 
(RMSD) au cours des simulations de VSV PCTD (noir), ΔC11 (rouge) et ΔC21 (vert).  La valeur du RMSD 
augmente rapidement durant les 5 premières ns et se stabilise en fin de simulation. Une transition est visible à t ~ 
15 ns pour  VSV PCTD. B. Fluctuations conformationnelles moyennées sur les 5 dernières ns de simulation en 
fonction de la séquence en acides-aminés. Le code couleur est identique à celui utilisé en A. C, D et E. 
Structures initiales et finales des simulations de VSV PCTD (C), ΔC11 (D) et ΔC21(E).   
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Par ailleurs, l’analyse de la dérive conformationnelle (RMSD, Figure 25A) et des 
fluctuations de structure en fonction de la séquence (RMSF, Figure 25B) indiquent des 
changements conformationnels plus importants pour ΔC21 par rapport à ΔC11 et VSV PCTD, 
ce qui suggère que les 2 derniers éléments de structures hélicoïdales C-terminaux (résidus 
245-265) contribuent de manière importante à la stabilité du repliement global de PCTD. En 
particulier, la structure des brins β1 et β2, (résidus 204-220), déjà déstabilisée par la délétion 
des 11 derniers résidus dans ΔC11 (Figure 25B&D), ainsi que la structure de l’hélice α2 sont 
rapidement détruites au cours de la simulation pour la construction ΔC21 (Figure 25B&E). 
Ces données théoriques concernant la stabilité de PCTD et de ses délétions C-terminales 
suggèrent que l’interprétation des données biochimiques basées sur l’utilisation de mutants 
délétés au niveau de la région C-terminale de P (Paul, Chattopadhyay et al. 1988; Takacs, Das 
et al. 1993) sont à considérer précautionneusement, le repliement du domaine étant 







Les données présentées dans ce chapitre illustrent la validité et l’intérêt des méthodes 
bioinformatiques utilisées pour définir les différentes régions structurées de la 
phosphoprotéine, et qui ont été utilisées pour localiser précisément le domaine PCTD du VSV 
(Chap. II). Plusieurs expériences incluant la dénaturation/renaturation thermique réversible de 
PCTD par dichroïsme circulaire (CD), la RMN et l’analyse SEC-MALLS de deux constructions 
correspondant aux résidus 195-265 et 185-265 ont permis de montrer que le domaine PCTD est 
capable de se replier de manière autonome, et que les résidus 185 à 194 sont effectivement 
désordonnés, conformément à l’analyse de séquence (Gérard, Ribeiro  et al. 2009).  
La structure atomique résolue par RMN indique que la topologie du domaine PCTD du 
VSV est globalement similaire à celle observée pour le virus de la rage (RV). Les différences 
résident notamment dans la taille du domaine, plus faible pour le VSV, liée à la présence 
d’une hélice α1 plus courte, et à l’absence des hélices α3 et α6 existant chez RV (Mavrakis, 
McCarthy et al. 2004).  
Les études de relaxation par RMN ont mis en évidence des mouvements rapides (de 
l’ordre des pico- aux nanosecondes) dans la région de la boucle (209-215) et des échanges 
conformationnels plus lents dans les hélices N- et C-terminales. Une flexibilité 
comparativement plus importante a également été observée pour ces régions par Dynamique 
Moléculaire. 
Les similarités topologiques entre les domaines PCTD du VSV et du RV suggèrent que ces 
deux domaines ont pu évoluer à partir d’un ancêtre commun, une affirmation qui est moins 
évidente en ce qui concerne l’autre région repliée de la phosphoprotéine, à savoir le domaine 
central PCED, dont la structure est complètement différente chez VSV et RV (Ding, Green et 

















CHAPITRE V: MODELISATION DE LA 




“Consider a spinless ideal Fermi gas of N particles. According to Fermi-





where,  is the mean occupation number, εi is the energy of the i
th
 
state, μ is the fugacity (which at zero temperature is the maximum 
energy the particle can have i.e.Fermi energy εF)” 
 






Les connaissances accumulées concernant les différentes régions de la phosphoprotéine 
nous ont permis d’entreprendre la modélisation atomique de cette protéine modulaire en 
utilisant les données de diffusion de rayons X aux petits angles (SAXS). En particulier, la 
localisation des régions désordonnées (Gérard, Ribeiro  et al. 2009), la localisation des 
structures α-hélicoïdales résiduelles dans la région N-terminale (Chap.III), la structure 
cristallographique du domaine de dimérisation (Ding, Green et al. 2006), et la structure RMN 
en solution du domaine C-terminal (Ribeiro, Favier et al. 2008) ont été utilisées pour générer 
des ensembles de dimères de phosphoprotéines à l’aide du logiciel Flexible Mecchano 
développé par Martin Blackledge (Bernado, Blanchard et al. 2005).  
La comparaison des résultats obtenus par l’approche d’optimisation d’ensembles par 
algorithme génétique sur base de la corrélation avec le profil SAXS (Ensemble Optimization 
Method, (Bernado, Mylonas et al. 2007)) avec l’analyse classique effectuée d’après les 
données de diffusion de neutrons aux petits angles (SANS) et les paramètres 
hydrodynamiques de la phosphoprotéine (Gérard, Ribeiro et al. 2007), ainsi qu’avec les 
méthodes de modélisation ab initio (Svergun 1999) ou par assemblage de corps rigides (i.e. 
rigid-body modeling) (Petoukhov and Svergun 2005) nous ont permis d’étendre et de détailler 
la description structurale de cette protéine multidomaines, en soulignant notamment la 
flexibilité intrinsèque des dimères de phosphoprotéine en terme de distances et d’orientation 











II. ARTICLE V: Modeling the structure of the modular full-length 
vesicular stomatitis virus phosphoprotein as a conformational 
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The phosphoprotein of the vesicular stomatitis virus (VSV P) is an essential component of the viral replication 
machinery that connects the nucleoprotein-RNA (N-RNA) template to the viral polymerase (L) and acts as a 
chaperone of the nucleoprotein (N) to prevent the non-specific encapsidation of cellular RNAs. VSV P has been 
previously shown to form elongated dimers in solution (Gérard, Ribeiro et al. 2007) and to possess a modular 
organization characterized by the presence of two stable, well-folded domains and intrinsically disordered 
regions (Ribeiro Ede, Leyrat et al. 2009). The high-resolution structure of both central dimerization domain and 
C-terminal N-RNA binding domain are known. Here, we used and compared different recently developed 
methods for constructing structural models of the whole VSV P dimer from small-angle scattering data and the 
known three-dimensional structures. Model-free analysis of the small-angle scattering data and ab initio 
modeling with programs that reconstruct a single model from SAXS data suggested that VSV P dimer has a 
cylindrical shape with length of 18 nm and diameter of 6 nm. Modeling VSV P as an ensemble of conformers 
using the ensemble optimization method (EOM) suggested the dynamic character of VSV P dimer and showed 
that it samples a wide range of interdomain distances and relative orientations. The large range of the radius of 
gyration (Rg) and of the maximum dimension and (Dmax) contained in the ensemble proved that the P dimer can 
continuously extend and compact. These results provide valuable insights into the mechanism of action of P 





The vesicular stomatitis virus (VSV) is a 
single strand negative-sense RNA virus that served 
for many years as a model system of the family 
Rhabdoviridae, which includes the prominent 
rabies virus. The Rhabdoviridae family is grouped 
within the order Mononegavirales with three other 
families of negative-sense RNA viruses, the 





respiratory syncytial virus, Nipah virus), the 
Filoviridae (Ebola virus, Marburg virus) and the  
Bornaviridae (Borna disease virus), which all share 
similar genome and structural organizations and 
similar modes of RNA transcription and replication. 
The genome of VSV contains a set of five genes 
that are common to all MNV viruses and are 
organized in the same order along the RNA 
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genome. They encode successively from the 3’ 
extremity to the 5’ extremity the nucleoprotein (N), 
the phosphoprotein (P), the matrix protein (M), the 
glycoprotein (G) and the large subunit of the RNA 
dependent RNA-polymerase (L). The 
phosphoprotein (P) is an essential component of the 
transcription/replication machineries that plays 
multiple roles at different stages of the viral cycle. 
P forms with nascent N a complex named N
0
-P that 
prevents N to binds to cellular RNA and preserves 
N in soluble form available for encapsidating newly 
synthesized RNA genomes and antigenomes. P also 
acts as a non-catalytic cofactor of the viral 
polymerase. The RNA genome is encapsidated by 
N, and the N-RNA complex rather than naked RNA 
constitutes the actual template of the polymerase 
complex. However, the L subunit, which carries all 
enzymatic activities required for RNA synthesis, 
mRNA capping and methylation and mRNA poly-
adenylation, is unable to bind to the N-RNA 
template. Because P possesses binding site for L in 
its N-terminal part and for the N-RNA template in 
its C-terminal domain, it is presumed that P 
correctly positions L on the template and maintains 
it attached when the polymerase complex moves 
along the template.  
 
The modular organization of VSV P was 
first evidenced by functional studies (Gill, 
Chattopadhyay et al. 1986; Chattopadhyay and 
Banerjee 1987; Chattopadhyay and Banerjee 1988; 
Paul, Chattopadhyay et al. 1988; Das and Banerjee 
1993; Takacs, Das et al. 1993; Jacob, Real et al. 
2001) and was recently confirmed on a structural 
basis (Ribeiro, Favier et al. 2008; Gérard, Ribeiro  
et al. 2009). Using various biophysical methods, we 
showed that VSV P forms dimers, which are 
elongated rather than globular (Gérard, Ribeiro et 
al. 2007). The central dimerization domain (aa 107-
177) was isolated by limited proteolysis and its 
structure was solved by X-ray crystallography 
(Ding, Green et al. 2004; Ding, Green et al. 2006). 
A folded C-terminal domain involved in binding 
the N-RNA template was localized by a meta-
prediction of disordered regions (aa 195-265), and 
its structure was solved by NMR spectroscopy 
(Ribeiro, Favier et al. 2008). The meta-prediction 
also predicted a folded domain in the N-terminal 40 
amino acids (Gérard, Ribeiro  et al. 2009), which 
contain the binding site for N
0
 (Chen, Ogino et al. 
2007), but secondary chemical shifts and 
15
N 
relaxation NMR experiments indicated that this 
region is globally disordered and contains two 
transient α-helical elements (Leyrat et al., 2010, 
submitted). These results suggest that VSV P 
contains a long intrinsically disordered N-terminal 
region (aa 1-106) and two autonomous folding 
domains, the central dimerization domain and the 
C-terminal N-RNA binding domain separated by a 
short flexible linker (aa 178-194).   
Small-angle scattering of X-ray and 
neutrons are established methods for characterizing 
macromolecules and multi-molecular complexes in 
solution (Koch, Vachette et al. 2003; Putnam, 
Hammel et al. 2007; Mertens and Svergun 2010). In 
this study, we performed SAXS experiments with 
the entire phosphoprotein from VSV and generated 
structural models using various approaches 
including ab initio modeling, rigid body modeling 
using the known structure of the domains and 
atomic-scale structural ensemble description based 
on the EOM approach.  
   
Results 
 
Small-angle X-ray scattering  
 
Full-length VSV P was produced as a 
recombinant protein with a C-terminal His-tag. The 
homogeneity of every sample used in SAXS 
experiments was checked by size exclusion 
chromatography combined with detection by multi-
angle laser light scattering and refractometry 
(Wyatt 1998; Gérard, Ribeiro et al. 2007). As 
previously reported, VSV P eluted as a single peak 
from the SEC column (Gérard, Ribeiro et al. 2007). 
The molecular mass determined from light 
scattering was constant throughout the 
chromatographic peak and the polydispersity index, 
Mw/Mn, was lower than 1.01, indicating that VSV P 
is homogenous with respect to molecular mass and 
that VSV P forms dimers (Gérard, Ribeiro et al. 
2007). 
The scattered intensity of full-length VSV P was 
collected for scattering vector values (
 /)(sin4Q ) ranging from 0.1 to 2.5 nm-1 
over a concentration range of 1 to 11 mg.mL
-1
. The 
shape of the profiles was independent of protein 
concentration and was flat at low Q values 
indicating the absence of significant aggregation 
(Figure 1a). Guinier plots were linear for Q values 
ranging from 0.01 to 0.06 nm
-1
 (Q.Rg < 1.4) and 
showed no significant dependence on protein 
concentration, confirming the absence of 
aggregation (Figure 1b). The radius of gyration, Rg, 
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determined from the Guinier approximation at low 
Q value was 5.4 nm ± 0.1 nm (Table 1) in 
agreement with the value of 5.5 nm ± 0.1 nm 
determined from the pair distribution function (P(r)) 
(Figure 1c) and  with the value of 5.3 ± 0.1 nm 
previously measured by small-angle neutron 
scattering (Gérard, Ribeiro et al. 2007). For a solid 
sphere of the same molecular volume than non-
hydrated VSV P, the calculated Rg value (R0) is 2.1 
nm (Tanford 1961), whereas for bovine serum 
albumin, a protein of 66 kDa, the measured Rg 
value is 2.9 nm (Kozak 2005). The anisotropy ratio 
 Rg/R0 of 2.6 – 1.9 and the asymmetrical 
distribution of interatomic distances exhibiting a 
maximum length, Dmax, of 17.0 nm ± 0.5 nm 
suggested that P dimer has an elongated rather than 
a globular shape. The plot of ln(I(Q).Q) versus Q
2
 
was linear within satisfactory Q.Rxs limits, 
conforming a elongated molecule and yielding a 
value of 2.1 ± 0.1 nm for the cross-section (Rxs) 
(Figure 1d and Table 1) (Glatter and Kratky 1982). 
Assuming a cylindrical shape for P dimer, a length 
of 17 ± 1 nm and a radius of 3 ± 0.5 nm were 













     
1.0 5.2 ± 0.1 2.0 ± 0.1 5.3 ± 0.2 17.0 
5.5 5.4 ± 0.1 2.1 ± 0.1 5.5 ± 0.1 17.0 
11.0 5.4 ± 0. 1 2.1 ± 0.1 5.5 ± 0. 1 17.0 
     
a The radius of gyration, Rg, was calculated from the initial slope of the Guinier plot and from the distance distribution function (P(r) versus 
r). The cross sectional radius of gyration, Rxs, was calculated from the plot of ln (I(Q) . Q) versus Q
2. Dmax represents the optimal value used 
in the calculation of the distance distribution function in order to match the Rg value with that obtained from the Guinier plot.   
 




Figure 1. Small-Angle Scattering experiments. A. SAXS data were recorded for Q values in the range 0.14 nm-1< Q < 2.5nm-1. The curves 
obtained for 3 protein concentrations (3mg/ml, 5.5mg/ml, and 12mg/ml) are represented in black, red, and blue lines, respectively. B. Guinier 
analysis was performed for each three concentrations and the slope is compared to previous SANS measurements (white). C. Normalized 

































































Ab initio modeling 
  
We set out to build a structural model of 
full-length VSV P from SAXS data. In a first 
approach, ab initio low resolution bead models 
were generated with the program DAMMIN 
(Svergun, 1999). Because the inverse scattering 
problem has no unique solution, 20 independent 
models were built and compared. The calculated 
curve for each models correctly represented the 
experimental scattering curve with chi values 
ranging from 0.063 to 0.077. All models had a 
rugged, cylindrical shape with length of 17 nm 
corresponding to the maximum dimension of the 
particle as imposed by default in the program 
DAMMIN and diameter of about 6 nm in good 
agreement with triaxial dimensions calculated from 
Rg and Rxs values. The models were aligned 
pairwise by minimizing the normalized spatial 
discrepancy (NSD) score with the program 
DAMAVER. The mean NSD score of 0.75 (values 
ranging from 0.74 to 0.77) indicated an adequate 
convergence of the models (Volkov and Svergun 
2003). Figure 2 shows three independent models as 
well as the mean model calculated by the program 
DAMAVER. Although it was impossible to 
identify the monomers or to orient the polypeptide 
chain within the bead models, the structures of 
dimeric PCED and of two PCTD could easily be 
accommodated models.  
Next, the high resolution structures for 
PCED and PCTD were used to reconstruct models by 
rigid body modeling using the program BUNCH 
(Petoukhov and Svergun 2005). An initial model of 
a P monomer was built by using the structure of the 
central and C-terminal domains and by replacing 
each other amino acid by a densely packed bead. A 
two-fold symmetry and distance constraints 
between the central domains of each monomer were 
imposed in order to reconstitute the dimeric 
interface. 16 independent models were obtained 
with the program BUNCH. The agreement between 
calculated and experimental scattering curves was 
not as good as that obtained with the program 
DAMMIN, since chi values ranged from 0.22 to 
0.27. All models were elongated in one dimension 
and had an overall cylindrical shape with length and 
diameter in agreement with triaxial dimensions 
calculated from Rg and Rxs values, but the NSD 
values indicated a poor convergence between the 




Figure 2. Ab initio models – DAMMIN models. The average 
model from 20 independent runs is represented as a surface and 
three views shifted by 90° are shown. The average dimensions of 
the model are indicated by double arrows. 
 
Rigid body modeling 
  
Visual inspection of the different models 
revealed two types of organization. In the first type 
of model, the two PCTDs are close to each other and 
localized at one end of the cylinder, whereas the 
two N-terminal regions are localized at the other 
end. In the second type of model, the N-terminal 
region of one monomer and the PCTD of the other 
are close to each other and localized at one 
extremity of the cylinder.  
 




N relaxation measured by NMR 
spectroscopy showed that the N-terminal part of P 
and the linker between PCED and PCTD are flexible 
(Ribeiro, Favier et al. 2008) + (Leyrat et al. 2010, 









Figure 3. Rigid body models - BUNCH 
models. Three views shifted by 90° are 
shown. PCTDs are coloured in red and PCED 
is represented in green. The remainder of 
the structure is shown in magenta. The 
two types of rigid body models (upper 
and lower panel, respectively) are 
superimposed onto the average ab initio 








Figure 4. EOM analysis. A. Fitting of SAXS data using the 
EOM procedure. B. Rg distributions. The black curve shows the 
Rg distribution calculated for the initial ensemble of conformers, 
and the red curve shows the Rg distribution of the selected 
ensemble that fits the experimental SAXS data. C. Dmax 
distributions for the initial ensemble of conformers (black) and 
the selected ensemble (red). 
 
a ensemble of conformers using the ensemble 
optimization method (EOM) rather than as a single 
structure. A large ensemble of 8,000 all-atom 
models was built with the program Flexible 
Meccano (Bernado, Blanchard et al. 2005) that 
adequately samples the space with feasible initial 
models. In each model, the structures of dimeric 
PCED and of the two PCTD were conserved.  Helices 
of different lengths were introduced in the N-
terminal regions (helix 1: aa 2-9 or 2-19, helix 2: aa 
25-32 or 25-38) by pooling eight sub-ensembles of 
1,000 conformers each as described in Materials 
and Methods. The remaining part of the N-terminal 
region and the linker between PCED and PCTD (aa 
178-194) of each monomer were assigned random 
coil conformations. Only a simple exclusion 
procedure was applied to avoid clashes within and 
between the chains. From this ensemble of 
randomly generated conformers, the program EOM 
selected a sub-ensemble of 50 conformers whose 
calculated average curve reproduces the 
experimental SAXS curve up to Q = 3.0 nm
-1 
(Figure 4 A). The χ value of 0.249 indicated a good 
agreement between the theoretical and the 
experimental curves. The selected models thus 
portray possible structures adopted by the protein in 
solution and collectively represent VSV P dimer 
(Bernado, Mylonas et al. 2007).  The selected 
ensemble displays a wide range of Rg values 
comprised between 4 nm and 7 nm, and Dmax values 
comprised between 14 nm and 26 nm (Figure 4 B 
and C). The Rg distribution for the selected models 
is broad and centered on the experimental Rg value. 
However, the experimental Rg value is larger than 
the average Rg value of the initial ensemble 
(maximum distribution at 5.0 nm), suggesting that, 
in average, P dimer adopted more elongated 
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conformations than predicted from random coil 
statistics. The Dmax distribution for the selected 
ensemble also showed that EOM selected elongated 
models, but the Dmax distribution of the selected 
models is not centered on the Dmax value of 17 nm 
extracted from the distance distribution function. 
This discrepancy likely arises from the fact that 
dimeric P exists as an ensemble of conformations, a 
phenomenon which causes the indirect 
transformation from SAS data not to correctly 
reproduce the longest dimension of the molecule 
and that has been described elsewhere (Heller 2004; 
Bernado 2010). The superposition of models from 
the selected ensemble using the invariant PCED 
(Figure 5) revealed that the P dimer samples a large 
conformational space in solution. Although not 
clearly visible in individual models, the 
superposition of multiple conformers (Figure 5 B) 
conveys an impression of a rod-like particle. The 
PCTD of both protomers occupy adjacent volumes of 
space rather above the C-terminal end of PCED, 
forming one end of the rod (Figure 5 A). The 
orientation and position in space of these two 
domains are restricted because of the short length of 
the linker (aa 178-194). The N-terminal ‘arms’ are 
much longer and extend further away from PCED in 
a opposite direction than PCTD or fold back on the 
side of PCED (Figure 5 C).   
In order to determine whether motions of 
the flexible part are restricted or concerted, we 
tested for the existence of correlations between 
various distances and orientation variables. In that 
purpose, we used two-dimensional plots and 
compared the distribution of the initial ensemble 
with that of the selected ensemble. Four 







Figure 5. Structural ensemble of VSV P. Five structures from the selected ensemble (50 models) are superimposed onto their respective 
PCED. PCTDs are shown in red, PNTDs in blue, PCED in orange and the IDRNTDs and IDRCTDs are in grey. Three views shifted by 90° are shown. In 




The correlation between PNTDs and PCTDs distances 
within the VSV P dimers is represented in Figure 6 
A. In the selected ensemble, the distance between 
the center of mass of the two PCTDs vary between 3 
nm and 14 nm and the spacing between PNTDs is 
comprised between 5 and 16 nm. The plot also 
indicates that these distances are independent. 
Figure 6 B shows the correlation between the Dmax 
of the molecule and the distance separating the PCTD 
and PNTD from two different monomers of the P 
protein dimer.  
 The plot suggests that the selected 
ensemble is enriched in models with both smaller 
and larger CTD-NTD distances compared to the 
average distance found in the pool ensemble. We 
then calculated correlations between PNTDs and 
PCTDs spacing angles relative to PCED (Figure 6 C)  
and the distribution found in the selected ensemble 
indeed suggests that these angles are independent 
and can adopt a full range of values (0 – 180°). The 
relative orientation of the two PCTDs with respect to 
the PCED was also calculated and the correlation 
between these angles is shown in Figure 6 D. 
Similarly to the NTDs and CTDs spacing angles, 
the relative orientations between PCTDs are evenly 
distributed. Together, these results indicate that the 
PCTDs and PNTDs do not suffer from any orientation 
restrictions within the entire phosphoprotein, 




Figure 6. Correlation plots. The distributions of variables (distances or angles) for the initial ensemble of conformers are shown as two-
dimensional histograms (blue color indicate no model populates a given region of the plot, while yellow and red colors reflect increased 
density of population). The range of values displayed by the optimized ensemble of 50 conformers are shown as green-filled circles and 
superimposed onto the two-dimensional histograms. A. Correlation between PNTD1-PNTD2 distance and PCTD1-PCTD2 distance. B. Correlation 
between PNTD1-PCTD2 distance and Dmax of the molecule. C. Correlations correlations between PNTDs and PCTDs spacing angles relative to PCED 







Figure 7. Scheme showing the distance P can reach when attached to N-RNA template. Structural alignments between the N-RNA 
template structure fitted into Cry-EM density (Ge, Tsao et al. 2010), the crystal structure of PCTD bound to N-RNA (Green and Luo 2009), 
and a representative model of VSV P (this study) were performed to produce this cartoon illustration of the N-RNA bound phosphoprotein. 
The color coding scheme used for VSV P is similar to Figure 5, except that PCED is shown in green, and the N-RNA template is shown in 
wheat. The diameter of the red and blue circles represents the maximum distance observed between the two PCTDs, and between PCTD and 
PNTD, respectively. 
 
its conformation in order to allow efficient binding 




The different approaches used to interpret 
SAXS data generated different low resolution 
models for VSV P dimer. The direct, model-free 
analysis of SAXS data suggested that VSV P dimer 
has structural properties of a rod-like particle, i.e. 
an asymmetrical particle, elongated in one direction 
and with a constant cross-section. As found for 
such particles, the cross-sectional plot, ln(I(Q) . Q) 
versus Q
2
, exhibited a linear portion for Q values 
ranging from 0.28 to 0.62 nm-1, from which the 
cross-sectional radius of gyration, Rxs, was 
calculated (Glatter and Kratky 1982). From the 
experimental Rg and Rxs values, VSV P dimer could 
then be modeled as a simple spherical cylinder with 
length of 18 nm and a diameter of 6 nm (Glatter 
and Kratky 1982).  
The low-resolution models generated with 
the programs DAMMIN and BUNCH also 
displayed an overall cylindrical shape. Models 
obtained with DAMMIN are bias towards compact 
models because the program imposes penalties for 
discontinuities between the beads and therefore 
ensures the generation of compact and 
interconnected structures. DAMMIN models of 
VSV P have an overall cylindrical shape. They are 
irregular and slightly bent, but it is impossible to 
orient the polypeptide chain or to localize the 
folded domains. A dimeric PCED and two PCTD could 
be manually fitted within the bead model (data not 
shown). The models generated with BUNCH also 
exhibited an overall cylindrical shape, but in which 
the two protomers were distinguishable and 
oriented. The inclusion of the high-resolution 
structures yielded more realistic models in which 
the structured domains were localized. However, 
modeling dimers with BUNCH could be achieved 
only by imposing a two-fold symmetry, which is 
unlikely for VSV P.  
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However, the main shortcoming of these 
approaches is that VSV P is modeled as a single 
structure, whereas several results clearly indicated 
that P dimer is a highly flexible molecule that can 
take numerous different conformations. The meta-
prediction of disorder performed suggested the 
presence of a long disordered region in the N-
terminal part of P (aa 40-90) and a shorter one 
between the central and C-terminal domain (aa 186-
196) (Gérard, Ribeiro  et al. 2009), whereas NMR 
spectroscopy showed that the N-terminal 60 first 
amino acids of VSV P (Leyrat et al., 2010, 
submitted) and the linker between PCED and PCTD 
(Ribeiro, Favier et al. 2008) are globally disordered. 
The single structures generated with DAMMIN or 
BUNCH thus, at best, represent average structures 
of the most populated conformations.  
Modeling of VSV P as a conformational 
ensemble with EOM certainly constitutes an 
improvement and provides a more realistic picture 
of VSV P by conveying its dynamic character. The 
50 models of the selected ensemble represent 
different possible conformations present at a given 
time in the sample or different conformations 
adopted by the same molecule over time. However, 
these structures only represent possible 
conformations that together reproduce the 
experimental curve. In the selected ensemble, P 
dimers adopt very different conformations with 
dimensions and relative orientations between the N- 
and C-terminal ‘arms’ that sample the 
conformational space occupied by the protein in 
which the N-terminal regions and the flexible 
linkers connecting PCED to each PCTDs have random 
coil properties. The analysis of various correlations 
between independent parameters of dimension and 
orientation showed that the N-terminal ‘arms’ and 
the two PCTD move independently. In this ensemble 
approach, the Dmax, Rg and Rxs values derived from 
experimental data represent average values rather 
than the actual dimensions of the molecule. 
Conformers more extended than these average 
dimensions therefore coexist with more compact 
conformers.  
Another clear indication of the flexibility 
of the molecule comes from the lack of clear 
interdomain correlation peaks in the p(r) function, a 
feature of SAXS data that has been shown to 
correlate with conformational disorder in 
multidomain proteins (Bernado 2010), and that 
contrasts with the many defined peaks typically 
observed in p(r) functions calculated from 
individual structures (data not shown).  
 
 
Importance of flexibility for the functions of 
VSV P 
 
Functional studies with both VSV and RV 
P suggested that the protein contains independent 
functional domains that can fold and accomplish 
their biological function by themselves (Gill, 
Chattopadhyay et al. 1986; Chattopadhyay and 
Banerjee 1987; Chattopadhyay and Banerjee 1988; 
Paul, Chattopadhyay et al. 1988; Das and Banerjee 
1993; Takacs, Das et al. 1993; Jacob, Real et al. 
2001). A recent meta-prediction of disorder regions 
as well as biochemical and structural 
characterizations of various truncated forms of both 
VSV and RV P demonstrated that these proteins 
contain folded domains and long intrinsically 
disordered regions (Ribeiro, Favier et al. 2008; 
Gérard, Ribeiro  et al. 2009). The highly dynamic 
picture of VSV P allows us to envision how it acts 
within the transcription/replication complex. P 
forms dimers that attach to the N-RNA template 
through PCTD. At this stage, it is not clear if both 
PCTD of a P dimer can simultaneously attach on the 
N-RNA template. Binding of one PCTD involves two 
adjacent N protomers. The maximal distance 
separating the two PCTD is around 14 nm and is thus 
long enough for allowing the second PCTD to reach a 
neighboring binding site (Figure 7). Once the P 
dimer is bound to the N-RNA complex, the N-
terminal flexible ‘arms’ of P, including the binding 
sites for viral N
0
 and L, and for host cell kinase and 
exportin, are displayed at the surface of the NC. 
Because they are highly flexible, they sample a 
large search volume and can be used to catch their 
viral and host cell protein partners and attract them 
towards the template. The maximal distance 
between PCTD and PNTD is around 18 nm, yielding 
an estimate of the search volume accessible to the 
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Vesicular stomatitis virus phosphoprotein was 
produced and purified as previously described (Gérard, Ribeiro 
et al. 2007). The quality of each sample was checked by size 
exclusion chromatography (SEC) combined with detection by 
multi-angle laser light scattering (MALLS) and refractometry 
(RI) (Wyatt 1998; Gérard, Ribeiro et al. 2007). 
 
Small-angle X-ray scattering (SAXS) experiments 
 
SAXS data were collected at the European 
Synchrotron Radiation Facility (Grenoble, France) on beamline 
ID14-3. The sample-to-detector distance was 1 m and the 
wavelength of the X-rays was 0.0995 nm. Samples were 
contained in a 1.9 mm wide quartz capillary. The time of 
exposure was optimized for reducing radiation damage. Data 
acquisition was performed at 20 °C. Protein concentrations 
ranged from 1 to 12 mg.ml-1. Data reduction was performed 
using the established procedure available at ID14-3, and buffer 
background runs were subtracted from sample runs. The radius 
of gyration and forward intensity at zero angle (I(0)) were 
determined with the programs PRIMUS (Konarev, Volkov et al. 
2003) according to the Guinier approximation at low Q values, 







                              
(Eq. 1) 
The forward scattering intensity was calibrated using bovine 
serum albumin and lysozyme as references. The cross-sectional 
radius of gyration (Rxs) was obtained from the plot of ln(I.Q) 
versus Q2 according to the following equation (Glatter and 
Kratky 1982): 









    (Eq. 2)
 
The radius of gyration and pairwise distance 
distribution function, P(r), were calculated with the program 
GNOM (Semenyuk and Svergun 1991). The maximum 
dimension (Dmax) value was adjusted so that the Rg value 
obtained from GNOM agreed with that obtained from the 
Guinier analysis.  
 
Modeling of VSV P 
 
Modeling VSV P as a single conformer. The program 
DAMMIN was used to generate ab initio low-resolution models 
filled with spheres (dummy atoms) by fitting the calculated 
scattering curve to the experimental curve (Svergun 1999; 
Petoukhov and Svergun 2005). This program uses a simulated 
annealing minimization procedure to find the optimum positions 
of the dummy atoms, starting from a spherical volume of defined 
radius. By imposing connectivity constraints, DAMMIN 
minimizes the interfacial area between the molecule and the 
solvent and therefore favors compact models. 40 independent 
runs of DAMMIN were performed with no symmetry restriction.
  
The program BUNCH (Petoukhov and Svergun 2005) 
was used to perform rigid-body modeling of the full-length 
protein using the known structures of VSV PCED and PCTD. The 
regions of the protein for which no high resolution structure was 
available were modeled by dummy residues. By a simulated 
annealing protocol, the optimal position and orientation of the 
folded domains and the conformation of the flexible parts were 
obtained by fitting the calculated scattering curve to the 
experimental curve. 16 independent runs of BUNCH were 
performed with a two-fold symmetry restriction.  
Modeling VSV P as an ensemble. A conformational 
ensemble of 8,000 conformers was generated with the program 
Flexible-Meccano (Bernado, Blanchard et al. 2005) by pooling 8 
sub-ensembles of 1000 conformers in which different amounts 
of helical structure were imposed in the putative α-helical 
regions of PNTD identified by NMR spectroscopy as described in 
(Leyrat et al., 2010, unpublished data). The models consisted of 
dimers of phosphoprotein including the crystal structure of the 
central domain (Ding, Green et al. 2006) and the NMR structure 
of the C-terminal domain (Ribeiro, Favier et al. 2008). Other 
regions were modeled as unfolded, consistently with disorder 
predictions (Gérard, Ribeiro  et al. 2009). An optimized 
ensemble of conformations that agrees with the experimental 
SAXS data was selected from the large conformational ensemble 
using the ensemble optimization method (EOM) software 
(Bernado, Mylonas et al. 2007). The procedure was repeated 
using 10, 20 or 50 models in the selected ensemble with similar 
results. 
 The 8,000 conformers from the initial ensemble and 
the 50 models from the ensemble selected by the EOM software 
were converted into trajectories using GROMACS 4.0.7 (van der 
Spoel, Lindahl et al. 2005) and processed using GROMACS 
tools to calculate various distances and angles. Several angles 
calculated in order to estimate the extent of interdomain spacing 
(αPNTD and  αPCTD) and orientation (βPCTD) variability. αPNTD was 
defined as the angle formed between the vector connecting the 
center of mass (COM) of PCED (residues 107 to 177) to the COM 
of PNTD1, and the vector connecting the COM of PCED to the 
COM of PNTD2. αPCTD was similarly defined as the angle between 
the vectors connecting the COM of PCED to the COMs of PCTD1 
and PCTD2, respectively. βPCTD1 was defined as the angle formed 
between the two extremities of PCTD (along the largest dimension 
of the domain) and the COM of PCED and thus enable us to partly 
monitor the relative orientation of each of the two PCTDs 
compared to the fixed PCED (indeed, complete monitoring of 
these relative orientations would require two angles per PCTD). 
All angles were back calculated from there measured cosines 
values for each confromer, thus restraining the observed angular 
range to 0-180°. Python routines were used to calculate the two-
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III. Données supplémentaires: Analyse par diffusion de rayons X aux petits angles de 
la phosphoprotéine du Virus de la Rage.  
 
La phosphoprotéine du RV a également été analysée par diffusion de rayons X aux petits 
angles (SAXS). Les profiles SAXS sont relativement similaires à ceux observés pour le VSV 
(Figure 26A). Une augmentation du rayon de giration (Rg) calculé à partir de la courbe 
expérimentale par analyse de Guinier est néanmoins observé à haute concentration (c > 3 
mg/ml). Cette augmentation pourrait résulter d’interactions attractives concentration-
dépendantes entre les dimères de phosphoprotéines. La présence d’aggrégats dans 
l’échantillon est cependant exclue car la valeur de rayon de giration mesurée à faible 
concentration (Rg = 5.10 nm), et obtenue à partir d’une dilution de l’échantillon concentré,  
est en accord avec la valeur précédemment mesurée par SANS (Gérard, Ribeiro et al. 2007). 
Le graphe de Kratky  (Figure 26B) et la fonction de distribution de distances interatomiques 
(P(r), Figure 26C)) possèdent une extension aux valeurs de Q élevées, et une forme différente 
de la forme classique en cloche qui caractérise les objets globulaires, soulignant le caractère 
partiellement désordonné de la phosphoprotéine. La modélisation par des méthodes ab initio 
fournit des modèles allongés similaires à ce qui est observé chez la protéine P du VSV 
(données non présentées). Bien qu’une modélisation atomique telle que celle réalisée pour le 
VSV n’ait pas été réalisée chez RV, ce type de calculs permettrait une description quantitative 
de la structure de la phosphoprotéine de la rage et autoriserait une comparaison fine avec les 
résultats obtenus pour le VSV. 
 
Figure 26 : Expériences de diffusion de rayons X aux petits angles (SAXS) sur la phosphoprotéine du 
Virus de la Rage. A. Les données de SAXS ont été enregistrées pour des valeurs de Q comprises entre 0.05 nm
-
1
< Q < 4.80 nm
-1
. Les courbes obtenues à trois concentrations différentes (1, 3, et 7.9 mg/ml) sont représentées 
en noir, en rouge, et en vert, respectivement. B. Graphe de Kratky calculé sur les données à basse concentration 










L’analyse structurale de la phosphoprotéine par SAXS à l’aide des méthodes ab initio ou 
par ajustement de corps rigides (« rigid body ») produit des modèles de la phosphoprotéine 
aux formes allongées, conformément aux observations basées sur des méthodes 
hydrodynamiques et sur l’analyse de données de SANS (Gérard, Ribeiro et al. 2007). 
L’analyse EOM (Ensemble Optimization Method, (Bernado, Mylonas et al. 2007) fournie par 
GAJOE (Genetic Algorithm Judging the Optimization of Ensembles) suggère une flexibilité 
importante de la molécule. Aucune restriction angulaire ne semble s’appliquer quant aux 
orientations relatives des domaines PNTD, PCED et PCTD. L’analyse des distances interdomaines 
dans le pool de structures partiellement désordonnées et dans l’ensemble sélectionné sur base 
des données expérimentales indique que la phosphoprotéine est capable de mouvements 
rapprochant ou éloignant les domaines N- et C-terminaux jusqu’à plus de 18 nm. Ce 
mouvement joue probablement un rôle important lors de la transcription et de la réplication du 
virus en permettant notamment le positionnement correct de la polymérase L sur le complexe 
N-ARN, ou encore en intervenant dans l’acheminement de complexes N0-P au site de 
réplication et en catalysant l’encapsidation des génomes et anti-génomes néo-synthétisés.  
Par ailleurs, la flexibilité des régions désordonnées (IDRCTDs) joignant les domaines C-
terminaux au domaine de dimérisation de la molécule autorise une extension maximale de 14 
nm, ce qui suggère que l’association de P avec le complexe N-ARN ne nécessite pas une 
fixation de PCTD à chacune des sous-unités. La phosphoprotéine semble en effet être en 


















CHAPITRE VI: INTERACTION DU COMPLEXE 














“Are you a man..? Or a bag of potatoes?!”  
(Euripedes de Almeida Ribeiro Jr, s’adressant à Nicolas Martinez) 




Ce chapitre présente des données concernant l’interaction des complexes N-ARN 
circulaires avec la phosphoprotéine, avec son domaine PCTD, ainsi qu’avec un mutant PΔ91-133 
délété de son domaine de dimérisation PCED. Les expériences de titration réalisées par 
Francine Gérard ont montré que la fixation de deux dimères P2 par anneau N10-ARN ou N11-
ARN était possible, et des expériences de résonance plasmonique de surface (SPR) réalisées 
par Euripedes de Almeida Ribeiro Jr indiquent que l’affinité du domaine PCTD pour N10-ARN 
est de 160 ± 20 nM.  
Mon implication dans ce projet a consisté principalement à modéliser in silico 
l’interaction entre la phosphoprotéine ou son domaine PCTD et les complexes N10-ARN et N11-
ARN à l’aide des structures cristallographiques disponibles (Mavrakis, McCarthy et al. 2004; 
Albertini, Wernimont et al. 2006; Ivanov, Crepin et al. 2010). Pour ce faire, j’ai utilisé une 
procédure d’arrimage moléculaire (« docking ») flexible adaptée d’après les principes 
développés dans (Krol, Chaleil et al. 2007; Krol, Tournier et al. 2007), et intégré les 
différentes données disponibles : les profils de SAXS, la protéolyse limitée (Schoehn, Iseni et 
al. 2001), la mutagénèse dirigée sur Mokola Virus PCTD identifiant des résidus impliqués dans 
la fixation à N-ARN et localisés sur les deux faces opposées du domaine PCTD (Jacob, Real et 
al. 2001), l’exposition de l’épitope 402-13 de PCTD reconnu uniquement sous la forme 
complexée à N-ARN (Toriumi, Honda et al. 2002), et enfin la compatibilité du modèle 
sélectionné avec une augmentation d’affinité induite par la phosphorylation du complexe au 
niveau du résidu Ser389 de la nucléoprotéine (Toriumi and Kawai 2004). J’ai également 
participé à la production et à la purification de PCTD et de P2, en compagnie de Francine 
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II. ARTICLE VI: Binding of Rabies Virus Polymerase Cofactor to 
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SUPPLEMENTARY FIGURES 
 
Figure S1. Titration 
of N9-RNA (a), N11-
RNA (b) and N12-
RNA (c) with P. The 
concentration of 
Nm-RNA was kept 
constant between at 
1 mM. The samples 
were separated on a 
S200 superdex 
column equilibrated 
in 20 mM Tris/HCl, 
150 mM NaCl, pH 
7.5. The maximum 
volume of the peak 
corresponding to 
the Nm-RNA-(P2)2 
complexes from the 
titration series was 
plotted as a function 
of the [P]/[Nm-RNA] ratio. 
 
Figure S2. Deconvolution of the 
chromatographic series. (a) Total surface area 
versus total amount of added P and N10-RNA. 
The line shows the linear regression (correlation 
coefficient = 0.992). (b) Total amount measured 
versus total amount of added P. The closed 
circles show the measured amount of P and the 
open circles show the sum of measured amounts of 
the N10-RNA, N10-RNA-(P2) and N10-RNA-(P2)2 
complexes. The regression for P has a slope of 1.00 






Figure S3. Guinier plots for the 
different Nm-RNA and Nm-RNA-
(PCTD)2 Nm-RNA-(P2)2 complexes. (a) 
N11-RNA, (b) N11-RNA-(PCTD)2, (c) 
N11-RNA-(P2)2, (d) N10-RNA, (e) N10-
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Figure S4. Reconstruction of the Nm-RNA 
complexes showing the different combinations 
used for replacing 3 NCTD of the ring structure 
by the 3 NCTD from the model generated in the 
presence of PCTD. The black dots show the free N 
protomers, the green boxes show the 3 N protomers 
from the molecular docking. The PCTD (in red) is 















Figure S5. Flexible cross-docking procedure. (a) 
Scheme describing the flexible cross-docking 
procedure followed for generating models for 
the (NCTD)3-PCTD complex. (b) Mapping of the 
position of the centre of mass of PCTD on the 
(NCTD)3 complex in the 1000 decoys of one of the 
cross-docking step. Each bead represents the 
center of mass of one model and the beads are 
colour-coded from the lowest scores in blue to the 

















Figure S6. Molecular dynamics simulations. (a) 
Evolution of Cα r.m.s.d. for (NCTD)3-PCTD in the 
molecular dynamics simulations of the 5 best-
scoring models. (b) Evolution of Cα r.m.s.d. for 
PCTD in the molecular dynamics simulations of 
the 5 best-scoring models. (c) Evolution of the 
number of intermolecular hydrogen bonds 
between (NCTD)3-PCTD and PCTD. After a quick 
equilibration (10 ns), the r.m.s.d. of the complex 
slowly drifts from 3.5 to 4.5 A (10ns < t < 40ns). 
During the simulations, the number of 
intermolecular hydrogen bonds fluctuated between 
roughly 10 and 28, suggesting that the structure is 
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III.  Données supplémentaires : Modélisation de l'interaction N-ARN-P  
 
L’étude du complexe N10-ARN-(P2)2 par SAXS et sa modélisation vise à obtenir un 
modèle structural atomique à la fois consistant avec la nature flexible et modulaire de P et les 
données de variation de contraste en SANS, qui fournissent une analyse à plus basse 
résolution de la structure du complexe (Euripedes de Almeida Ribeiro Jr, données non 
publiées). Le modèle doit également être en mesure d’expliquer les différences d’affinité 
observées par SPR entre la phosphoprotéine P2, la délétion du domaine central PΔCED, et le 
domaine PCTD (Euripedes de Almeida Ribeiro Jr, données non publiées). Ces expériences 
indiquent une fixation plus forte de la phosphoprotéine entière comparée au domaine PCTD 
seul, qui est susceptible de provenir de la fixation simultanée des deux PCTD de chaque dimère 
à N10-ARN, ou encore de changements complexes d’entropie conformationnelle entre les 




Un ensemble de conformères de dimères de la phosphoprotéine du Virus de la Rage (P2) 
dépourvus d’un de leurs domaines PCTD a été construit en combinant les structures 
cristallographiques des domaines PCED (pdb : 3L32) et PCTD (pdb : 1VYI) avec des 
modélisations ab initio des régions désordonnées manquantes obtenues à l’aide du meta-
serveur web LOMETS (Wu and Zhang 2007). Les conformations des deux segments N- et C-
terminaux  émergent de la région centrale de P2 ont été échantillonnées à l’aide de méthodes 
de recherche conformationnelle aléatoire en utilisant les programmes AMMP (Harrison 1993) 
et VEGA ZZ (Pedretti, Villa et al. 2004). Alternativement, des structures correspondant à 
différents fragments de la phosphoprotéine ont été obtenues par dynamique moléculaire.  Ces 
approches ont permis d’obtenir des modèles de P2 ayant des rayons de giration (Rg) compris 
entre 3 et 8 nm. Cet ensemble a ensuite été utilisé en conjonction avec le modèle du complexe 
N10-ARN-(PCTD)2 obtenu précédemment (Ribeiro, Leyrat et al. 2009) afin de modéliser le 
complexe N10-ARN-(P2)2. Pour ce faire, nous avons utilisé le logiciel SASREF (Petoukhov 
and Svergun 2005) permettant l’assemblage de corps rigides sur base de données SAXS tout 
en modifiant les paramètres du programme pour ne pas prendre en compte le profil SAXS 
expérimental (en augmentant artificiellement le poids des autres termes dans la fonction 
minimisée par l’algorithme génétique). Des conditions de contact entre les résidus connectant 
les domaines PCTD présents sur le complexe N10-ARN-(PCTD)2 et les régions IDRCTDs des 
phosphoprotéines délétées d’un de leurs deux domaines PCTD ont été appliquées. Le 
programme SASREF a été lancé sur 5 cycles de l’algorithme uniquement (contre 100 
normalement) de manière à obtenir un positionnement correct de la phosphoprotéine sur 
l’anneau N10-ARN. Plusieurs ensembles de 15,000 structures ont été générés pour le 
complexe N10-ARN-(P2)2 en répétant cette procédure avec différents ensembles de structures 
pour la protéine P2. Ces modèles ont été utilisés comme pool de départ pour sélectionner un 
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sous-ensemble de structures de N10-ARN-(P2)2 représentant les données expérimentales à 
l’aide du programme GAJOE (Genetic Algorithm for Judging the Optimization of Ensembles) 
qui fait partie du logiciel EOM (Bernado, Mylonas et al. 2007).  
 
B. Modélisation du complexe N10-ARN-(P2)2 en solution. 
 
Etant donné que la phosphoprotéine est prédite comme possédant de longs segments 
désordonnés, la méthode d’optimisation d’ensembles (EOM) constitue l’approche de choix 
pour l’analyse des données SAXS du complexe N10-ARN-(P2)2, car elle permet la 
représentation du complexe par un ensemble de structures dont la moyenne représente le 
profil expérimental et prend donc en compte la flexibilité de la phosphoprotéine.  Les modèles 
produits pour le complexe N10-ARN-(P2)2 sont constitués de deux dimères P2 possédant un 
domaine de dimérisation et deux domaines PCTD globulaires, connectés par deux segments 
désordonnés (IDRCTDs), conformément aux prédictions bioinformatiques (Gérard, Ribeiro  et 
al. 2009). Les régions N-terminales (résidus 1-89) sont également représentées par des 
chaînes désordonnées, alors que le modèle utilisé pour N10-ARN-(PCTD)2 est un élément fixe 
du système avec les deux PCTD occupant des positions prédéfinies sur l’anneau N10-ARN.  
 













       
N9-RNA 6.3 ± 0.1 6.2 ± 0.1  470 ± 10 483 1.005 ± 0.040 
N9-RNA-(P2) 6.8 ± 0.1 N.D.  N.D. 550 N.D. 
N9-RNA-(P2)2 7.2 ± 0.1 N.D.  636 ± 10 617 1.001 ± 0.020 
N10-RNA 6.4 ± 0.1 6.1 ± 0.1  510 ± 7 537 1.001 ± 0.020 
N10-RNA-(P2) 6.9 ± 0.1 N.D.  N.D. 604 N.D. 
N10-RNA-(P2)2 7.4 ± 0.1 7.2 ± 0.1  666 ± 9 671 1.000 ± 0.020 
N11-RNA 6.7 ± 0.1 6.3 ± 0.1  570 ± 10 590 1.002 ± 0.025 
N11-RNA-(P2) 7.2 ± 0.1 N.D.  N.D. 657 N.D. 
N11-RNA-(P2)2 7.6 ± 0.1 7.4 ± 0.2  717 ± 8 724 1.000 ± 0.015 
N12-RNA 6.8 ± 0.1 N.D. N.D. 650 ± 20 644 1.005 ± 0.050 
N12-RNA-(P2) 7.2 ± 0.1 N.D. N.D. N.D. 711 N.D. 
N12-RNA-(P2)2 7.6 ± 0.1 N.D. N.D. N.D. 778 N.D. 
 
Tableau 3 : Paramètres structuraux globaux obtenus par SEC-MALLS et SAXS pour les complexes 
circulaires Nm-RNA, Nm-RNA-(P2) et Nm-RNA-(P2)2.  
 
La corrélation obtenue entre l’ensemble sélectionné par EOM et le profil SAXS 
expérimental affiche une valeur de χ = 1.15 (Figure 27a). La Figure 27b montre la distribution 
des valeurs de Rg dans le pool initial de structures et dans l’ensemble des conformères 
sélectionnés. Le Rg moyen pour l’ensemble sélectionné est de 7.2 nm et correspond bien à la 
valeur expérimentale obtenue par l’approximation de Guinier (Tableau 3). Les Figures 27c&e 
montrent l’arrangement des deux dimères de P attachés au complexe N10-ARN. Les Figures 
27d&f montrent une superposition des 20 modèles extraits de l’ensemble sélectionné 
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indiquant que P2 occupent de multiples orientations par rapport au complexe N10-ARN. Les 
valeurs de Rg des modèles présents dans le pool initial sont comprises entre 5.6 et 9.0 nm, 
alors que l’ensemble sélectionné contient des modèles dont les dimensions varient entre 6.5 et 
8.1 nm, indiquant que les modèles générés à l’aide de notre procédure de modélisation couvre 
une gamme de Rg suffisamment large, et soulignant les importantes capacités d’extension et 
de contraction du complexe macromoléculaire formé entre la phosphoprotéine et l’anneau 
N10-ARN. Les distances de 9 et 7 nm indiquées sur la Figure 27e correspondent à la distance 
moyenne observée dans l’ensemble sélectionné entre le centre de masse (COM) de l’anneau 
N10-ARN et le COM des deux molécules P2, et à la distance entre les COMs des deux 
molécules P2, respectivement. Ces valeurs sont en accord avec les valeurs calculées à partir 
d’expériences de variation de contraste en diffusion de neutrons aux petits angles réalisées par 
Dr. Euripedes de Almeida Ribeiro Jr (Ribeiro et al., données non publiées). 
Afin de tester la possibilité d’une fixation simultanée des quatre domaines PCTD (2 par 
dimère) sur N-ARN, d’autres ensembles de structures ont été générés, notamment en 
imposant la fixation des quatre domaines PCTD sur l’anneau N10-ARN, et en utilisant de 
multiples simulations de dynamique moléculaire comportant des contraintes de distances 
entre les deux régions IDRCTDs présentes sur chacune des chaînes du dimère, afin d’obtenir un 
bon échantillonnage conformationnel de la phosphoprotéine. Additionnellement des 
simulations de dimères P2 tronqués en C-terminal au niveau du résidu 133 ont été réalisées, et 
les différents fragments ont été réassemblés dans SASREF via un protocole rigid body à cinq 
corps avec des contraintes de distance (complexe N10-ARN-(PCTD)4, 2x(IDRCTDs)2, et 
2x(PΔC164)2). En effet, des mesures d’affinité réalisées par Dr. Euripedes de Almeida 
Ribeiro Jr suggèrent l’existence d’une seconde constante de dissociation entre les dimères de 
phosphoprotéine et les anneaux N10-ARN, qui pourrait s’interpréter par la fixation simultanée 
des deux domaines PCTD de chaque dimère de phosphoprotéine sur N10-ARN, le second 
domaine PCTD ayant une affinité plus faible (Ribeiro et al., données non publiées).  
Cependant, et malgré la génération de plus de 30,000 modèles, je n’ai pas été en 
mesure d’obtenir une corrélation correcte avec les données expérimentales. Ces résultats 
indiquent une erreur importante dans les modèles générés, et ce en dépit d’un échantillonnage 
conformationnel large à la fois en termes de rayon de giration et de dimensions maximales des 
modèles (données non présentées), ce qui suggère que l’origine de la faible corrélation réside 
dans l’absence de certaines distances interatomiques caractéristiques au sein du complexe, qui 
pourraient correspondre à un ensemble de distances entre les PCTD flexibles et l’anneau N10-
ARN qui sont absentes lorsque tous les PCTD sont physiquement fixés sur N. De plus amples 
investigations seront nécessaires pour clarifier l’origine de cet apparent désaccord.  
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Figure 27 : Modélisation du complexe N10-ARN-(P2)2. (a) Profiles de diffusion de rayons X aux petits angles 
(SAXS) pour le complexe N10-ARN-(P2)2. La ligne noire représente les données expérimentales et la ligne rouge 
correspond à l’ensemble sélectionné par EOM. (b) Distribution des valeurs de Rg dans l’ensemble 
conformationnel sélectionné par EOM qui décrit le profile SAXS expérimental (ligne rouge) comparée à la 
distribution des valeurs de Rg dans le pool initial (ligne noire). (c, e) Conformère individuel de N10-ARN-(P2)2 
extrait de l’ensemble sélectionné par EOM. Les nucléoprotéines sont représentées en gris, les domaines PCTD 
en vert, les résidus 20 à 60 en jaune et les résidus 1 à 19 en rouge. (d, f) Superposition de 20 modèles extrait de 
l’ensemble sélectionné par EOM.  
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IV. Conclusion 
 
Les données présentées dans ce chapitre nous permettent d’améliorer de manière 
significative notre compréhension et notre description de l’interaction entre les complexes 
nucléoprotéine-ARN, qui constituent la forme active du génome du Virus de la Rage et des 
autres virus à ARN négatifs, et la phosphoprotéine, qui joue notamment un rôle essentiel de 
cofacteur pour la polymérase virale L. 
La structure modélisée du complexe N-ARN-PCTD, obtenue grâce à une procédure de 
docking flexible, contrainte à l’aide de diverses données expérimentales, révèle l’interaction 
simultanée de PCTD avec deux sous-unités du complexe N-ARN, et notamment l’implication 
des deux boucles C-terminales (C-loops) contenant l’unique site de phosphorylation de la 
nucléoprotéine localisé au niveau de la Ser389, et qui est capable de moduler l’affinité de 
PCTD pour la nucléocapside (Toriumi and Kawai 2004). L’affinité de la forme phosphorylée 
du complexe nucléoprotéine-ARN pour la phosphoprotéine semble en effet être 1000 fois plus 
importante que pour la forme non phosphorylée (Ribeiro et al., données non publiées) 
La structure cristallographique du complexe N10-ARN-PCTD chez le VSV (Green and Luo 
2009) a été publiée peu de temps après la soumission de nos travaux (Ribeiro, Leyrat et al. 
2009), et révèle un mode d’interaction similaire à ce qui a été prédit pour le Virus de la Rage 
(pour une comparaison, voir (Leyrat, Gerard et al. 2010) et Chap.VIII).  
 
  







CHAPITRE VII: MODELISATION, 
PRODUCTION ET CARACTERISATION 













gcq#63: "She Says She Can't Go Home Without a Chaperone"  
 
(E. Costello)  




L'existence d'un complexe nucléoprotéine-phosphoprotéine N
0
-P a été démontrée chez le 
VSV il y a plus de vingt ans (Davis, Arnheiter et al. 1986; Masters and Banerjee 1986; Peluso 
and Moyer 1988). Ce complexe constitue la forme soluble de la nucléoprotéine (N
o
) dans les 
cellules infectées. La phosphoprotéine fonctionne comme une chaperonne pour la 
nucléoprotéine et évite sa fixation non-spécifique aux ARN cellulaires ou aux ARN 
messagers viraux. Cependant, ces travaux pionniers n’ont pu définir clairement la 
stœchiométrie du complexe, ni identifier les régions des protéines N et P impliquées dans 
l’interaction. Des études plus récentes réalisées sur le complexe N0-P du RV (Mavrakis, Iseni 
et al. 2003; Mavrakis, Mehouas et al. 2006), mais également du VSV (Chen, Ogino et al. 
2007), suggèrent une stœchiométrie 1 : 2 (ratio N/P) pour le complexe, et ont démontré que la 
région N-terminale de la phosphoprotéine (résidus 4 à 60 chez RV, les résidus 14 à 40 étant 
les plus critiques ; résidus 1 à 40 ou 11 à 30 chez VSV) constituait l’élément essentiel 
responsable de la fonction de chaperonne de N.  
 
 
Figure 28 : Illustration des constructions utilisées pour la production des complexes VSV NΔ21°PNTD et RV 
NΔ23
0
PNTD. Les protéines ont été clonées dans un vecteur pET-M40 (EMBL vectors) et exprimées dans E.coli. 
 
Les tentatives pour coexprimer N et P et purifier le complexe N
0
-P ou un complexe 
N
0
-PNTD après protéolyse ménagée ont montré des rendements faibles qui ne permettaient pas 
d’envisager d’études structurales. 
Dans un premier temps, la structure du  complexe a été modélisée en utilisant une 
procédure d’arrimage moléculaire basée sur l’utilisation de modèles atomiques prédits par 
modélisation ab initio de la région N-terminale de la phosphoprotéine et des structures 
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cristallographiques disponibles pour les protéines N de RV et VSV (Albertini, Wernimont et 
al. 2006; Green, Zhang et al. 2006). Ce travail est résumé dans la deuxième partie du chapitre.   
Dans un second temps, une nouvelle stratégie expérimentale pour la production du 
complexe N
0
-P a été développée. Pour remédier au problème de production de N
0
-P, nous 
avons envisagé de produire la protéine N sous la forme d’un complexe N-ARN qui peut être 
produit en grandes quantité et ensuite de déplacer l’ARN avec la protéine P entière ou avec 
PNTD. Toutefois, avec la protéine N sauvage, l’addition de PNTD ou de P entière n’a pas 
permis de déplacer l’ARN. Dans le complexe N-ARN, l’assemblage des molécules de N est 
stabilisé par le bras N-terminal (aa 1-21 chez VSV, aa 1-23 chez RV) et par la boucle C-
terminale (aa 340-354 chez VSV, aa 353-363 chez RV) qui s’échangent entre protomères 
voisins (Albertini, Wernimont et al. 2006; Green, Zhang et al. 2006; Luo, Green et al. 2007). 
Nous avons donc imaginé de déstabiliser le complexe en délétant le bras N-terminal. La 
délétion des 21 ou 23 premiers résidus de la nucléoprotéine respectivement du VSV ou du RV 
(Figure 28) a rendu l’encapsidation de l’ARN réversible en présence de PNTD et a permis de 
produire et de purifier des quantités importantes de complexes VSV NΔ21
0
PNTD et RV 
NΔ23
0
PNTD en vue de leur caractérisation structurale. Le travail a été réalisé avec la précieuse 
collaboration de Filip Yabukarski, stagiaire de Master2 avec lequel j’ai travaillé sur ce projet. 
Ces travaux sont présentés dans les troisième et quatrième parties de ce chapitre sous la forme 
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II. Prélude: Modélisation ab initio du complexe N0-P 
 
 
Les premiers travaux réalisés sur le complexe N
0
-P à mon arrivée au laboratoire ont 
consistés à modéliser le complexe à l’aide des méthodes de bioinformatique structurale 
utilisant la dynamique moléculaire (Adcock and McCammon 2006), l’arrimage moléculaire 
(Chen, Li et al. 2003; Gray, Moughon et al. 2003; Krippahl, Moura et al. 2003; Wang, 
Bradley et al. 2007), les méthodes de classement empiriques des modèles basées sur la 
conservation (Duan, Reddy et al. 2005), les caractéristiques physiques statistiquement 
observées dans les interfaces observées dans la PDB (Bernauer, Aze et al. 2007), ou encore 
les potentiels d’énergie pseudo-empiriques (Camacho and Zhang 2005; Champ and Camacho 
2007; Liang, Liu et al. 2007; Liang, Wang et al. 2008), ainsi que l’analyse des résidus 
constituant les « hot spots » de l’interface (Kortemme, Kim et al. 2004; Schymkowitz, Borg et 
al. 2005; Darnell, LeGault et al. 2008)). Ces calculs m’ont permis de mieux appréhender le 
système N
0
-P avant d’effectuer tout travail expérimental. 
 




-P a été modélisé en appliquant la procédure présentée dans la Figure 
29. La structure des protomères de nucléoprotéine de RV et VSV ont été extraites de leurs 
structures cristallographiques respectives sous la forme de complexes N-ARN (Albertini, 
Wernimont et al. 2006; Green, Zhang et al. 2006). La boucle manquante du domaine C-
terminal de RV N a été modélisée comme décrit dans (Ribeiro, Leyrat et al. 2009). Un modèle 
pour la nucléoprotéine de Chandipura virus a été construit par homologie via le serveur 
SWISS-MODEL (Arnold, Bordoli et al. 2006). En ce qui concerne PNTD (VSV PNTD 
correspondant aux aa 1-60 de la souche Orsay du sérotype Indiana, RV PNTD correspondant 
aux aa 4-60 de la souche CVS, CHANV PNTD correspondant aux aa 1-60), un ensemble de 
structures a été généré en soumettant la séquence d’acides aminés au méta-serveur LOMETS 
(Wu and Zhang 2007). Cette procédure nous a permis d’obtenir 5 modèles non-redondants 
pour VSV PNTD, 9 pour RV PNTD et 4 pour CHANV PNTD. La qualité des modèles obtenus a 
été vérifiée avec PROCHECK (Laskowski, Macarthur et al. 1993).  
Dans un premier temps, une procédure d’arrimage global à l’aide du logiciel BiGGER 
a été utilisée pour générer des ensembles de modèles du complexe N
0
-PNTD (Palma, Krippahl 
et al. 2000; Krippahl, Moura et al. 2003). Ces modèles ont ensuite été regroupés en sous-
ensembles (« clusters ») en utilisant un seuil à 2 Å et les 100 meilleurs modèles de chaque 
calcul, classés en fonction du score électrostatique de BiGGER, ont été soumis au protocole 
d’arrimage local et d’affinement de RosettaDock (Wang, Schueler-Furman et al. 2007). Les 
modèles résultants ont été minimisés en énergie dans GROMACS (van der Spoel, Lindahl et 
al. 2005) en utilisant la méthode de la plus grande pente (steepest descent) et la méthode des 
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gradients conjugués (conjugate gradients) avec le champ de force OPLS-AA (Kaminski, 
Friesner et al. 2001). Les modèles ont ensuite été classés à l’aide d’un filtre de conservation 
calculé pour chaque résidu d’après des alignements de séquences des différents Vesiculovirus 
et Lyssavirus avec le programme AL2CO (Pei and Grishin 2001). Les résidus présents à 
l’interface ont été identifiés en utilisant le logiciel PSAIA (Mihel, Sikic et al. 2008), et un 
score de conservation moyen a été calculé pour les résidus de cette interface (Duan, Reddy et 
al. 2005). Les 25% de modèles affichant les scores de conservation moyens les plus bas ont 
été éliminés, et les modèles restants ont été reclassés en utilisant la fonction AffinitySCORE 
(Audie and Scarlata 2007; Audie 2009).  
 
 
Figure 29 : Stratégie utilisée pour la 
modélisation structurale du complexe N
0
-
PNTD. Schéma décrivant les différentes étapes 
utilisées dans la procédure de cross-docking 










Nous avons ensuite utilisé une procédure d’affinement flexible des modèles par 
dynamique moléculaire, cette approche ayant été décrite comme améliorant substantiellement 
la qualité des modèles obtenus et leur discrimination à l’aide de fonctions d’énergie 
d’interaction empiriques (Krol, Chaleil et al. 2007; Krol, Tournier et al. 2007). Pour chaque 
système viral, les 8 modèles les mieux classés ont été simulés dans GROMACS 4.0.4 en 
solvant explicite avec le champ de force GROMOS 53a6 (Oostenbrink, Villa et al. 2004; 
Oostenbrink, Soares et al. 2005). Les modèles du complexe ont été immergés dans une boîte 
de molécules d’eau SPC/E (Berendsen, Grigera et al. 1987), avec une distance minimum entre 
le soluté et la boîte de 0.9 nm. La charge négative nette du système a été neutralisée par 
addition du nombre d’ions Na+ requis. Les contributions électrostatiques longue distance ont 
été calculées par sommation d’Ewald (particle-mesh Ewald, PME). Les atomes d’hydrogène 
ont été traités en tant que sites virtuels, permettant ainsi l’utilisation d’un pas d’intégration de 
5 femtosecondes. Le thermostat « v-rescale » (Bussi, Donadio et al. 2007) et le barostat 
Parrinello-Rahman (Parrinello and Rahman 1981) ont été utilisés pour maintenir une 
Compute models
for PNTD with LOMETS
Dock with BIGGER and refinement with RosettaDock
Select 100 best decoys using the global score
Isolate a protomer of N 
from X-ray structure
Remove RNA molecule
from its binding site
Select non-redundant
models
Energy minimization using GROMACS
(OPLS force field)
Conserve 75 best decoys
Filter decoys according to conservation score
Molecular dynamics using GROMACS 
(Gromos force field) 
Rank decoys according to AffinityScore
Select 5 models
Rank decoys according to AffinityScore
Select 8 best decoys
Select 8 x 30 decoys
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température de 300 K et une pression de 1 atm. Après 2500 étapes de minimisation d’énergie, 
le système a été équilibré pendant 125 ps avec les atomes de protéine restreints. Des 
simulations de 30 ns ont ensuite été calculées et les trajectoires résultantes analysées avec 
GROMACS afin d’obtenir l’évolution temporelle de plusieurs paramètres tels que le nombre 
de liaisons hydrogènes interchaînes, ainsi que le RMSD des Cα des complexes entiers et des 
ligands PNTD (Figure 30). Enfin, des structures extraites à intervalles régulier de 1 ns au cours 
des trajectoires ont été classés à l’aide du logiciel AffinitySCORE (Audie and Scarlata 2007; 
Audie 2009). Les meilleurs modèles ont été analysés avec PISA et PIC (Krissinel and Henrick 
2007; Tina, Bhadra et al. 2007) et les figures réalisées dans PyMOL (DeLano 2002). 
 
Figure 30 : Simulations de Dynamique Moléculaire avec VSV (a, b, c), RV (d, e, f) CHANV (g, h, i). (a, d, 
e) Evolution du Cα r.m.s.d. pour N0-PNTD dans les simulations de dynamique moléculaire des 8 meilleurs 
modèles. Après une rapide équilibration (~10 ns), le r.m.s.d. du complexe tend à atteindre un plateau 
caractéristique d’une structure équilibrée pour la plupart des modèles simulés. (b, e, h) Evolution du Cα 
r.m.s.d. pour PNTD dans les simulations de dynamique moléculaire des 8 meilleurs modèles. Ici encore, le 
r.m.s.d arrive à un plateau après un temps d’équilibration d’environ 10ns. Pour certains modèles, la valeur se 
stabilise à un r.m.s.d. pouvant atteindre 0.8 nm, reflétant d’importants changements conformationnels pour PNTD. 
(c, f, i) Evolution du nombre de liaisons hydrogènes intermoléculaires entre N
0
 et PNTD. Durant les 
simulations, le nombre de liaisons hydrogènes intermoléculaires  (cut-off radial = 0.35nm, cut-off angulaire = 
30°) fluctue entre environ 5 et 40 sur l’ensemble des modèles étudiés, et tend généralement à se stabiliser dans la 
partie équilibrée de la trajectoire. 
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B. Structure prédite du complexe N0-PNTD. 
 
La modélisation du complexe N
0
-P a été réalisée sur 3 systèmes homologues, VSV, 
Chandipura virus (CHANV) et le virus de la rage (RV) et avec de multiple conformations de 
PNTD obtenues via le serveur de metathreading LOMETS (Wu and Zhang 2007). Dans un 
premier temps, une recherche globale par arrimage rigide avec flexibilité implicite des chaînes 
latérales à l’aide du programme BiGGER a été réalisée en utilisant chacun des différents 
modèles non-redondants de PNTD et la structure de N
0
. Ce calcul a révélé que la plupart des 
modèles possédant des scores élevés avait une molécule de PNTD localisée dans la région de la 
cavité de fixation à l’ARN de N. La Figure 31a montre le centre de masse de PNTD sur la 
structure du protomère de N
0
 dans les 100 modèles les mieux classés obtenus pour VSV avec 
chacun des 5 modèles initiaux de PNTD. Un classement similaire en sous-ensembles des 
meilleures solutions montrant PNTD inséré dans la cavité de fixation à l’ARN de N
0
 a été 
obtenu avec les modèles générés pour RV et CHANV (Figures 32a&c). Après minimisation 
d’énergie, les modèles ont été classés en utilisant le logiciel AffinityScore (Audie and Scarlata 
2007; Audie 2009). Dans les trois systèmes viraux étudiés, les premiers 40 aa de PNTD 
partagent un plus grand nombre de contacts avec N
0
 que le reste de la molécule, en accord 
avec les données expérimentales indiquant que les résidus 11-30 de VSV PNTD sont les plus 
critiques pour l’interaction avec N0 (Chen, Ogino et al. 2007) et que les résidus 4-40 de RV 
PNTD sont résistants à la digestion dans des expériences de protéolyse limitée du complexe N
0
-
P (Mavrakis, Mehouas et al. 2006). Les 8 meilleurs modèles ont été soumis à 30 ns de 
simulations de dynamique moléculaire, et des images extraites à chaque nanoseconde à partir 
des 8 trajectoires ont été classées en utilisant la fonction AffinityScore. Dans le modèle 
obtenant le meilleur score pour VSV, PNTD est inséré dans la cavité de fixation à l’ARN de N 
(Figure 31b) et la remplit totalement (Figure 31c). PNTD adopte une conformation triangulaire 
(Figure 31d). Les sous-domaines N- et C-terminaux de N se replient sur le cœur de N pendant 
la simulation, et le premier côté de PNTD (aa 1-17) forme une hélice α (aa 3-14) qui contacte le 
sous-domaine C-terminal de N (Figure 31b). Le second côté (aa 18-38) s’insère profondément 
dans la cavité de fixation à l’ARN. La région comprenant les résidus 23 à 29 forme une hélice 
α qui persiste le long de la simulation, mais s’étend transitoirement jusqu’au résidu 37. Le 
troisième côté du triangle (aa 39-60) se replie à l’avant de la cavité de fixation à l’ARN de N, 
et son extrémité C-terminale (aa 52-57) forme une courte hélice α qui interagit avec le 
premier côté en formant un petit cœur hydrophobe (L4, V7, L11, Y53, F54, A57) (Figure 
31d).   
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Figure 31 : Modélisation moléculaire du 
complexe N
0
-PNTD. (a) Localisation du centre 
de masse de PNTD sur la structure de N
0
 pour 
les modèles les mieux classés obtenus dans la 
première étape de la procédure de docking. (b) 
Structure prédite du complexe formé entre N
0
 
et PNTD. PNTD est représenté en cartoons sur la 
surface de N
0
. Les segments hélicoïdaux de PNTD 
sont représentés en rouge. (c) Représentation en 
surface du complexe N
0
-PNTD montrant 
l’occupation de la cavité de liaison à l’ARN de 
N
0 
par PNTD, et colorée d’après le potentiel 
électrostatique de N
0
 et PNTD. La structure de 
PNTD montrée sur la droite a été extraite de la 
structure du complexe N
0
-PNTD et est dessinée 
dans deux orientations, celle du haut montrant la 
face exposée au solvant et celle du bas la face 
enfouie dans N
0
. (d) Représentation 
schématique de PNTD dans le complexe N
0
-
PNTD, soulignant les résidus chargés 
négativement et les résidus hydrophobes formant 
un cœur  intramoléculaire. Les résidus de N0 
impliqués dans des ponts salins avec des résidus 
de PNTD sont indiqués et encadrés au-dessus et en-
dessous de la structure. Les lignes en gras 
indiquent des ponts salins. Les lignes en 
pointillés montrent les contacts à < 0.6 nm entre 
résidus chargés dans N
0
 et PNTD. Les résidus en 
vert encadrés sur la droite sont les résidus 
hydrophobes de N
0




Un paramètre de base permettant de caractériser l’interaction entre deux protéines est 
la taille de l’interface, calculée comme la somme de la surface accessible au solvant (ASA) 
des partenaires isolés moins l’ASA du complexe. Pour le complexe N0-PNTD, l’aire de 
l’interface est 5,780 Å2, correspondant à l’enfouissement de 3,080 Å2 de PNTD (53 % de son 




(12 % de son ASA totale). La 
formation du complexe implique des interactions entre 45 résidus de N et 37 résidus de PNTD. 
La taille importante de l’interface et le grand nombre de résidus en interaction suggérait une 
affinité élevée (ΔGbind = - 35.8 kcal/mol prédite par la fonction AffinityScore pour le modèle 
le mieux classé). Les interactions hydrophobes sont limitées à un petit cœur hydrophobe 
formé par les résidus V7, F10 et F14 dans l’hélice N-terminal de PNTD et les résidus V350, 
F355 et P357 dans le sous-domaine C-terminal de N
0
. Cependant, le complexe est stabilisé 
par un grand nombre d’interactions polaires. Une analyse fournie par le serveur PISA indique 
la présence de 44 liaisons hydrogènes intermoléculaires. La cavité de fixation à l’ARN 
possède un potentiel électrostatique hautement positif (14 résidus positivement chargés), alors 
90°
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que PNTD est fortement chargé négativement (15 résidus négativement chargés) (Figure 31c). 
La structure du modèle sélectionné contient 6 ponts salins impliquant 6 résidus positivement 
chargés de N et 4 résidus négativement chargés de PNTD (Figure 31d). De plus, il existe 12 
autres contacts entre résidus de charges opposées localisés à moins de 0.6 nm l’un de l’autre 
mais qui ne sont pas considérés comme ponts salins par le serveur PISA (Figure 31d). 
 
Figure 32 : Structure du 
complexe N
0
-PNTD généré par 
la procédure de docking pour 
RV et CHANV. (a) et (c) 
Localisation du centre de 
masse de PNTD sur la structure 
de N
0
 pour les 100 modèles les 
mieux classés pour chaque 
modèle initial de PNTD obtenus 
dans la première étape de la 
procédure de docking. Chaque 
sphère représente le centre de 
masse d’un modèle et est 
colorée en fonction du score 
électrostatique de BIGGER à 
partir des scores les plus bas en 
rouge aux scores les plus élevés 
en bleu. (b) and (d) Structure 
du modèle le mieux classé 




Comme la région PNTD se lie à N
0 
(Mavrakis, Mehouas et al. 2006; Chen, Ogino et al. 
2007), la présence de structures hélicoïdales résiduelles et l’existence d’un ensemble de 
conformères compactes (Chap.III) suggéraient que PNTD puisse se replier en se liant à son 
partenaire. Le modèle généré pour le complexe N
0
-PNTD par docking moléculaire révèle la 
possible formation d’un réseau extensif d’interactions polaires et hydrophobes entre des 
résidus de la cavité de fixation de l’ARN de N0 et de nombreux résidus dans PNTD. Cependant,  
le repliement de PNTD dans ce complexe est peu stabilisé par des interactions intramoléculaires 
longues distances, à l’exception de la formation d’un petit core hydrophobe entre les parties 
N- et C-terminales de PNTD. Les interactions intermoléculaires avec N
0
 pourraient fournir 
suffisamment d’énergie pour stabiliser PNTD dans une conformation bien définie. Le manque 
d’interactions intramoléculaires au sein de PNTD explique l’absence de structure repliée à l’état 
isolé, et fournit un mécanisme simple permettant d’assurer que la région PNTD soit 
désordonnée en l’absence de son partenaire. L’aire de l’interface calculée pour le complexe 
N
0
-PNTD est de 5780 Å
2
, ce qui constitue une valeur élevée comparée à une interface protéine-
protéine typique (Jones and Thornton 1996), et même comparée à des interfaces observées 
entre protéines ordonnées et désordonnées (Mészáros, Tompa et al. 2007). Dans une étude 
portant sur 75 complexes protéine-protéine, la surface totale masquée au solvant par 
l’interaction entre les deux partenaires variait entre 1600 et 4660 Å2 (Lo Conte, Chothia et al. 
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impliquent une transition ordre-désordre ou des changements de conformation importants 
pour au moins l’une des deux protéines (Lo Conte, Chothia et al. 1999), comme cela est 
observé ici pour PNTD. Le complexe N
0
-PNTD est stabilisé principalement par des interactions 
polaires, mais encore une fois le nombre de liaisons hydrogènes et de ponts salins excède 
largement le nombre typiquement retrouvé dans d’autres complexes protéine-protéine 
(Mészáros, Tompa et al. 2007). Ces caractéristiques résultent en une énergie d’interaction 
prédite de -35.8 kcal/mol avec la fonction AffinityScore (Audie 2009). Des valeurs 
similairement élevées ont été obtenues avec d’autres fonctions (Liang, Liu et al. 2007). Ces 
valeurs anormalement élevées d’énergie libre d’interaction sont surement largement 
surestimées car le calcul suppose une interaction de type corps rigides et estime la somme des 
interactions stabilisantes et déstabilisantes sans prendre en compte le changement d’entropie 
conformationnelle associé à la transition désordre-ordre de l’un des interactants. Le 
mécanisme de repliement induit par l’interaction avec un partenaire a été proposé comme un 
mécanisme fournissant une grande spécificité sans le corollaire d’une haute affinité (Wright 
and Dyson 2009). Au cours du cycle de réplication viral, le complexe N
0
-P ne se forme que 
transitoirement, en tant qu’intermédiaire dans la synthèse des nouvelles nucléocapsides. La 
chaperonne P doit être remplacée par l’ARN génomique, et l’affinité de P pour N0 ne peut 
donc pas être trop élevée.  
La caractérisation expérimentale du complexe N
0
-PNTD et notamment la résolution de 
sa structure cristallographique chez VSV fournissent un modèle de l’interaction entre N0 et 
PNTD qui est sensiblement différent de celui prédit en utilisant l’approche ab initio. En effet, le 
modèle théorique possède une interface étendue et enrichie en interactions polaires, alors que 
la structure expérimentale fait au contraire intervenir un grand nombre d’interactions 
hydrophobes (cf. partie III, ARTICLE VII). Cette large interface couplée au grand nombre 
d’interactions polaires résulte, de manière assez similaire à l’erreur observée pour la 
modélisation ab initio du domaine PCED de RV (cf. INTERLUDE), d’un biais introduit dans 
les premières étapes du calcul. En effet, le choix du score électrostatique de BiGGER pour le 
classement primaire des modèles a artificiellement favorisé les modèles ayant une grande 
surface d’interaction avec la cavité centrale de N, car ils présentent une neutralisation 
maximale des charges de PNTD et de N (Figure 31c). Cette erreur s’est par la suite répercutée 
sur toute la procédure, empêchant ainsi la prédiction d’une petite surface de contact 
hydrophobe localisée sur la face 3’ de la cavité de fixation à l’ARN de N. 
Malgré ces imprécisions, il est intéressant de noter que les récents progrès dans les 
méthodes de modélisation ab initio (Zhang 2008) et de docking protéine-protéine (Vajda and 
Kozakov 2009; Zacharias 2010) nous ont permis de produire une prédiction grossièrement 
correcte du site d’interaction, et ce malgré l’absence d’information concernant la 
conformation de PNTD dans le complexe. Par ailleurs, les meilleurs modèles obtenus pour le 
VSV et CHANV suggèrent une interaction entre PNTD et la région de la boucle C-terminale 
impliquée dans la formation de contacts N-N dans les complexes N-ARN. Cette interaction, 
qui est également suggérée par d’autres résultats obtenus chez VSV (cf. partie III, ARTICLE 
VII), n’est pas présente dans les modèles issus de l’arrimage rigide, mais apparaît 
spontanément au cours de certaines des simulations de dynamique moléculaire. 
  208 
III. ARTICLE VII:  Structural Basis for the Chaperone Activity of the Vesicular 
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The genomic RNA of vesicular stomatitis Virus is encapsidated by the nucleocapsid protein (N) and 
forms an N-RNA complex that constitutes the template for transcription and replication. During viral replication, 
the phosphoprotein (P) forms a complex with nascent N protein, named the N
0
-P complex, that prevents the 
oligomerization of N and the encapsidation of cellular RNAs.  The N
0
-P complex thus mediates the specific 
encapsidation of viral RNA. It relies on the interaction between N and the N-terminal moiety of P. On the basis 
of the N-RNA structure, we developed a strategy for reconstructing a N
0
-P complex from purified components. 
N was produced as mutant deleted from its first 21 amino-acids (NΔ21) and fused to a maltose binding protein 
(MBP) whereas P was reduced to a peptide corresponding to the 60 first amino-acids (PNTD). We show that PNTD 
is able to bind and to convert NΔ21-RNA oligomers into a RNA free complex. We characterize the structure of 
the NΔ21
0
-PNTD complex in solution using small angle X-ray scattering (SAXS) and show that it corresponds to a 
monomeric N protein bound to PNTD. The complex was crystallized and we report its structure at 3.0 Å 
resolution, which reveals how PNTD binding prevents wild type N oligomerization and RNA encapsidation by 
binding on a site of N that overlaps with the RNA binding site but also with the N-N binding site. Furthermore, 
using site-directed mutagenesis, molecular dynamics and protein-protein docking, we show that the 10 first 
amino-acids of P are engaged in an interaction with the nucleoprotein C-loop, thus contributing to prevent NΔ21 
oligomerization and stabilizing the N
0
-P complex. These results provide the first structural insights into the 
mechanism of N
0





The Rhabdoviridae is a family of viruses 
whose genome is made of a non-segmented single 
stranded negative-sense RNA molecule, and which 
includes human (rabies virus - RV), animal 
(vesicular stomatitis virus - VSV) and plant 
pathogens. In the Rhabdoviridae, as well as in the 
other single stranded negative-sense RNA viruses, 
the viral genome is encapsidated by the 
nucleoprotein (N), forming a long helical N-RNA 
complex (Fields, Knipe et al. 1996) that packs the 
RNA in the viral particle, correctly displays the 
RNA genome for both transcription and replication 
by the viral polymerase complex (Arnheiter, Davis 
et al. 1985) and that certainly protects the RNA 
genome against nucleases and the innate immune 
system. In VSV, RNA transcription and replication 
requires the presence of three viral proteins: the 
nucleoprotein (N), the phosphoprotein (P) and the  
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Figure 1: Biochemical characterization of the 
NΔ21-RNA-MBP complexes. A. Elution profile 
of the MBP-NΔ21-RNA complex on a Superdex 
200 column. The experiment was performed at 
4 °C. B. SDS-PAGE loaded with 5 µl from 
representative fractions collected from the 
elution profile represented in A. Fractions (15-
25 correspond to the main peak which elutes 
between 10 and 14 ml, while fractions 31, 32 
and 33 correspond to the second minor peak at 
18 ml). Based on their apparent molecular 
weight on the gel, the main peak corresponds to 
NΔ21 and the minor peak corresponds to free, 
self-cleaved NΔ21
0 and MBP. C. UV absorption 
spectrum of MBP-NΔ21-RNA showing the 
presence of RNA in the sample. D. 
Abs260/Abs280 ratio of the fractions collected 
from the elution profile in A, indicating that all 





large subunit of the RNA-dependent RNA 
polymerase (L). The phosphoprotein (P) is involved 
in different stages of the viral replication process 
(Emerson and Yu 1975; Masters and Banerjee 
1988). Firstly, it associates with the L protein to 
form an active RNA polymerase that catalyzes both 
transcription and replication of the viral genome. In 
this complex, L carries out the RNA synthesis and 
the 5’ and 3’ RNA processing required for the 
production of messenger RNAs, whereas P acts as 
an essential cofactor (Emerson and Yu 1975) by 
attaching L onto its template (Mellon and Emerson 
1978; Emerson and Schubert 1987). Indeed, by 
itself, L is unable to bind to the N-RNA complex 
(Mellon and Emerson 1978), whereas P possesses 
binding sites for both L and the N-RNA complex 
and thus ensures the correct positioning of the 
polymerase onto its template. Secondly, P is 
essential for encapsidating newly synthesized RNA 
genomes (Peluso 1988; Peluso and Moyer 1988; 
Howard and Wertz 1989). Although transcription of 
the VSV genome can be reconstituted from purified 
L, P and N-RNA template (Emerson and Yu 1975; 
De and Banerjee 1984), replication requires the 
continuous supply of nascent N protein (Hill, 
Marnell et al. 1981; Peluso and Moyer 1983; 
Patton, Davis et al. 1984; Davis, Arnheiter et al. 
1986). To prevent from binding non-specifically to 
cellular RNAs, P binds to nascent N molecules and 
forms a N
0
-P complex (the superscript 
0
 denotes the 
absence of RNA) that maintains N in a soluble 
form, available for the encapsidation of newly 
synthesized RNA genomes (Masters and Banerjee 
1988; Peluso and Moyer 1988; Howard and Wertz 
1989; Mavrakis, Iseni et al. 2003; Mavrakis, 
Mehouas et al. 2006; Chen, Ogino et al. 2007). 
Upon formation of viral nucleocapsids, the N
0
-P 
complex dissociates. N is transferred to the viral 
RNA, while P is released (Peluso and Moyer 1988). 
In both VSV and RV P, the N-terminal region of 
the protein (PNTD) was identified as the major site of 
interaction with N
0
. Residues 4 to 40 in RV and 
residues 11 to 30 in VSV are sufficient for 
maintaining N in a soluble form (Mavrakis, 
Mehouas et al. 2006; Chen, Ogino et al. 2007) . The 
crystal structure of circular N-RNA complexes 
from both VSV and RV revealed that the N protein 
contains a N-terminal domain (NTD) and a C-
terminal (CTD) domain separated by a positively 
charged groove which binds the RNA (Albertini, 
Wernimont et al. 2006; Green, Zhang et al. 2006). 
NTD and CTD act like jaws that close around and 
completely enwrap the RNA, forming multiple salt 
bridges with the phosphate backbone of the RNA. 
Because PNTD is rich in negatively charged residues, 
it was hypothesized that PNTD binds in the RNA-
binding cavity of N, thereby preventing the non-
specific attachment of N
0
 to cellular RNA (Hudson, 
Condra et al. 1986; Mavrakis, Mehouas et al. 
2006). N also contains N- and C- terminal 
subdomains that stabilize the assembly of multiple 
N molecules by exchanging with neighboring 
molecules (Green, Zhang et al. 2006). Until now, 
the difficulties encountered in preparing the N
0
-P 
complex by co-expressing N and P precluded its 
detailed structural characterization (Mavrakis, Iseni 
et al. 2003). Here, we report a new strategy 
developed for producing a N
0
-P complex from. 
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Figure 2: Formation of the MBP-NΔ21
0-PNTD 
complex. A. Elution profile of MBP-NΔ21-RNA 
after 1 hour of incubation with a slight excess of 
PNTD on a Superdex 200 column. The experiment 
was performed at 4°C. B. SDS-PAGE loaded 
with 5 µl from representative fractions collected 
from the elution profile represented in A. 
Fractions (16-21 correspond to the main peak 
which elutes between 10 and 14 ml, fractions 26-
29 correspond to the MBP-NΔ21
0-PNTD complex 
and show two bands around 100 kDa and 15 
kDa, respectively, fraction  32 corresponds to the 
minor peak at 18 ml that is also observed in the 
elution profile from Figure 1A, and fractions 34-
36 contain free PNTD). C. UV absorption 
spectrum of NΔ21°-PNTD-MBP (red) showing the 
absence of RNA in the sample. The UV spectrum 
of MBP-NΔ21-RNA is superimposed in black for 
comparison.  The spectra were normalized for 
presentation purpose. D. Abs260/Abs280 ratio of 
the fractions collected from the elution profile in 
A, indicating an increase in RNA content of the 
first fractions compared to Figure 1D, and the 





individually purified components and the structure 








Addition of a synthetic peptide 
corresponding to the 60 first amino acids of P 
(PNTD) to recombinant circular N-RNA complexes 
was unable to displace the RNA molecule from a 
purified N-RNA complex. On the basis of the N-
RNA structure, we reasoned that deletion of the N-
terminal sub-domain may destabilize the N-RNA 
complex sufficiently for allowing PNTD to displace 
the RNA molecule. A mutated form of N lacking 
the 21 first N-terminal residues (N ) was 
produced in E. coli with a N-terminal maltose 
binding protein (MBP) tag as a 100 kDa protein 
(Figure 1 B (SDS PAGE)). The MBP-NΔ21 protein 
binds RNA as evidenced by its absorbance 
spectrum and A260/A280 ratio (Figure 1 C&D) 
and self-assembles as shown by its elution in the 
exclusion volume of the size exclusion 
chromatography column (Figure 1 A). However, 
the MBP-NΔ21-RNA complex was less stable than 
the native N-RNA complex, and incubation in the 
presence of PNTD resulted in the dissociation of the 
oligomers and in the formation of a MBP-NΔ21
0
-
PNTD complex without RNA (Figure 2). The 




corresponding to a hydrodynamic radius of 4.5 nm. 
SDS-PAGE revealed the presence of both 
proteinsin this complex (Figure 2 B), and the 
absorbance spectrum shows that in contains no 
RNA  (Figure 2 C). Also, the A260/A280 ratio of 
the material eluting in the exclusion volume 
increases, suggesting that the released RNA now 
elutes in the exclusion volume (Figure 1 D and 
Figure 2 D). After cleavage of the MBP tag with 
the TEV protease, the complex could be purified by 
Ni
2+
 chelate affinity chromatography by using the 
His-tag present on PNTD and by SEC. The analysis 
of the NΔ21
0
-PNTD complex by SEC-MALLS-RI 
(Figure 3) showed that the preparation is 
monodisperse and yielded an average molecular 
mass (MM) of 55 kDa ± 5kDa that clearly indicates 
a 1:1 stoichiometry in agreement with the 
calculated MM of 53,399 Da.  
 
Figure 3: SEC-MALLS elution profile of the NΔ21°-PNTD 
complex. The black line shows the elution profile as monitored 
by refractometry. The red circles show the molecular mass 
calculated from light scattering and refractometry data. 
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Figure 4: Small Angle X-
ray Scattering experiments. 
A. SAXS data were recorded 
for Q values in the range 
0.05 nm-1< Q < 5nm-1. The 
curves obtained for 3 protein 
concentrations (2.7mg/ml, 
5.3mg/ml, and 8mg/ml) are 
represented in green, red, and 
black lines, respectively. B. 
Kratky plot at three 
concentrations. The typical 
bell-shape of the curve 
indicates that the protein is 
mostly folded. C. Guinier 
analysis was performed for 
each three concentrations and 
confirms the absence of 
absence of concentration 
dependent aggregation in the 
sample. D. Normalized pair 















Figure 5: Ab initio 
models – DAMMIF 
models. The average 
model from 20 
independent runs is 
represented as a surface 
and three views shifted 
by 90° are shown. The 
structure of a 
nucleoprotein protomer 
from the N-RNA crystal 
structure is 








Low resolution structure of the N
0
-P complex in 
solution from SAXS 
The SAXS profile of the NΔ21
0
-PNTD 
complex was recorded for scattering vectors in the  
range 0.05 nm
-1
 < Q < 4.0 nm
-1
 at three different 
protein concentrations (Figure 4 A). No significant 
dependence of the radius of gyration (Rg) on protein 
concentration was detected, revealing the absence 
of aggregation or intermolecular interactions in the  
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Figure 6: Crystal packing in the structure of the NΔ21°-PNTD complex. A. Crystallographic arrangement of the NΔ21
0-PNTD sub-units. The 
asymmetric unit is composed of 5 sub-units each one comprising one monomer of NΔ21
0 and one monomer of PNTD. The neighboring 
asymmetric units were generated from the crystal lattice symmetry using PYMOL. B and C. Cartoon representation of the NΔ21
0-PNTD rings 
in two views shifted by 90° highlighting the presence of PNTD (orange) between each N protomer. D and E. Cartoon representation of the 
NΔ21
0-PNTD rings in two views shifted by 90° highlighting the presence of 10 N protomers per ring. 
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Figure 7: Comparison between the N-RNA and the NΔ21
0-PNTD structures. A. Three views of the NΔ21
0-PNTD protomer shifted by 90° 
showing the localization of PNTD onto the nucleoprotein. B. Three views of the N-RNA protomer bound to 9 nucleotides and shifted by 90°.  
concentration range used (2.7 - 8 mg/ml). The 
measured Rg value of 2.7 ± 0.1 nm (Figure 4 C), 
and the MM of 65 ± 15 kDa derived from the 
scattering intensity at zero angle, I0, were in 
agreement with SEC-MALLS-RI results. 
Additionally, the distance distribution function, P(r) 
(Figure 4 D), and the Kratky plot (Figure 4 B) are 
typical for globular, folded proteins. The low 
resolution ab initio shape of the complex 
reconstructed with the program DAMMIF (Franke 
and Svergun 2009) displayed a typical bean shape 
reminiscent of a nucleoprotein protomer. However, 
the RNA binding cavity of N is filled and the 
presence of a small lobe on the side of the protein 
could indicate the location of the C-loop (Figure 5).  
 
Crystallographic structure of the N°P complex 
 
The NΔ21°-PNTD complex was crystallized 
in space group P21212 and diffraction data were  
 
collected up to a resolution of 3.0 Å. The structure 
was solved by molecular replacement using a N 
protomer from the N-RNA crystal structure (pdb id: 
2GIC). A clear density map was obtained in which 




as a 10-membered ring similar to that formed by the 
wild-type N-RNA complex (Green, Zhang et al. 
2006) (Figure 6 A, B&C). However, RNA was 
absent from the structure and an additional density 
corresponding to residues 5 to 33 of PNTD was 
visible in a region close to the RNA-binding cavity 
(Figure 6 D&E, Figure 7 A). The residues 17 to 31 
of PNTD form an amphipathic α-helix that lies on the 
3’ side of the RNA-binding cavity, rendering 
impossible the interaction of N with RNA (Figure 7 
A&B, Figure8 C&D). This α-helix makes extensive 
contacts within the RNA binding cavity of N 
(Figure 9). The binding is stabilized by a network 
of hydrophobic interactions involving residues 
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Figure 8: Conflicting 
localization of PNTD in the 
NΔ21
0-PNTD structure with the 
localization of the RNA and 
the N-terminal arm of N in 
the N-RNA structure. A and 
B. Close-ups of the interaction 
between the C-loop of N and 
the N-terminal amino-acids of 
PNTD or the N-terminal 
subdomain of N in the NΔ21
0-
PNTD and in the N-RNA 
structures, respectively. C and 
D. Close-ups of the interaction 
between the RNA binding 
cavity of N and the α-helix of 
PNTD or an RNA molecule in 
the NΔ21
0-PNTD and in the N-














Figure 9: Hydrophobic and ionic interactions involved in 
stabilizing the NΔ21
0-PNTD complex. A. Main stabilizing 
hydrophobic interactions. Interacting residues from PNTD and 
from N are shown as sticks and colored in green. The names and 
numbers of interacting residues from NΔ21
0 and PNTD are 
indicated in wheat and in orange, respectively. B. Main 
stabilizing ionic interactions. Interacting residues from PNTD and 
from N are shown as sticks and colored in yellow and purple, 
respectively. Again, the names and numbers of interacting 
residues from NΔ21





Leu17, Val21, Ile24, Ile27 (i+3 or i+4 spacing) of 
the PNTD α-helix and residues Ile218, Phe222, 
Leu228, Phe231, Met262, Ile270 of N (Figure 9A). 
The hydrophobic cluster extends beyond the α-helix 
of PNTD and also includes Val7, Tyr10, and Tyr14 
that interact with Val259, Met262, Pro264 and 
Ile268 of N (Figure 9A). Six salt bridges provide 
additional stability to the interface (Figure 9B). 
Two of these ionic interactions involve the 
negatively charged Asp256 and Asp 269 from N 
and Lys6 and Arg16 of P, respectively, while the 
four remaining salt bridges are formed by Arg221 
and Glu23, His233, Arg312 and Asp25, and 
Arg408 and Glu33 (Figure 9B). The structure is 
further stabilized by 14 intermolecular hydrogen 
bonds. In particular, the hydroxyl group of Tyr14 is 
hydrogen-bonded to the backbone carbonyl group 
of Leu263 and to the backbone amide group of 
Gln266, the carboxyl group Asp18 with the side-
chain hydroxyl group and backbone amide group of 
Thr242, and the carbonyl group of Gln30 with the 
side-chain hydroxyl group of Tyr152 and backbone 
amide group of Arg143. Arg143 and Arg408 of N, 
which are coordinating sugar phosphates in the N-
RNA complex, are also directly implicated in the 
interaction with PNTD, whereas several other 
positively charged residues in N, that are involved 
in RNA binding, are part of the interface but make 
no specific contacts with PNTD. Interestingly, 
  216 
 
 
Figure 10: Comparison between SEC-MALLS elution profiles of MBP-NΔ21 and MBP-NΔ21
344-SPSGS-348 before and after incubation 
with PNTD. A. SEC-MALLS elution profile of MBP-NΔ21-RNA. The black line shows the elution profile as monitored by refractometry. The 
red circles show the molecular mass calculated from light scattering and refractometry data. B. SEC-MALLS-RI elution profile of MBP-
NΔ21-RNA incubated with a large excess of PNTD for one hour (black line) or overnight (blue line). The black and blue lines show the elution 
profiles as monitored by refractometry. The red circles show the molecular mass calculated from light scattering and refractometry data from 
the overnight incubated sample. C. SEC-MALLS-RI elution profile of MBP-NΔ21
344-SPSGS-348. The black line shows the elution profile as 
monitored by refractometry. The red circles show the molecular mass calculated from light scattering and refractometry data. D. SEC-
MALLS-RI elution profile of MBP-NΔ21
344-SPSGS-348 incubated with a large excess of PNTD for one hour (black line) or overnight (blue line). 
The black and blue lines show the elution profiles as monitored by refractometry. The red circles show the molecular mass calculated from 
light scattering and refractometry data from the overnight incubated sample. 
 
residues 6 to 9 of PNTD are contacting residues 346 
to 350 of the C-loop from the neighboring N 
protomer (Figure 8 A), occupying the surface 
pocket emptied by the deletion of the N-terminal 
arm. Moreover, a structural alignment of the NΔ21
0
-
PNTD with the N-RNA complex (data not shown) 
reveals major structural clashes between residues 6 
to 21 of PNTD and the N-terminal subdomain of N 
that was deleted in our construct, suggesting how 
PNTD could prevent the self-assembly of wild type 
N (Figure 8A&B). However, the ability of NΔ21 to 
form a monomeric NΔ21
0
-PNTD complex at neutral 
pH indicates that an additional mechanism exists 
that stabilizes monomeric N. 
 
Site-directed mutagenesis and the involvement 
of the C-loop in binding 
 




348344SPSGS348 along with 
the deletion of the N-terminal arm. This “double” 
mutant was originally designed to disrupt all the 
specific N-N contacts leading to nucleoprotein 
polymerization (Luo, Green et al. 2007). In 
particular, the substitution of Ala345 to a proline 
residue destabilizes the backbone conformation 
adopted by the C-loop in the N-RNA complex, and 
Leu344 and Phe348, which are involved in 
hydrophobic interactions, are mutated to 
hydrophilic serine residues. The MBP-NΔ21,344-SPSGS-
348 formed a multimeric complex that elutes in the 
exclusion volume of the SEC column but contains 
no RNA (Figure 10c). We found that the MBP-
NΔ21,344-SPSGS-348 was significantly impaired in its 
ability to bind PNTD, that occurred only in the 
presence of a large excess of PNTD (Figure 10B&D). 
The very low affinity for PNTD observed for MBP-
NΔ21,344-SPSGS-348 compared to MBP-NΔ21 suggested 
the involvement of the nucleoprotein C-loop in  
 




Figure 11: Molecular Dynamics Simulation of the NΔ21
0-PNTD complex. A. Three snapshots from the simulation taken at t = 0 ns , t = 50 ns 
and t = 150 ns. Residues 342-358 of N are colored in red, and residues 6-10 of PNTD are in blue. B. Cα r.m.s.d. of the NΔ21
0-PNTD complex. The 
r.m.s.d. increases quickly during the first 10 ns of the simulation and shows a significant conformational change around t = 40 ns. The value 
tends to stabilize around 0.6 nm in the latter part of the trajectory. C. Distance between the center of mass of the residues 6 to 10 of PNTD and 
the centre of mass of residues 342 to 358 of N. 
 
binding PNTD. In order to gain insights into this 
interaction, we turned to molecular modeling. 
 
Computational model from protein docking and 
molecular dynamics simulation 
 
First, we ran a 160 ns molecular dynamics 
simulation (MDS) in explicit solvent using a sub-
unit from the crystal structure, composed of NΔ21 
and residues 6 to 40 of PNTD (Figure 11). The 
simulation showed large motions of the C-loop 
during the first 40 ns, followed by a spontaneous 
binding event between residues 6 to 9 of PNTD and a 
cluster of residues from the C-loop at t = 40 ns, 
which is stabilized at t = 120 ns. In order to model 
more accurately this interaction, we used flexible 
protein – protein docking. A previous NMR and 
SAXS study revealed several features of the 
conformational behavior of PNTD in solution (Leyrat 
et al., 2010), and notably the presence of two 
segments containing partially populated α-helices. 
These helices located between residues 1 to 12 and 
between residues 25 to 38 are locally encoded in 
the amino acid sequence. We assumed that the N-
terminal helix is transiently present in solution and 
therefore modeled residues 1-13 as an α-helix and  
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Figure 12: Computational docking of the fragment 1 to 13 of PNTD on the nucleoprotein. Three views shifted by 90°C are shown. The 
100 best scored solutions of 4 representative docking runs are shown (yellow, cyan, magenta, green) each one with a different conformation 
of residues 343-363 of the nucleoprotein C-loop. The localization of PNTD residues 1 to 13 onto N is indicated as a sphere placed at its center 




Figure 13: Molecular dynamics simulation of the 8 best scored NΔ21
0-PNTD decoys. A. Helicity histograms showing the percentage of 
simulation time (based on 50 ns of simulation) each residue of PNTD adopts an α-helical conformation for the 8 best scored decoys. B and C. 
Cα r.m.s.d. of  the NΔ21
0-PNTD decoys (B) and PNTD alone (C). The r.m.s.d. increases quickly during the first 10 ns of the simulation and 
usually tends to stabilize over simulation time. D. Number of intermolecular contacts (<5Å) between PNTD residues 1 to 13 and the C-loop of 
N, which allows to monitor unbinding events.  
 
  




Figure 14: Fitting of 
SAXS data. A. The low 
resolution electron 
density retrieved from 
SAXS data is 
superimposed into the 
best scored decoy from 
docking and MD 
simulations. Three 
views shifted by 90° are 
shown. B. Fitting of the 
SAXS profile using the 
best model obtained 


















docked this fragment onto 30 conformers of NΔ21 
containing the residues 17 - 31 of PNTD (helical 
part) but exhibiting a different C-loop 
conformation, in order to account for the 
conformational disorder of the C-loop in the 
monomeric state. From this calculation, we observe 
two different types of clusters of solutions which 
are located in the area of the C-loop or in the center 
of the RNA binding cavity, respectively. As the 
second cluster of solutions doesn’t allow for a 
physical link between the two PNTD fragments, the 
only remaining physically relevant clusters of 
molecular decoys observed within the 100 best 
scores of multiple docking runs involved binding of 
the 1-13 fragment of PNTD to the C-loop of N 
(Figure 12). We built residues 14-16 and 32-40 of 
PNTD in the 8 scored decoys in order to obtain 
models of the complex including the first 40 
residues of PNTD and we refined their structure by 
50 ns MDS. We monitored various simulation 
parameters, including α-helicity (Figure 13 A),  
 
r.m.s.d. (PNTD only or whole structure) (Figure 13 
B&C), and intermolecular contacts (Figure 13 D). 
We used the optimization of theses parameters and 
the agreement with SAXS data to rank the models. 
The best model that was obtained from this 
refinement and scoring procedure, both in terms of 
agreement with the SAXS profile (Figure 14) and 
the secondary structure propensity of the isolated 
PNTD in solution derived from NMR (Figure 13 A), 
is presented in Figure 15.  In this structure, residues 
344 to 348 of N extensively interacted with 
residues 4 to 14 of PNTD, thus explaining the loss of 
affinity observed for the MBP-NΔ21,344-SPSGS-348 
mutant. In particular, Leu344 and Phe348 form a 
small hydrophobic cluster by interacting with the 
side chains of Leu4 and Arg8, while Arg8 is 
involved in an ionic interaction with Asp343 
(Figure 16). The hydroxyl groups of Ser13 and 
Tyr14 of PNTD interact with the side chain of  
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Figure 15: Structure of 
the computational 
model of the NΔ21
0-PNTD 
complex. Three views 
shifted by 90° are shown 
in cartoon 
representation. The 
snapshot is taken from 
50 ns of MD simulation. 
The nucleoprotein is 
shown in wheat and 
residues 1 to 40 of PNTD 











Gln346, and the backbone carbonyl of Lys12 is 
hydrogen bonded to the backbone amide group of 
Ala345. These interactions between the 
nucleoprotein C-loop and the first 12 amino-acids 
of PNTD provide an efficient way to sequester the C-
loop in a conformation that is inadequate for the 
self-assembly of N, and therefore contribute to the 








Figure 16: Details of the interaction between N-terminal 
residues of PNTD and the C-loop of N in the computational 
model of the NΔ21
0-PNTD complex. Interacting residues are 
shown as sticks. Residues involved in hydrophobic interactions 
are colored in green. The names and numbers of interacting 
residues from NΔ21° and PNTD are indicated in wheat and in 
orange, respectively. Residues involved in ionic interactions are 





The structural data reported here provides 
the first account at the molecular level of the 
chaperone activity of P. The positioning of PNTD on 
the N molecule explains how it prevents both non-
specific RNA encapsidation and nucleocapsid 
assembly. PNTD binding site on N overlaps both 
with the RNA binding site by occupying the 3’ side 
of the central cavity, but also interferes with correct 
positioning of the N-terminal arm of N that 
irreversibly locks the oligomeric N-RNA structure. 
We found that the deletion of the N-terminal arm of 
N (residues 1 to 21) destabilizes the N-RNA 
complex and renders the RNA encapsidation 
reversible in the presence of PNTD. Furthermore, we 
show that PNTD interacts with the C-loop of N and 
prevents it from adopting the conformation that is 
allow the self-assembly of N, and thus stabilizes the 
monomeric form. A computational model of NΔ21°-
PNTD including residues 1 to 40 of PNTD suggests 
how the N-terminal part of PNTD interacts with the 
C-loop of N. The disordered C-loop thus appears as 
a functional hot spot that controls the fate of the 
nucleoprotein by interacting with PNTD  in the N
0
-P 
complex (residues 342 to 351), with N during RNA 
encapsidation (residues 340 to 354), and with PCTD 
once N is assembled onto the RNA molecule 
(residues 354 to 367).   
The α-helical structure observed for 
residues 17 to 31 of PNTD in the crystallographic 
structure of the NΔ21°-PNTD provides direct evidence 
for the binding-induced folding of PNTD, which was 
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observed to be intrinsically disordered in solution 
by NMR and to possess partially structured α-
helical elements located between residues 1 to 12 
and 25 to 38, with the highest population being 
observed for residues 25 to 31. Residues 17 to 25 
possess no helical propensity in solution, which 
implies that their helical conformation in the crystal 
is stabilized exclusively by intermolecular 
interactions. Residues 40 to 60 of PNTD were shown 
to be dispensable for N
0
-P complex formation 
(Chen, Ogino et al. 2007) and residues 34 to 60 are 
absent from the structure and presumably 
disordered in the crystal. However, at least residues 
34 to 40 are located in the region of the RNA 
binding cavity of N as observed in the MD 
simulations.  
 
MATERIALS & METHODS 
 
Protein Cloning, expression and purification 
 
The vesicular stomatitis virus nucleoprotein gene, and 
one fragment encompassing residues 22 to 422 were amplified 
by PCR and cloned into a pET-M40 plasmid (EMBL) using 
NcoI and XhoI restriction sites, yielding a N-terminally truncated 
nucleoprotein bearing a MBP tag at its N-terminus and including 
a TEV cleavage site. The mutant MBP-NΔ21, 344-SPSGS-348 was 
engineered using the one-step QuickChange® mutagenesis kit 
(Stratagene). Both constructions were checked using DNA 
sequencing. The N-terminal region of P corresponding to 
residues 1 to 60 (PNTD) was cloned into a pET28a plasmid as 
previously described (Leyrat et al., 2010). Plasmids containing 
MBP-NΔ21, MBP-NΔ21, 344-SPSGS-348, and PNTD were expressed in E. 
coli RosettaTM cells. Protein expression was performed overnight 
at 16 °C after induction with I.P.T.G. at a concentration of 1 mM 
when culture medium O.D. reached 0.6 A.U.  MBP-NΔ21 and 
MBP-NΔ21
344-SPSGS-348 were purified on amylose resin (New 
England Biolabs® Inc.), while PNTD was purified as previously 
described (Leyrat et al., 2010). The NΔ21
0-PNTD complex was 
produced by incubating overnight at 4 °C an excess of PNTD with 
MBP-NΔ21-RNA complexes. This resulted in the appearance of 
MBP-NΔ21
0-PNTD complex that could be purified by size 
exclusion chromatography (SEC) on a S200 Superdex  column 
(GE Healthcare®), checked by SDS-PAGE using a Precast 4-20 
% gel (Biorad) (Figure 2B). The MBP moiety was cleaved using 
TEV protease overnight at 4°C. The resulting NΔ21
0-PNTD 
complex was then purified using Ni2+ chelate affinity 





Small Angle X-ray Scattering 
 
The monodispersity of the samples used in SAXS 
experiments was checked by size exclusion chromatography 
(SEC) combined with detection by multi-angle laser light 
scattering (MALLS) and refractometry (RI) (Gérard, Ribeiro et 
al. 2007; Hodak, Wohlkönig et al. 2008). SAXS data were 
collected at the European Synchrotron Radiation Facility 
(Grenoble, France) on beamline ID14-3. The sample-to-detector 
distance was 1 m and the wavelength of the X-rays was 0.0995 
nm. Samples were contained in a 1.9 mm wide quartz capillary. 
The time of exposure was optimized for reducing radiation 
damage. Data acquisition was performed at 20 °C. Protein 
concentrations ranged from 5 to 18 mg.ml-1. Data reduction was 
performed using the established procedure available at ID14-3, 
and buffer background runs were subtracted from sample runs.  
The radius of gyration and forward intensity at zero 
angle (I(0)) were determined with the programs PRIMUS 
(Konarev, Volkov et al. 2003) by using the Guinier 





Q ), in a 






  (Eq. 1) 
The forward scattering intensity was calibrated using 
bovine serum albumin and lysozyme as references. The radius of 
gyration and pairwise distance distribution function, P(r), were 
calculated with the program GNOM (Semenyuk and Svergun 
1991). The maximum dimension (Dmax) value was adjusted so 
that the Rg value obtained from GNOM agreed with that 
obtained from the Guinier analysis.  
Ab initio low-resolution shape reconstructions of the 
NΔ21°-PNTD complex was preformed from the scattering curves 
using the program DAMMIF (Franke and Svergun 2009). This 
program restore low-resolution shapes of the protein as a volume 
filled with densely packed spheres (dummy atoms) that 
reproduces the experimental scattering curve by a simulated 
annealing minimization procedure. DAMMIF minimizes the 
interfacial area between the molecule and the solvent by 
imposing compactness and connectivity constraints. 20 
independent models were generated with DAMMIF with no 
symmetry restriction and were combined with the program 
DAMAVER (Volkov and Svergun 2003) yielding an average 





Crystallization conditions were established using the 
Crystal Screen light (Hampton). After 24 hours of hanging drop 
vapor diffusion experiments, multiple needle-like crystals were 
observed in a droplet stored at 20°C containing 0.1µl of mother 
liquor 0.1M Sodium Acetate trihydrate and 4%w/v of PEG4000 
pH 4.6 and 0.1µl of protein at a concentration of 8 mg/ml in 
Tris-HCl 20mM and 150mM NaCl buffer pH 7.5. By refining 
the crystallization conditions using slight variations in the 
mother liquor composition and droplet shape, we obtained 
crystals that grew to about 50 µm x 50 µm x 50 µm. A single 
NΔ21°-PNTD crystal was flash frozen at 100K in 25% glycerol and 
a 3.0 Å resolution diffraction data set was recorded at the 
wavelength 0.9334 Å at ID14 beamline in E.S.R.F., Grenoble. 
Diffraction data were processed using the program iMosflm 
(Powell 1999) and scaled with the program Scala from the ccp4 
suite (Potterton, Briggs et al. 2003). The structure was solved by 
molecular replacement methods using the residues 22 to 422 of a 
protomer (2gic.pdb chain E) from the N-RNA crystal structure 
(Green, Zhang et al. 2006) as a search model in the program 
Phaser (McCoy, Grosse-Kunstleve et al. 2007). The program 
Buccaneer (Cowtan 2006) was used to trace and assign the 
sequence of PNTD, and refinement of the structure was 
subsequently performed using Coot (Emsley, Lohkamp et al. 
2010) and Refmac5 (Murshudov, Vagin et al. 1997). 
PROCHECK was used to check the quality of the model 
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(Laskowski, Macarthur et al. 1993). A table summarizing the 
crystallographic statistics is presented below (Table 1). 
 
Space group P21212 
Unit cell constants a=74.56 Å  b=171.97 Å 
c=239.86 Å      α=β=γ=90° 
Resolution limitsa 59.97-3.03 Å (3.20-3.03 Å) 
Number of measured 
reflections 
168372 
Number of unique  
reflections 
54333 
Completeness of dataa 89.9% (80.7%) 
Rmergea 11.4%  (28.1%) 
Multiplicitya 3.1 (2.5) 
I/σa 9 (3.5) 
Rwork 24.2% 
Rfree 29.0% 
Number of residues in 
favoured region Number of 
residues in allowed region  
Number of residues in outlier 
region                           
1974 ( 92.1%) 
128 (  6.0%) 
37 (  1.9%) 
Rms BondLength 0.008 
Rms BondAngle 0.966 
Rms ChirVolume 0.067 
 





Molecular dynamics simulations (MDS) with explicit 
solvent were performed using the GROMACS 4.0.2 software 
package (Hess, Kutzner et al. 2008) and the GROMOS 53a6 
force field (Oostenbrink, Soares et al. 2005). At the beginning of 
each simulation, the protein was immersed in a box of SPC/E 
water molecules. Sodium and chloride ions were added to reach 
a 50mM salt concentration. Long range electrostatics was 
calculated with particle-mesh Ewald summation. Hydrogen 
atoms were treated as virtual sites, enabling a 5 fs integration 
time step to be used. The v-rescale thermostat (Bussi, Donadio et 
al. 2007) and the Parrinello-Rahman barostat (Rühle 2008) were 
used to maintain a temperature of 300 K and a pressure of 1atm. 
The system was equilibrated for 125 ps with restrained protein 
atoms before the beginning of the production simulation. 
Protein docking was performed by using the program 
BiGGER (Krippahl, Moura et al. 2003). The receptor was 
composed of NΔ21 bound to residues 17 to 31 of PNTD, which 
constitute the α-helix present in the crystal structure and the 
ligand was made of residues 1 to 13 of P that were assumed to 
be α-helical based on PNTD intrinsic conformational propensity 
(Leyrat et al., 2010). Three different representations of residues 
1-13 of PNTD that varied mainly at the side chains level were 
used to increase side chain conformational diversity. 30 different 
models of NΔ21 bound to residues 17 to 31 of PNTD were used that 
differed in the conformation of residues 343 to 363 of the C-loop 
of N. The multiple C-loop conformations were generated using 
the LOBO webserver (Tosatto, Bindewald et al. 2002). Cross-
docking of these models with PNTD residues 1-13 was conducted 
using BiGGER, generating 3 x 30 x 5000 potential solutions. 
The resulting decoys were analyzed in BiGGER and the 8 best 
ranked solutions according to BiGGER global score that 
displayed a sufficiently small distance (less than 1.6 nm) 
between residues 13 and 17 to allow connection with residues 14 
to 16 were selected for further refinement using MDS. Residues 
14 to 16 and 32 to 40 were modeled in using Coot. These models 
were simulated using the parameters described above and 
various parameters such as r.m.s.d., distances between the centre 
of mass of different groups of atoms, the number of atomic 
contacts and the percentage of helicity was monitored by using 
GROMACS routines (Figure 13). The models of NΔ21
0-PNTD 
obtained after 50 ns  of MDS were compared to the SAXS data 
using the program CRYSOL (Svergun, Barberato et al. 1995). 
The combination of these parameters was used as a score to 
select the best model of the NΔ21
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IV. Données supplémentaires: 
 





Les complexes MBP-N-ARN, MBP-NΔ21-ARN, et MBP-NΔ21
344-SPSGS-348
 du VSV produits 
dans E.coli et purifiés sur résine amylose (OZYME®) ont été observés en microscopie 
électronique afin de déterminer l’effet des mutations sur la morphologie des oligomères 
formés par la nucléoprotéine (Figure 33, Figure 34, et Figure 35, respectivement), et dont la 
présence a été mise en évidence par SEC-MALLS-RI (cf. ARTICLE VII) et par diffusion de 
lumière dynamique (données non présentées). Les clichés réalisés pour MBP-N-ARN révèlent 
la présence d’anneaux circulaires coexistant avec des formes linéaires plus longues de type 
nucléocapside et avec des aggrégats de taille variable (Figure 33). 
 
Figure 33 : clichés de microscopie électronique en coloration négative des complexes Nucléoprotéine-
ARN-Maltose Binding Protein (N-ARN-MBP) du Virus de la Stomatite Vésiculaire. Les complexes ont été 
produits dans E. Coli et purifiés par affinité sur résine amylose. La barre d’échelle représente 20 nm. Les clichés 
ont été réalisés par Ambroise Desfosses. 
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Les images du complexe MBP-NΔ21-ARN montrent une morphologie relativement similaire à 
ce qui est observé pour la forme complète de la nucléoprotéine, à l’exception d’une proportion 
plus importante d’aggrégats non circulaires de faible dimensions (Figure 34), suggérant une 
possible déstabilisation des structures oligomériques. Ce comportement est attendu du fait de 
la contribution significative des résidus 1 à 21 de la nucléoprotéine aux interactions N-N 
observées dans la structure cristallographique (Green, Zhang et al. 2006; Luo, Green et al. 
2007). 
 
Figure 34 : clichés de microscopie électronique en coloration négative des complexes NucléoprotéineΔ21-
ARN-Maltose Binding Protein (NΔ21-ARN-MBP) du Virus de la Stomatite Vésiculaire. Les complexes ont 
été produits dans E. Coli et purifiés par affinité sur résine amylose. La barre d’échelle représente 20 nm. Les 
clichés ont été réalisés par Ambroise Desfosses. 
 
Au contraire, les complexes MBP-NΔ21
344-SPSGS-348
, mutés au niveau des deux sous-domaines 
d’échange entre protomères en N- et en C-terminal semblent avoir perdus à la fois la capacité 
à former des oligomères circulaires (Figure 35), mais aussi toute capacité de fixation de 
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l’ARN. Ils existent néanmoins à l’état d’aggrégats solubles. Ces résultats indiquent 
probablement que l’oligomérisation et l’encapsidation d’ARN sont des processus couplés, 
comme cela a déjà été suggéré auparavant (Zhang, Green et al. 2008). 
 
 
Figure 35 : clichés de microscopie électronique en coloration négative des complexes 
NucléoprotéineΔ21344-SPSGS-348--Maltose Binding Protein (NΔ21
344-SPSGS-348
- MBP) du Virus de la Stomatite 
Vésiculaire. Les complexes ont été produits dans E. Coli et purifiés par affinité sur résine amylose. La barre 
d’échelle est indiquée sur chaque image. Les clichés ont été réalisés par la plate-forme de microscopie 
électronique de l’IBS. 
 
B. Mise en évidence de l’interaction entre les formes mutantes de la protéine N (MBP-
NΔ21 et MBP-NΔ21
344-SPSGS-348
) et la région PNTD du VSV par RMN.  
 
Les complexes MBP-NΔ21-ARN et MBP-NΔ21
344-SPSGS-348
 ont été incubés pendant une 
heure avec un excès de PNTD marqué 
15




H ont été comparés 
à une spectre correspondant au PNTD isolé et enregistré dans des conditions identiques. Dans 
ces conditions (50mM Glu, 50mM Arg, 20 mM Tris-HCl, pH 6, T=10°C), les signaux 
correspondants à chaque résidu de PNTD ont été atttribués (cf. Chap. III, ARTICLE II). Pour 
MBP-NΔ21-ARN comme pour MBP-NΔ21
344-SPSGS-348
, on observe une diminution de tous les 
signaux lorsque la concentration de nucléoprotéine utilisée augmente, diminution qui peut être 
quantifiée et normalisée sous la forme d’un ratio I/I0 (Figure 36). Il apparaît que la diminution 
de l’intensité des spots observés sur le spectre HSQC est plus marquée pour les résidus 1 à 15 
de PNTD, ce qui suggère un échange conformationnel sur une échelle de temps intermédiaire 
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(de l’ordre des micro- ou millisecondes). Cette observation est cohérente avec la diminution 
relative d’affinité pour PNTD observée avec le mutant MBP-NΔ21
344-SPSGS-348
 et le modèle 
obtenu par docking flexible présenté dans la troisième partie du chapitre. En effet, la fixation 
des résidus 1 à 15 de PNTD sur la boucle C-terminale désordonnée de N, qui n’établit pas 
d’interactions spécifiques avec le coeur du domaine NCTD, pourrait être à l’origine de cette 
flexibilité accrue. Par ailleurs, l’impossibilité de former le complexe N0-P à partir de la forme 
MBP-N-ARN indique que l’accessibilité de cette boucle C-terminale au solvant est requise 
pour sa formation. Cette expérience montre également que la forme mutante MBP-NΔ21
344-
SPSGS-348
 est capable d’interagir efficacement avec PNTD, et confirme donc que la diminution 
d’affinité relative observée par SEC-MALLS-RI (cf. partie III, ARTICLE VII) est 
effectivement liée à une interaction moins efficace entre la boucle C-terminale de N et PNTD et 








Figure 36 : Titration de 




(B) par RMN. La 
diminution de l’intensité des 
signaux des Cα 
précédemment attribués du 





de PNTD entraînée par 
l’augmentation de la 
concentration de NΔ21- MBP 
est représentée sous la forme 
d’un rapport I/I0, I0 
correspondant à l’intensité 
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C. Production et caractérisation structurale du complexe RV NΔ23-P1-68.  
 
Le complexe MBP-NΔ23-ARN du RV a été produit en utilisant une procédure identique à 
celle décrite pour VSV (cf. partie III, ARTICLE VII). L’observation du complexe en 
microscopie électronique suggère une morphologie similaire au complexe MBP-NΔ21-ARN du 
VSV, à l’exception d’une proportion relative d’anneaux moins importante dans la préparation 
(Figure 37).  
 
Figure 37 : clichés de microscopie électronique en coloration négative des complexes Maltose Binding 
Protein-NucléoprotéineΔ23-ARN (MBP-NΔ23-ARN) du RV. Les complexes ont été produits dans E. Coli et 
purifiés par affinité sur résine amylose. La barre d’échelle représente 20 nm. Les clichés ont été réalisés par 
Ambroise Desfosses. 
 
La présence d’oligomères de taille importante est aussi apparente sur le profil 
enregistré en SEC-MALLS-RI, qui montre notamment que les complexes MBP-NΔ23-ARN 
sont élués à un volume inférieur à 13 ml, et en partie de le volume mort de la colonne 
Superdex 200 (GE Healthcare®) (Figure 38A),  indiquant un rayon hydrodynamique moyen 
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(RS) supérieur à 6 nm. En effet, une analyse par diffusion de lumière dynamique (DLS) 
indique un RS d’environ 15 nm. Par ailleurs, un pic minoritaire correspondant à la MBP libre 
autoclivée (possiblement mélangé à une faible quantité de protéine NΔ23
0
 autoclivée) est 
visible à un volume Vélution ~ 16 ml. Tout comme pour le VSV, l’incubation des complexes 
MBP-NΔ23-ARN avec PNTD (résidus 1-68) entraîne l’apparition d’un pic de complexe MBP-
NΔ23-PNTD (Figure 38B), dont la masse moléculaire mesurée par MALLS après purification 
est d’environ 100 kDa (Figure 38C), en accord avec l’association d’un monomère de 
nucléoprotéine fusionné à la MBP (90 kDa) avec un PNTD (9 kDa). La stoechiométrie 1 :1 du 
complexe est confirmée par l’analyse SEC-MALLS-RI du complexe clivé et purifié NΔ23-
PNTD, qui indique une masse moléculaire d’environ 55kDa (Figure 38D), en accord avec la 
masse calculée d’après la séquence (58kDa). 
 
Figure 38 : Formation du complexe NΔ23
0
-PNTD chez le Virus de la Rage. A et B. Profiles SEC-RI obtenus 
pour  les complexes NucléoprotéineΔ23-ARN-Maltose Binding Protein (NΔ23-ARN-MBP) avant et après 1 heure 
d’incubation avec PNTD (résidus 1 à 68), respectivement. La courbe noire représente le signal de refractométrie et 





 -PNTD, respectivement après purification sur une colonne Superdex 200 (GE 





-PNTD a été analysé par SAXS sur la ligne de lumière ID14-3 
(ESRF, Grenoble). Les profiles de diffusion enregistrés à trois concentrations (3, 6 et 10 
mg/ml), et pour des valeurs de Q comprises entre 0.02 nm
-1
< Q < 5.90 nm
-1
 sont représentés 
sur la Figure 39A. L’analyse de Guinier indique un rayon de giration (Rg) de 3.0 nm et 
l’absence d’agrégation ou d’effets intermoléculaires dans la gamme de concentration utilisée 
(Figure 39B). La forme du graphe de Kratky (Figure 39C), ainsi que la légère extension 
observée sur la fonction P(r) (Figure 39D) suggèrent que le complexe est globalement replié 
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mais possède cependant une forme légèrement allongée et/ou une faible proportion de régions 
désordonnées.  
 
Figure 39 : Expériences de diffusion de rayons X aux petits angles (SAXS) sur le complexe NΔ23-PNTD du 
Virus de la Rage. A. Les données de SAXS ont été enregistrées pour des valeurs de Q comprises entre 0.02 nm
-
1
< Q < 5.90 nm
-1
. Les courbes obtenues à trios concentrations différentes (3, 6 et 10 mg/ml) sont représentées en 
noir, en rouge, et en vert, respectivement. B. Analyse de Guinier réalisées dans la région Q.Rg < 1.3. C. Graphes 
de Kratky aux trois concentrations indiquant que le complexe est globalement replié. D. Fonctions de 
distribution de distances (pair distribution function, P(r)). 
 
La fonction de distribution de distance des paires interatomiques P(r) a été utilisée 
pour reconstituer ab initio la forme basse résolution du complexe NΔ23
0
-PNTD (Figure 40) à 
l’aide du programme DAMMIF (Franke and Svergun 2009). L’enveloppe obtenue est 
relativement similaire à ce qui a été observé chez le VSV, et rappelle la forme d’un protomère 
de nucléoprotéine ayant sa cavité de fixation à l’ARN remplie de densité électronique. Les 
différences avec VSV consistent principalement en un Dmax légèrement plus élevé (10.5 nm 
contre 9.3 nm), qui pourrait résulter de la longueur plus importante de la boucle désordonnée 
C-terminale, et à la présence d’une densité légèrement plus volumineuse au niveau de la 
cavité de fixation à l’ARN, semblant se localiser sur une des faces latérales de la 
nucléoprotéine et qui pourrait correspondre aux 8 résidus supplémentaires inclus dans la 
construction du PNTD chez RV. La Figure 40 montre une superposition de l’enveloppe basse 
résolution moyenne du complexe NΔ23
0
-PNTD avec un des protomères cristallographiques 
(code pdb : 2GTT) dans lequel la boucle C-terminale a été modélisée (Ribeiro, Leyrat et al. 
2009) et avec la structure de ce même protomère après 5 ns de simulation de dynamique 
moléculaire en solvant explicite. L’alignement structural souligne la flexibilité des longues 
boucles N- et C-terminales de la nucléoprotéine, et en particulier de la boucle C-terminale, qui 
occupe une conformation différente dans les trois modèles (modèle atomique à l’état 
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cristallin, modèle atomique théorique extrait de la simulation, et enveloppe basse résolution 
dérivée des données SAXS). 
 
Figure 40 : Enveloppe basse résolution du complexe NΔ23-PNTD du Virus de la Rage. La structure basse 
résolution correspondant à la moyennation de 20 modèles indépendants généré par DAMMIF est superposée à 
deux structures de nucléoprotéine tronquées au niveau du résidu 22, et qui correspondent à un protomère extrait 
de la structure cristallographique du complexe N-ARN (code pdb : 2GTT) dans lequel la boucle C-terminale 
désordonnée  a été modélisée (Ribeiro, Leyrat et al. 2009) et à un modèle extrait d’une simulation de dynamique 
moléculaire réalisée sur N
0
 à t = 5 ns, respectivement en jaune et en bleu. Trois vues différant par une rotation de 
90° sont représentées.   
 
L’incubation d’un excès de complexe NΔ23
0
-PNTD avec la phosphoprotéine (mutant 
ΔC261) du RV (Figure 41A) conduit à la formation de complexe NΔ23
0
-P entraînant un léger 
déplacement du pic d’élution de la phosphoprotéine (Figure 41A). L’analyse du contenu du 
pic par SDS-PAGE indique qu’il est constitué par l’association d’un dimère de 
phosphoprotéine (67 kDa) sur chaque monomère NΔ23 (49 kDa) (Figure 41C), ce qui est 
confirmé par l’analyse SEC-MALLS-RI du complexe purifié fournissant une masse 
moléculaire estimée d’environ 110 kDa en accord avec la masse calculée d’après la séquence 
(116 kDa) (Figure 41B). 
Des données de SAXS ont également été enregistrées à trois concentrations (0.1, 0.3 et 
0.6 mg/ml) pour ce complexe (Figure 42A), et ce en utilisant directement les fractions 
récoltées à l’issue de la purification par SEC et analysées par SDS-PAGE et MALLS (Figure 
41). L’analyse de Guinier indique un rayon de giration (Rg) de 5.4 nm et, une fois encore,  
l’absence d’agrégation ou d’effets intermoléculaires dans la gamme de concentration utilisée 
(Figure 42B). La forme du graphe de Kratky (Figure 42C), ainsi que l’extension marquée de 
la fonction P(r) (Figure 42D) sont typiques des protéines partiellement désordonnées et 
ressemblent à ce qui est observé pour les phosphoprotéines isolées de RV et VSV (Chap.V). 
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Figure 41 : Formation du complexe NΔ23
0
-P chez le Virus de la Rage. A. Profiles SEC- -RI obtenus pour  la 
phosphoprotéine (courbe noire) et un mélange constitué de phosphoprotéine incubée une heure avec un excès de 
complexe NΔ23
0
-PNTD. B. Profil SEC-MALLS-RI obtenu pour le complexe NΔ23
0
-P, après purification sur une 
colonne Superdex 200 (GE Healthcare®) et correspondant à la fraction 4 analysée par SDS-PAGE en C. C. 
Analyse SDS-PAGE (12 %) du profil d’élution représenté en A sur colonne S200 et montrant les complexes 
NΔ23
0
-P (fractions 2 à 7) et NΔ23
0
-PNTD (fractions 7 à 10). Les fractions utilisées pour les expériences de SAXS (2, 
3 et 4) sont encadrées en bleu. 
 
Il est intéressant de noter que l’augmentation de Rg observée pour le complexe NΔ23
0
-
P2 par rapport à la protéine P seule est faible (5.4 contre 5.1 nm), tout comme l’augmentation 
de Rs à l’origine de la faible différence de volume d’élution observée entre NΔ23
0
-P2 et P2. 
Ceci est également valable en ce qui concerne les dimensions maximales de l’objet (Dmax). 
Cette faible augmentation des dimensions de la molécule suggère que l’association de P2 à N
0
 
limite la flexibilité de la phosphoprotéine grâce à l’interaction de PNTD avec la cavité de 
fixation à l’ARN de N0, mais aussi peut-être via une interaction de PCTD avec N
0, l’étape de 
fixation monomoléculaire étant probablement favorisée une fois la région PNTD déjà ancrée 
sur la nucléoprotéine. La modélisation ab initio du complexe à partir des données SAXS 
produit des enveloppes basse résolution aux formes allongées, qui sont similaires à celle 
obtenues à partir des données SAXS de la phosphoprotéine seule (Chap.V, Figure 26), mais 
possèdent cependant une région plus dense dont la forme rappelle celle d’une nucléoprotéine, 
et semblent être ancrés au reste de la structure par deux points d’ancrage (données non 
présentées). Cette particularité est également observée pour le complexe NΔ21
0
-P2 du VSV, 
pour lequel des données SAXS ont également été enregistrées (données non présentées). 
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Figure 42 : Expériences de diffusion de rayons X aux petits angles (SAXS) sur le complexe NΔ23
0
-P du 
Virus de la Rage. A. Les données de SAXS ont été enregistrées pour des valeurs de Q comprises entre 0.05 nm
-
1
< Q < 5.90 nm
-1
. Les courbes obtenues à trois concentrations différentes (0.1, 0.3, et 0.6 mg/ml) sont 
représentées en vert, en rouge, et en noir, respectivement. B. Analyse de Guinier réalisée dans la région Q.Rg < 
0.8. C. Graphe de Kratky indiquant que le complexe possède une composante désordonnée significative. D. 
Fonction de distribution de distances (pair distribution function, P(r)). 
La modélisation atomique des données SAXS des complexes NΔ21
0
-P2 de VSV et NΔ23
0
-P2 
de RV sous la forme d’un ensemble de structures, comme cela a été réalisé pour la 
phosphoprotéine P2 du VSV (Chap. V), permettrait d’explorer l’espace conformationnel du 
complexe N
0
-P2 des Rhabdoviridae et autoriserait des comparaisons intéressantes entre P2 et 
N
0
-P2 d’une part, et entre VSV et RV d’autre part.  
 
D. Interprétation à posteriori des données de double hybride chez la levure concernant 
l’interaction entre la protéine N  et la région PNTD chez le VSV et chez RV  
 
L’analyse par double hybride chez la levure S. cerevisae de l’interaction entre des mutants 
de la nucléoprotéine comportant diverses substitutions avec la phosphoprotéine ou un mutant 
déleté de son domaine C-terminal avait pour but initial de valider expérimentalement la 
prédiction bioinformatique du site de fixation de PNTD sur N
0, c’est-à-dire la cavité de fixation 
à l’ARN. Pour ce faire, nous avons muté des résidus de N impliqués dans la fixation à l’ARN 
et fréquemment impliqués dans des interactions électrostatiques avec PNTD dans les modèles 
du complexe obtenus par arrimage. Ce travail a été réalisé en collaboration avec le laboratoire 
du Dr. Danielle Blondel (LVMS, Gif-Sur-Yvette). La Figure 43 montre les résultats obtenus 
en remplaçant les résidus Arg143, Arg146 et Arg317 par des alanines dans une série de 
simples et de doubles mutants de N chez le VSV. Bien qu’aucune différence significative de 
signal ne soit observée pour les complexes formés entre N et P ou entre N et P1-184, et ce 
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pour la forme sauvage de N et les trois mutants R143A, R146A et R317A, on observe une 
perte complète de l’interaction chez deux des doubles mutants (R143A/R317A et 
R146A/R317A).     
 
 
Figure 43: Interaction des protéines N et P du VSV par double 
hybride: L’interaction entre P ou la forme tronquée P1-184 fusionnés 
au domaine de fixation à l’ADN (BD) (colonnes) avec des mutants de 
N fusionnés à GAL4 AD (lignes) a été mesurée par l’apparition de 
colonies bleues en présence de X-Gal.  
 
 
L’analyse de l’effet de ces mutations sur base de la structure cristallographique révèle 
à posteriori que les résidus Arg146 et Arg317 ne sont pas localisés directement à l’interface 
entre les deux protéines, et que seul Arg143 pourrait éventuellement constituer un « hot spot » 
(ΔΔGbinding = 1.5 kcal/mol prédit par FoldX (Schymkowitz, Borg et al. 2005)). En revanche, 
bien que la perte de l’interaction observée pour R143A/R317A et R146A/R317A puisse 
provenir d’un problème lié au repliement des protéines N doublement mutées dans la levure, 
il est également possible que la suppression simultanée de deux charges positives au sein de la 
cavité de fixation à l’ARN réduise l’affinité de N pour P et/ou entraîne des changements 
conformationnels de la nucléoprotéine aboutissant à la destabilisation du complexe N
0
P.  
Des expériences de double hybride similaires ont été réalisées chez le RV. Cependant, 
les mutants de N réalisés comportaient des inversions de charge (R168E, R323E, R434E, et 
R168E/R323E) supposées destabiliser d’éventuels ponts salins entre N0 et PNTD ou des 
substitutions en tryptophane censés introduire une gêne stérique s’opposant à la formation du 
complexe (V230W et S237W). Les résultats obtenus sont présentés dans la Figure 44. La 
mutation R168E semble être sans effet sur l’interaction, alors que les substitutions R323E, 
R434E et V230W tendent à augmenter l’interaction entre PΔC125 et N, suggérant un effet 
spécifique sur la formation du complexe N
0
-P. Au contraire, la capacité du mutant S237W à 
s’associer à PΔC125 est totalement abolie par la mutation, alors que l’intensité du signal 
correspondant à la fixation aux complexes N-ARN demeure intacte, ce qui ici encore suggère 
un effet spécifique de la mutation sur la formation du complexe N
0
-P. Le double mutant 
R168E/R323E perd toute interaction avec la phosphoprotéine. Comme dans le cas du VSV, la 
double mutation induit une modification importante de la charge nette de la cavité de fixation 
à l’ARN de la nucléoprotéine, qui est ici amplifiée par l’inversion de charge qui modifie la 
charge de 4 unités, entraînant potentiellement des changements conformationnels et une 
baisse d’affinité pour la région PNTD fortement chargée négativement.    
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Figure 44: Interaction 
des protéines N et P de 
RV par double 
hybride: L’interaction 
entre P ou la forme 
tronquée P1-184 
fusionnés au domaine de 
fixation à l’ADN (BD) 
(colonnes) avec des 
mutants de N fusionnés 
à GAL4 AD (lignes) a 
été mesurée par 
l’apparition de colonies 
bleues en présence de 
X-Gal (à gauche), ou 
par une croissance 
réduite des levures 
cultivées sur milieu SD 
déficient en Trp, His et 
Leu (à droite). 
Un alignement structural a été réalisé entre la sous-unité monomérique de NΔ21
0
-PNTD 
présente dans le cristal chez le VSV (cf. Partie III, ARTICLE VII) et un protomère de la 
nucléoprotéine du RV extrait de la structure cristallographique du complexe N-ARN (code 
pdb : 2GTT) (Figure 45). En admettant un site d’interaction similaire pour PNTD dans les deux 
systèmes viraux, les données de double hybride concernant les mutants de nucléoprotéine 
peuvent être réinterprétées. Il apparaît d’après cette analyse que les résidus mutés sont 
localisés dans l’interface d’interaction, à l’exception du résidu Arg168, ce qui explique 
l’absence d’effet observé en mutant ce résidu. L’augmentation du signal mesuré en double 
hybride pour les mutants R323E et R434E suggère que ces résidus chargés interagissant avec 
l’ARN dans le complexe N-ARN ne sont pas impliqués dans des ponts salins avec PNTD. La 
mutation V230W entraîne également une augmentation apparente de l’affinité pour PNTD. 
Cependant, ce résidu hydrophobe est conservé entre VSV et RV et aligné structuralement 
avec le résidu Val219 de VSV N. Il est de plus localisé dans une région hydrophobe de 
l’interface et sa mutation en tryptophane est susceptible de renforcer la formation d’une 
surface de contact hydrophobe entre N et PNTD. En revanche, la mutation S237W introduit 
clairement une gêne stérique au niveau de l’interface avec PNTD (Figure 45), de manière 
consistante avec la perte spécifique de l’interaction avec PΔC125 observée en double hybride. 
 
Figure 45 : Alignement structural entre le 
complexe NΔ21
0
-PNTD cristallographique du VSV 
(Partie III, ARTICLE VII) et un protomère de 
nucléoprotéine extrait du complexe N-ARN du 
Virus de la Rage  (code pdb : 2GTT). Les 
structures sont représentées en cartoons (couleur blé 
pour VSV N, gris 50 % pour RV N, et orange pour 
VSV PNTD). Les résidus mutés dans la 
nucléoprotéine sont représentés en bâtonnets rouge, 
et le résidu de PNTD responsable de la gêne stérique 
avec N S237W est coloré en jaune (VSV PNTD 
Glu28). 




L’étude structurale du complexe N0-P par SEC-MALLS-RI, SAXS, RMN et 
cristallographie des rayons X (Parties III&IV), rendue expérimentalement possible par 
l’utilisation des mutants MBP-NΔ21 chez le VSV et MBP-NΔ23 chez RV, nous a permis de 
confirmer les observations précédemment consignées dans la littérature concernant la 
stœchiométrie du complexe, sa forme allongée, et l’implication des résidus de la région N-
terminale de la phosphoprotéine dans l’interaction (Mavrakis, Iseni et al. 2003; Mavrakis, 
Mehouas et al. 2006; Chen, Ogino et al. 2007), mais également de valider l’implication de la 
cavité centrale de la nucléoprotéine dans l’interaction, inférée d’après les résultats de docking 
(Partie II). La structure cristallographique du complexe NΔ21
0
-PNTD du VSV nous a fournit des 
informations importantes sur l’activité de chaperonne de la phosphoprotéine vis-à-vis de la 
protéine N. En particulier, le site de fixation de  PNTD sur N
0
 recouvre partiellement le site de 
fixation de l’ARN et empêche l’association stable des protomères de nucléoprotéine en gênant 
stériquement le positionnement du sous-domaine N-terminal composé des résidus 1 à 21 de 
N. 
Les données complémentaires concernant la caractérisation du mutant MBP-NΔ21
344-SPSGS-
348
, l’impossibilité de former le complexe N0-P à partir des complexes N-ARN natifs, 
l’existence du complexe NΔ21
0
-PNTD à l’état monomérique en solution confirmée par SEC-
MALLS-RI et par SAXS, les expériences de titration par RMN, mais aussi les modélisations 
ab initio du complexe, une simulation de dynamique moléculaire réalisée à partir de la sous-
unité cristallographique, ainsi que la modélisation de l’interaction entre la boucle C-terminale 
de N et les résidus N-terminaux de PNTD par docking flexible suggèrent que le complexe N
0
-P 
est additionnellement stabilisé par l’association des résidus 1 à 12 de la phosphoprotéine avec 
la région de la boucle C-terminale de N impliquée dans la formation de contacts N-N (résidus 
342-350).  
L’étude SAXS du complexe NΔ23
0
-PNTD chez le RV, ainsi que l’interprétation à posteriori 
de données d’interaction par double hybride suggèrent que la structure du complexe N0-P est 
globalement similaire chez le VSV et chez RV. Cependant, des différences significatives 
semblent exister, et l’obtention d’une structure haute résolution permettrait une comparaison 
fine entre les deux systèmes. Malheureusement, plusieurs essais de cristallisation ont été 
réalisés sans succès jusqu’à présent (données non présentées), et la cristallisation du complexe 
nécessitera probablement l’utilisation de constructions plus courtes de PNTD, voire 
l’introduction de mutations destinées à favoriser l’empilement cristallin (Derewenda 2004; 
Derewenda and Vekilov 2006). 
 






















gcq#285: "Baby, It Aint Over Till It's Over"  
 
(Lenny Kravitz) 
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Structure modulaire de la phosphoprotéine 
 
Les prédictions bioinformatiques sur base des séquences en acides aminés, combinées 
à la caractérisation biophysique et structurale des domaines structurés ainsi identifiés ont 
montré que la phosphoprotéine des Rhabdoviridae possède une organisation structurale 
conservée caractérisée par la présence de deux domaines autonomes repliés (PCED et PCTD) 
séparés par deux longues régions désordonnées (IDRNTD et IDRCTD). Trois modules 
fonctionnels (PNTD, PCED et PCTD) impliqués respectivement dans la fixation à N
0
 et à L, 
l’homodimérisation de la protéine, et la fixation aux complexes N-ARN sont particulièrement 
conservés (cf. Chap.II, ARTICLE I). Ces trois modules fonctionnels sont représentés dans la 
Figure 46A.  
Les études biophysiques réalisées sur la région PNTD de RV et VSV ont permis de 
déterminer que cette région de la protéine, fortement conservée et prédite structurée (cf. 
Chap.II, ARTICLE I), existe en solution sous la forme d’un ensemble de conformères 
compactes et étendus, et posséde des quantités significatives d’hélices α transitoires (Figure 
46A) (cf. Chap. III, ARTICLES II&III). Les résultats obtenus suggèrent fortement que PNTD 
fonctionne comme un Elément de Reconnaissance Moléculaire (MoRE) (Mohan, Oldfield et 
al. 2006; Vacic, Oldfield et al. 2007) en se structurant de manière concomitante à sa fixation à 
N
0
.   
 La structure RMN du domaine PCTD de VSV (Chap. IV, ARTICLE IV), ainsi que la 
structure cristallographique du domaine PCED de RV (Ivanov, Crepin et al. 2010) sont venues 
s’ajouter aux structures des domaines PCED du VSV et PCTD de RV, permettant ainsi la 
modélisation atomique théorique de la phosphoprotéine entière par un ensemble de structures 
partiellement désordonnées (Figure 46B), qui a pu être comparé au profil SAXS expérimental 
de manière à obtenir une analyse quantitative du désordre conformationnel de la 
phosphoprotéine (cf. Chap.V, ARTICLE V). Bien que cette analyse ait été réalisée 
uniquement chez VSV, la similarité des profils SAXS et l’organisation modulaire dimérique 
conservée de la protéine suggèrent un désordre similaire pour RV P (cf. Chap.V, Partie III).  
 
Fixation de la phosphoprotéine sur la matrice N-ARN. 
 
L’utilisation d’une procédure d’arrimage croisé flexible (« cross-docking ») nous a 
permis de construire un modèle structural théorique du complexe N-ARN-PCTD de RV à l’aide 
de diverses contraintes expérimentales ambigües tels que des données SAXS ou encore 
l’analyse par double hybride de mutants de substitution de PCTD chez le Virus Mokola (cf. 
Chap.VI, ARTICLE VI). Ces méthodes nous ont permis d’obtenir des informations 
structurales concernant le complexe N-ARN-PCTD malgré l’échec des tentatives de 
cristallisation (Francine Gérard, observations non publiées). Bien que la précision de ce type 
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de modèle obtenu par modélisation moléculaire soit questionnable, les caractéristiques 
générales du modèle proposé ont été validées à posteriori par la structure cristallographique 
de son homologue chez VSV (Green and Luo 2009), apparue dans la littérature peu de temps 
après la soumission de nos propres travaux au Journal of Molecular Biology. 
 
Figure 46: Structure modulaire de la phosphoprotéine illustrée pour VSV. A. De gauche à droite, 
représentations en cartoon de l’ensemble structural sélectionné sur base du profil SAXS et des données RMN 
pour PNTD (bleu) (10 structures superposées) (cf. Chap.III, Article II), structure cristallographique du dimère du 
domaine PCED du VSV (vert) (code pdb 2FQM, (Ding, Green et al. 2006), structure RMN du domaine PCTD du 
VSV (rouge) (code pdb : 2K47) (cf. Chap.IV, ARTICLE IV). B. Représentation en cartoon de l’ensemble 
structural sélectionné sur base du profil SAXS pour la phosphoprotéine P2 (5 modèles superposés) (cf. Chap.V, 
ARTICLE V). Le code couleur est identique à celui utilisé en A pour PNTD, PCED et PCTD. Les régions IDRNTD et 
IDRCTD sont représentées en gris. Le modèle souligne la présence d’éléments de structure secondaire α-
hélicoïdaux fluctuants dans la région N-terminale, et l’articulation des régions N- et C-terminales autour du 
domaine central permettant une importante flexibilité de la molécule. 
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La Figure 47 montre une comparaison des deux structures. Chez VSV comme chez 
RV, le domaine PCTD interagit simultanément avec deux protomères de nucléoprotéine, et les 
deux faces opposées de la molécule forment une série de liaisons faibles intermoléculaires 
avec les boucles C-terminales désordonnées de N, qui tendent à se structurer au contact de 
PCTD. L’orientation des domaines PCTD est globalement conservée entre les deux virus, avec le 
N-terminus relié au reste de P pointant en direction de la face interne de N-ARN, suggérant 
que la région PNTD de la phosphoprotéine est localisée à proximité de la région centrale de 
fixation à l’ARN de N.  
 
Figure 47: Comparaison entre les structures des complexes N-ARN-PCTD chez RV et VSV. A. 
Représentation en cartoon du modèle structural du domaine C-terminal de la phosphoprotéine de RV (jaune) 
associé aux domaines C-terminaux d’un trimère de nucléoprotéines (bleu). Le modèle est superposé sur la 
structure cristallographique du complexe N-ARN (en gris, code pdb: 2GTT). B. Structure cristallographique du 
domaine C-terminal de la phosphoprotéine de VSV (rouge) associé aux domaines C-terminaux d’un trimère de 
N-ARN (gris, code pdb: 3HHZ). 
 
L’interaction entre la phosphoprotéine entière et les complexes N-ARN a été étudiée 
par SAXS dans le contexte des complexes circulaires N10-ARN-(P2)2 et N11-ARN-(P2)2 et les 
données ont été modélisées par un ensemble de structures afin de prendre en compte le 
caractère partiellement désordonné de la phosphoprotéine (Chap.VI, Partie III). Les 
paramètres structuraux globaux dérivés pour cet ensemble de structures sont en bon accord 
avec l’analyse d’une expérience de variation de contraste entre la phosphoprotéine deutérée et 
les complexes N-ARN par SANS (Euripedes de Almeida Ribeiro Jr, données non publiées). 
Cependant, la nature circulaire artefactuelle des complexes N10-ARN et N11-ARN exerce 
probablement un biais important sur l’occupation de l’espace par P2 dans ces complexes.  
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Activité chaperonne de la phosphoprotéine. 
 
L’étude structurale du complexe N0-P constitue une des clés de la compréhension du 
mécanisme de réplication virale. En effet, la formation de ce complexe lors de la phase initiale 
du cycle de réplication permet l’accumulation de nucléoprotéine soluble qui pourra ensuite 
être utilisée pour l’encapsidation des nouveaux génomes et antigénomes viraux (Figure 49). 
L’obtention d’information structurale à haute résolution avait jusqu’ici été limitée par la 
nature transitoire du complexe N
0
-P, qui nous a conduits à développer une nouvelle méthode 
pour la production du complexe (Chap.VII, ARTICLE VII et Partie IV). Nous avons 
caractérisé le complexe formé entre la région PNTD et la nucléoprotéine soluble N
0
 délétée de 
son sous-domaine d’échange N-terminal in silico et in vitro par diffraction des rayons X, 
SAXS, et RMN. Ces expériences ont permis de déterminer pour la première fois une structure 
à résolution atomique d’un complexe N0-P d’un Virus de l’ordre des Mononegavirales.  
Cette structure confirme la stœchiométrie 1 :1 du complexe formé entre la région N-
terminale de P et la nucléoprotéine soluble, et met en évidence l’interaction d’une hélice α 
formée par les résidus 17 à 31 de PNTD avec la cavité de fixation à l’ARN de N, une possibilité 
qui avait déjà été envisagée auparavant sur bases de données de protéolyse limitée (Mavrakis, 
Mehouas et al. 2006), et prédite uniquement par modélisation moléculaire (cf. Chap.VII, 
Partie II).  
De manière intéressante, la cristallisation du complexe a été possible grâce à  
l’utilisation du mutant NΔ21 de VSV et d’un fragment relativement court de la 
phosphoprotéine (résidus 1 à 60), permettant ainsi d’éviter la présence de trop longs segments 
désordonnés. Néanmoins, seuls les résidus 5 à 33 de PNTD sont visibles dans la structure 
cristallographique, ce qui indique que les résidus 1-4 et 34-60 sont désordonnés dans le 
cristal, une observation consistente avec la localisation des résidus les plus critiques pour 
l’interaction entre les positions 11 à 30 (Chen, Ogino et al. 2007). Les données RMN 





en solution, et l’existence d’un échange conformationnel en régime 
intermédiaire pour la région 1-19 de PNTD (cf. Chap.VII, Partie IV). De plus amples 
investigations à l’aide de PNTD triplement marqué sont en cours afin de clarifier le rôle des 
régions 1 à 10 et 35 à 60 dans l’interaction avec N0 (Filip Yabukarski, données non publiées). 
Les données présentées concernant l’interaction de la région PNTD avec les formes 




chez VSV, NΔ23 chez RV) soulignent le 
rôle critique joué par le bras N-terminal (résidus 1-23 chez RV, 1-21 chez VSV) et la boucle 
C-terminale de la nucléoprotéine (résidus 351-399 chez RV, 342-374 chez VSV) dans 
l’assemblage de ces complexes N-ARN. Ces deux régions, qui constituent les deux sous 
domaines d’échange entre protomères, détiennent les clés de la polymérisation des complexes 
N-ARN. En effet, l’encapsidation d’ARN non spécifique au sein des complexes circulaires ou 
linéaires formés par la protéine N sauvage lorsque celle-ci est exprimée seule en cellules 
d’insectes ou en bactéries est irréversible, comme l’indiquent les profiles d’élution obtenus 
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par SEC-MALLS-RI en incubant les complexes MBP-N-ARN du VSV avec PNTD en présence 
ou en absence de RNAseA (Leyrat et Yabukarski, observations non publiées).  
Cependant, la déstabilisation du complexe induite par la délétion du domaine 
d’échange N-terminal rend les phénomènes d’encapsidation et d’oligomérisation réversibles 
en présence de PNTD et entraîne la libération d’ARN et/ou de protomères de nucléoprotéine à 
partir des complexes N-ARN initialement présents (cf. Chap.VII, ARTICLE VII). Ce résultat 
implique que la réversibilité du mécanisme d’encapsidation est lié à l’exposition à la surface 
du complexe N-ARN du domaine d’échange C-terminal, qui peut ainsi être reconnu par PNTD. 
Ce phénomène de reconnaissance moléculaire est inhibé dans la forme sauvage de la 
nucléoprotéine par le masquage de cette surface d’interaction par le domaine d’échange N-
terminal. Cette interprétation mécanistique est validée par l’observation, dans la structure 
cristallographique du complexe NΔ21
0
-PNTD, des résidus 5 à 15 de PNTD adoptant une 
conformation qui mime l’interaction entre les domaines d’échange N- et C-terminaux de la 
nucléoprotéine observée dans les complexes N-ARN natifs. Le rôle clé du domaine d’échange 
C-terminal est par ailleurs confirmé par la perte d’affinité relative pour PNTD observée chez le 
mutant NΔ21
344-SPSGS-348
, et par les travaux de modélisation structurale du complexe, ab initio 
ou sur base des données cristallographiques et RMN, qui indiquent tous deux une interaction 
entre les résidus 1 à 12 de PNTD et la boucle C-terminale de N, que celle-ci adopte ou non la 
conformation α-hélicoïdale observée sous forme résiduelle par RMN en solution pour le PNTD 
isolé (Chap.III, ARTICLE II).  
Le complexes VSV NΔ21
0
-P2  et RV NΔ23
0
-P2 ont été produits respectivement par 
échange avec les formes VSV NΔ21
0
-PNTD  et RV NΔ23
0
-PNTD. Les complexes ainsi obtenus ont 
été caractérisés par SEC-MALLS-RI et SAXS (cf. Chap.VII, Partie IV pour RV NΔ23
0
-P2, et 
données non présentées pour VSV NΔ21
0
-P2 ). Les masses moléculaires mesurées par MALLS 
confirment la stoechiométrie 1 : 2 du complexe, en accord avec les données de la littérature 
disponibles pour RV (Mavrakis, Iseni et al. 2003). L’augmentation des dimensions du 
complexe par rapport à la phosphoprotéine isolée est très faible, ce qui suggère que l’espace 
conformationnel de P pourrait être contraint par la fixation à N
0
. Une baisse importante de la 
flexibilité de P pourrait notamment provenir de la fixation additionnelle d’un des deux 
domaines PCTD sur N
0
, comme le suggèrent certaines données préliminaires (Cédric Leyrat et 
Filip Yabukarski, données non publiées).    
La modélisation du complexe N
0
-P à l’aide d’un ensemble structural atomique 
permettrait de comprendre de quelle manière et dans quelles proportions la fixation d’une 
molécule de N
0
 est susceptible de modifier l’espace conformationnel et la flexibilité de la 
phosphoprotéine, voire d’expliquer l’absence de formation de complexes (N0)2-P2 dans les 
conditions expérimentales. Ces données pourraient ainsi être directement comparées avec 
l’information disponible pour la phosphoprotéine isolée.  
Une autre question intéressante concerne la régulation de la force des interactions 
entre N
0
, P et L. En effet, la phosphoprotéine possèdent plusieurs sites de phosphorylation 
localisés au niveau des résidus 63 et 64 chez RV et 60, 62 et 64 chez VSV (Takacs, Barik et 
al. 1992; Hwang, Englund et al. 1999; Gupta, Blondel et al. 2000). Cette région charnière 
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correspond à la limite entre les sites de fixation pour N
0
 et L, et la phosphorylation de P 
pourrait moduler l’affinité pour l’un, l’autre, ou les deux partenaires. En admettant une 
conformation triangulaire pour VSV PNTD dans sa forme liée à N
0
 en solution, globalement 
similaire à celle prédite par la modélisation ab initio (cf. Chap.VII, Partie II), les sites de 
phosphorylation se retrouveraient à proximité de l’hélice N-terminale de PNTD et de la boucle 
C-terminale de N dans  le complexe N
0
 (cf. Chap.VII, Partie II & III). On peut alors spéculer 
que  la phosphorylation au niveau de ces sites puisse conduire à une stabilisation ou à une 
destabilisation du complexe N
0
-P. Par ailleurs, il est connu que l’activité transcriptionnelle du 
virus nécessite la phosphorylation de la région N-terminale de P (Barik and Banerjee 1992; 
Barik and Banerjee 1992; Takacs, Barik et al. 1992) et semble dépendre de son caractère 
acide (Chattopadhyay and Banerjee 1987; Chattopadhyay and Banerjee 1988), qui module 
probablement l’interaction avec L. Au contraire, la phosphorylation de la région N-terminale 
ne semble pas être requise pour la réplication (Pattnaik, Hwang et al. 1997). 
La particularité des interactions entre les protéines N et P réside dans leur dualité et 
l’intime connexion existant entre les deux formes de complexes N-P. Les complexes N0-P 
sont en effet utilisés pour former les complexes N-ARN-P, comme cela est illustré par la 
Figure 48. Il serait ainsi extrêmement intéressant d’étudier l’encapsidation réversible de 





Figure 48 : Alignement entre les structures de N-ARN (Green, Zhang et al. 2006; Ge, Tsao et al. 2010), N-
ARN-PCTD (Green and Luo 2009), P2 (Chap.V) et N
0
-PNTD (Chap.VII) chez le Virus de la Stomatite 
Vésiculaire illustrant la dualité des interactions entre les protéines N et P. La phosphoprotéine est 
représentée en cartoons rouges, alors que la nucléoprotéine et l’ARN sont colorés en vert et en orange, 
respectivement. La localisation de la région PNTD et des domaines PCED et PCTD de la phosphoprotéine est 
indiquée. La conformation de la phosphoprotéine dimérique P2, ainsi que la position relative des complexes N-
ARN et N
0
-P sont arbitraires. 
  244 
 Implications pour les mécanismes de la transcription et de la réplication virale 
chez les Rhabdoviridae 
 
Les mécanismes de la transcription et de la réplication demeurent mal compris, et ce 
principalement en raison de l’absence de données structurales concernant la polymérase, un 
problème qui fait actuellement l’objet de nombreuses études. Le travail présenté ici permet 
néanmoins d’étendre notre description structurale du complexe de réplication des 
Rhabdoviridae en précisant la nature des interactions entre N et P (Chap.VI et VII). Le 
mécanisme qui semble le plus probable à l’heure actuelle implique la fixation de molécules P2 
à intervalles réguliers sur la nucléocapside virale, permettant l’attachement de la polymérase 
L au PNTD. La polymérase peut ensuite transcrire l’ARN en se déplaçant sur la matrice N-
ARN et en fixant les phosphoprotéines disposées le long de la nucléocapside (Figure 49), en 
tirant ainsi profit de la nature flexible et allongée de P2. Ce modèle est appuyé principalement 
par les valeurs d’affinité élevées mesurées pour l’interaction entre P et N-ARN (Chap.VI, 
ARTICLE VI ; Euripedes de Almeida Ribeiro Jr, données non publiées) et par l’observation 
que le domaine de dimérisation n’est pas requis pour la transcription (Jacob, Real et al. 2001). 
Par ailleurs, l’affinité de la région N-terminale de P pour la polymérase semble relativement 
faible, cette région pouvant être remplacée par des séquences acides similaires 
(Chattopadhyay and Banerjee 1987; Chattopadhyay and Banerjee 1988). Ces observations 
sont en outre consistantes avec la capacité de P2 à utiliser ses bras désordonnés pour pêcher 
(« fly casting ») ses partenaires tels que les protéines L et N
0
 à des distances importantes, 
pouvant dépassant les 15 nm (Chap.V). Ensemble, ces données suggèrent un déplacement de 
L sur le complexe N-ARN-P, dans lequel la phosphoprotéine ne se dissocie pas de la matrice 
N-ARN durant la synthèse d’ARN, mais fixe la protéine L au fur-et-à-mesure de ses 
déplacement sur la matrice. Ce mécanisme permet à la phosphoprotéine d’assurer un 
positionnement correct de la polymérase sur la matrice N-ARN et d’acheminer les complexes 
N
0
-P au site d’encapsidation lors de la réplication. Ce modèle diffère du modèle de type 
« cartwheeling » proposé pour les Paramyxoviridae qui implique un mouvement de P sur la 
matrice N-ARN via une rotation autour de l’axe d’ordre 4 du domaine central et l’association 
et la dissociation continuelle des domaines PX sur le complexe N-ARN (Curran and 
Kolakofsky 1999; Kolakofsky, Le Mercier et al. 2004). 
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Figure 49: Représentation Schématique des mécanismes de transcription et de réplication chez les 
Rhabdoviridae. Au cours de la synthèse de l’ARN viral, la polymérase doit se déplacer le long de la 
nucléocapside et accéder à l’ARN séquestré dans la cavité centrale de la nucléoprotéine. P fournit le lien 
physique par lequel la polymérase s’associe à sa matrice. Chez RV, le domaine de dimérisation de P n’est pas 
requis pour la transcription et la phosphoprotéine, ce qui suggère que P n’utilise pas le mécanisme de 
« cartwheeling » pour se mouvoir sur la matrice N-ARN. Etant donné la forte affinité de PCTD pour N-RNA, on 
peut supposer que les dimères P2 sont fixés à intervalles régulier le long des nucléocapsides virales. Au cours de 
la transcription, la polymérase se lie à la région N-terminale de P et transcrit le brin d’ARN viral. Comme P est 
allongée et flexible, le bras N-terminal de la molécule P2 adjacente peut s’étendre pour fixer la polymérase, qui 
est ensuite transférée en aval. La polymérase peut ainsi se déplacer le long de la matrice N-RNA en sautant 
d’une molécule P2 à l’autre. Au cours de la réplication, la polymérase peut également se mouvoir selon un mode 
similaire, mais les génomes et antigénomes nouvellement synthétisés sont cette fois encapsidés par N. Les 
molécules de nucléoprotéines nouvellement produites sont présentes sous la forme de complexes N
0
-P solubles, 
qui peuvent également se fixer au complexe N-RNA via leurs domaines PCTD. N
0
 peut ensuite être acheminé 
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II. ARTICLE VIII:  Structure and plasticity of the peptidyl-prolyl 
isomerase Par27 of Bordetella pertussis revealed by X-ray diffraction 
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III. Arrière de couverture du livre « XIV International Conference on 




Nanobiological objects built with Negative-Strand RNA virus proteins.  
A synthetic peptide corresponding to the N-terminal sub-domain of rabies virus nucleoprotein including an 
engineered disulfide bridge forms amyloid fibrils (upper picture). The ribbon representation in the inset shows an 
excerpt of the crystal structure of the recombinant circular nucleoprotein-RNA complex (2gtt.pdb) corresponding 
to this sub-domain. When recombinant N-RNA rings are added to the fibril solution, these bind to the fibrils in 
an oriented manner and completely cover their surface (lower picture). The ribbon representations show the 
crystal structure of circular N-RNA complexes. The bottom pictures show different examples of these 
nanobiological objects.  
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